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Se	 ha	 estudiado	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 y	 de	 contenidos	 totales	 de	
arsénico	y	metales	pesados,	específicamente	cadmio,	 cromo,	 cobre,	níquel,	plomo	y	 cinc,	
en	 muestras	 de	 interés	 medioambiental	 por	 su	 elevada	 capacidad	 acumuladora	 de	
metales,	 concretamente	 algas	 marinas	 comestibles	 y	 plantas	 terrestres	 procedentes	 de	
suelos	contaminados	por	la	actividad	minera.		




calentamiento	 en	 horno	 de	 microondas.	 Los	 métodos	 fueron	 validados	 a	 través	 de	 su	
aplicación	a	materiales	de	referencia	de	matriz	similar	a	la	de	las	muestras,	certificados	en	
contenidos	totales	de	los	elementos	seleccionados.	Los	resultados	obtenidos	mostraron	su	
elevada	 capacidad	de	bioabsorción,	 especialmente	en	 relación	a	 los	 elevados	 contenidos	
de	 arsénico	 encontrados	 en	 algunas	 especies	 de	 algas	 pardas	 (Phaeophytas).	 En	 las	
plantas,	se	calcularon	los	factores	de	translocación,	acumulación	y	biodisponibilidad	de	los	
elementos	 estudiados,	 permitiendo	 identificar	 a	 la	 especie	 Corrigiola	 telephiifolia	 como	
posible	acumuladora	de	plomo	e	hiperacumuladora	de	arsénico.	
	 La	determinación	de	especies	de	arsénico	hidrosolubles	en	las	muestras	objeto	de	
estudio,	 se	 llevó	 a	 cabo	 por	 cromatografía	 líquida	 de	 alta	 eficacia	 (HPLC)	 acoplado	 a	
ICP‐AES,	 HG‐ICP‐AES	 y	 HG‐AFS,	 incluyendo	 una	 etapa	 previa	 de	 foto‐oxidación.	 Los	
métodos	 desarrollados,	 mediante	 intercambio	 aniónico	 y	 catiónico,	 permitieron	 la	
diferenciación	 de	 hasta	 once	 especies	 de	 arsénico.	 Para	 el	 análisis	 de	 las	muestras,	 fue	
necesaria	la	optimización	de	métodos	de	extracción,	seleccionándose	la	extracción	asistida	
por	 microondas	 (MAE)	 con	 agua	 desionizada.	 Asimismo,	 se	 realizaron	 estudios	 de	
estabilidad	de	arsénico	total	y	de	las	especies	hidrosolubles	presentes	en	las	algas,	tanto	











Los	 resultados	 obtenidos	 y	 su	 estudio	 a	 través	 de	 la	 legislación	 vigente,	 mostraron	 la	




con	 plasma	 de	 acoplamiento	 inductivo	 (ICP‐MS)	 y	 con	 ionización	 por	 electrospray	
(ESI‐MS),	 permitiendo	 la	 elucidación	 estructural	 de	 estos	 compuestos	 a	 través	 de	 la	
determinación	 de	 sus	masas	moleculares.	 Para	 ello,	 fue	 necesaria	 la	 puesta	 a	 punto	 de	
métodos	extracción	y	purificación	de	los	extractos.	La	metodología	desarrollada	permitió	
identificar	 hasta	 catorce	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles	 en	 las	 algas,	 tres	 de	 ellas	











The	 determination	 of	 arsenic	 species	 and	 total	 arsenic	 and	 heavy	 metal	 contents	
(cadmium,	chromium,	cooper,	nickel,	 lead	and	zinc)	in	environmental	samples,	with	high	





digested	 in	 an	 acidic	 medium	 by	 heating	 in	 a	 microwave	 oven.	 The	 digestion	 methods	
were	 validated	 against	 reference	 materials,	 with	 matrix	 similar	 to	 sample	 matrix	 and	
certified	in	total	contents	of	the	elements	studied.	The	results	showed	the	high	biosorption	
capacity	 of	 the	 samples	 studied,	 especially	 regarding	 the	 high	 arsenic	 contents	 in	 some	
species	 of	 brown	 algae	 (Phaeophyta	 division).	 In	 terrestrial	 plants,	 the	 translocation,	
accumulation	and	bioavailability	factors	of	the	elements	studied	were	calculated.	Thus,	the	
plant	 species	 Corrigiola	 telephiifolia	 was	 identified	 as	 possible	 lead	 accumulator	 and	
arsenic	hyperaccumulator.	
	 The	 determination	 of	 water‐soluble	 arsenic	 species	 in	 the	 samples	 studied	 was	
carried	 out	 by	 high	 performance	 liquid	 chromatography	 (HPLC)	 coupled	 to	 ICP‐AES,	
HG‐ICP‐AES	 and	 HG‐AFS,	 including	 a	 prior	 photo‐oxidation	 step.	 The	 chromatographic	
methods	developed,	by	anion	and	cation	exchange,	allowed	us	to	differentiate	up	to	eleven	
arsenic	 species.	 The	 sample	 analysis	 required	 the	 optimization	 of	 extraction	 methods,	
choosing	 the	 microwave	 assisted	 extraction	 (MAE)	 with	 deionized	 water.	 On	 the	 other	
hand,	the	stability	of	total	arsenic	and	water‐soluble	arsenic	species	 in	algae,	both	in	the	
solid	 samples	 and	 in	 the	 water	 extracts,	 was	 studied,	 assessing	 the	 suitable	 storage	
conditions.	 In	 the	 case	 of	 plant	 samples,	 the	 application	 of	 a	 multivariate	 experimental	
design	allowed	us	to	optimize	the	extraction	method	and	differentiate	between	the	arsenic	
species	present	as	simple	ions	of	higher	mobility	and	the	arsenic	more	strongly	bound	to	
structural	 components.	 The	 presence	 of	 arsenite	 (As(III))	 and	 arsenate	 (As(V))	 was	
identified	in	plant	samples,	as	well	as	monomethylarsonic	acid	(MMA)	and	trimethylarsine	
oxide	(TMAO)	in	some	cases.	Regarding	algae,	toxic	arsenic	species	were	found	in	most	of	
them,	 both	 As(V)	 and	 dimethylarsinic	 acid	 (DMA),	 as	 well	 as	 up	 to	 four	 arsenosugars.	









developed	 permitted	 the	 identification	 of	 fourteen	 lipid‐soluble	 arsenic	 compounds	 in	
algae,	 corresponding	 to	 three	 arsenic‐hydrocarbons	 and	 eleven	 arsenosugar‐
phospholipids,	as	well	as	two	unknown	compounds.	Accurate	mass	measurements	of	the	































Durante	 siglos,	 la	 importancia	 del	 arsénico	 ha	 estado	 basada	 en	 su	 carácter	 venenoso.	
En	la	actualidad,	es	ampliamente	sabido	que	el	arsénico	es	un	importante	agente	tóxico	del	
medio	ambiente,	por	 lo	que	el	 interés	por	conocer	su	incidencia	sobre	los	seres	vivos	ha	
fomentado	 el	 desarrollo	 de	métodos	 de	 determinación	de	 arsénico	 y	 sus	 especies	 sobre	
una	gran	variedad	de	muestras.	
	 La	 especiación	 de	 arsénico	 presenta	 un	 elevado	 interés	 desde	 el	 punto	 de	 vista	
toxicológico,	debido	a	 la	diferente	toxicidad	que	presentan	sus	especies	químicas,	siendo	
necesario	 conocer	 la	 distribución	 de	 dichas	 especies	 en	 los	 distintos	 compartimentos	
medioambientales.	 Desde	 el	 punto	 de	 vista	 biológico,	 la	 especiación	 de	 arsénico	 en	
organismos	 marinos,	 como	 las	 algas,	 también	 es	 interesante,	 debido	 a	 su	 elevada	
capacidad	acumuladora	de	este	elemento.	Por	otro	lado,	determinados	suelos	constituyen	
una	fuente	natural	de	arsénico,	así	como	un	importante	medio	de	retención,	acumulación	y	
transformación,	 pudiendo	 causar	 efectos	 tóxicos	 en	 las	 plantas	 o	 acumularse	 en	 ellas,	
entrando	 de	 esta	 manera	 en	 la	 cadena	 trófica.	 Por	 todo	 esto,	 se	 puede	 afirmar	 que	 la	
cantidad	total	de	arsénico	y	de	sus	especies	químicas	tiene	una	importante	influencia	en	la	






cromo,	 cobre,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc)	 en	 algas	marinas,	 que	 permitan	 caracterizar	
este	 tipo	 de	 muestras,	 conocidas	 por	 su	 elevada	 capacidad	 acumuladora	 de	
metales.	
2. Evaluar	 la	 probable	 naturaleza	 tóxica	 o	 inocua	 del	 arsénico	 presente	 en	 algas	
marinas	mediante	 estudios	 de	 especiación,	 con	 especial	 atención	 sobre	 aquellas	
empleadas	en	la	alimentación.	
3. Determinar	 el	 contenido	 de	 arsénico	 y	 de	 los	metales	 pesados	 seleccionados	 en	
plantas	terrestres	autóctonas,	capaces	de	crecer	y	desarrollarse	en	áreas	afectadas	




4. Estudiar	 el	 mecanismo	 fitoacumulador	 de	 las	 plantas,	 a	 través	 de	 estudios	 de	
especiación	de	arsénico,	que	permitan	determinar	el	contenido	de	especies	tóxicas	




para	 la	 determinación	 de	 los	 contenidos	 totales	 de	 arsénico	 y	 metales	 pesados,	
mediante	espectrometría	de	emisión	atómica	con	plasma	acoplado	inductivamente	
(ICP‐AES)	 y	 fluorescencia	 atómica	 (AFS),	 en	 el	 caso	 de	 muestras	 con	 bajas	
concentraciones	de	arsénico.		
b. El	desarrollo	de	métodos	de	extracción	de	especies	de	arsénico,	tanto	hidro	como	




la	 cromatografía	 líquida	de	 alta	 eficacia	 (HPLC)	 a	 las	 técnicas	 de	 ICP‐AES	 y	AFS,	




espectrometría	 de	 masas	 con	 plasma	 acoplado	 inductivamente	 (ICP‐MS)	 y	 con	
ionización	 por	 electrospray	 (ESI‐MS),	 que	 permitan	 elucidar	 la	 estructura	
















































también	 conocidos	 como	arsénico	amarillo	 y	 rojo,	 respectivamente,	 se	 conocen	desde	 la	
antigüedad.	 Los	 egipcios,	 asirios,	 griegos	 y	 romanos	 los	 emplearon	 en	 pinturas	 y	
cosméticos	como	pigmentos,	mientras	que	el	color	amarillo	brillante	del	oropimente	hizo	
de	este	mineral	un	atractivo	candidato	para	ser	transmutado	en	oro,	objetivo	perseguido	
por	 los	alquimistas	a	 lo	 largo	de	 los	siglos.	Al	parecer,	el	alquimista	árabe	Abu‐Musah‐Al	
Sofi	Geber	obtuvo	por	primera	vez	el	óxido	de	arsénico(III)	 en	el	 siglo	VIII	 (Muñoz Páez, 
2012),	mientras	que	a	San	Alberto	Magno	se	 le	atribuye	 la	obtención	de	arsénico	puro	a	
partir	de	oropimente	por	calentamiento	con	jabón,	en	el	año	1250.		
En	el	 siglo	XVI,	Paracelso	 introdujo	el	arsénico	y	 sus	compuestos	en	 la	medicina,	
por	 lo	 que	 es	 considerado	 responsable	 de	muchos	 envenenamientos	 por	 arsénico	 como	
consecuencia	del	uso	indiscriminado	de	sus	compuestos	como	medicamento.	En	los	siglos	
XVII	 y	 XVIII,	 varios	 químicos	 estudiaron	 detalladamente	 el	 arsénico	 y	 sus	 propiedades,	
como	Robert	Boyle,	George	Brandt,	Karl	Scheele	y	Wilhem	Bunsen.	
En	el	siglo	XIX	y	principios	del	XX,	el	arsénico	se	utilizó	con	fines	criminales,	sobre	
todo	 el	 óxido	 de	 arsénico(III),	 también	 conocido	 como	 “arsénico	 blanco”,	 puesto	 que	 se	








En	 1836,	 el	 químico	 inglés	 James	 Marsh	 (1794‐1846),	 ayudante	 de	 Michael	
Faraday,	desarrolló	un	método	analítico	eficaz	y	preciso	que	permitía	detectar	pequeñas	
cantidades	de	arsénico	en	cadáveres	(Marsh, 1836),	reduciéndose	drásticamente	su	empleo	
con	 estos	 fines.	 En	 este	 método,	 la	 muestra	 a	 analizar	 se	 hacía	 reaccionar	 con	 ácido	
sulfúrico	y	 arseniuro	de	 cinc,	dando	 lugar	a	 la	 correspondiente	arsina.	Esta	 se	mezclaba	
con	 una	 corriente	 de	 hidrógeno,	 y	 el	 calentamiento	 de	 la	 mezcla	 en	 un	 tubo	 de	 vidrio	




El	 químico	 y	 médico	 español	 Orfila	 (1787‐1853),	 considerado	 el	 padre	 de	 la	
toxicología,	fue	un	firme	defensor	de	la	idoneidad	de	este	método	de	análisis.	Una	de	sus	
hipótesis	más	 llamativas	 fue	 la	existencia	en	el	cuerpo	humano	de	un	“arsénico	natural”,	
que	 fue	 muy	 criticada	 en	 la	 época.	 Actualmente,	 se	 sabe	 que	 en	 el	 cuerpo	 humano	 el	
contenido	medio	de	arsénico	es	de	3	a	4	mg,	cantidad	que	tiende	a	aumentar	con	la	edad.	
Sin	embargo,	el	papel	del	arsénico	en	el	organismo	humano	necesita	aun	hoy	en	día	 ser	
elucidado	(Mandal y Suzuki, 2002).	
El	 test	de	Marsh	 fue	modificado	por	Braman	y	Foreback	en	1973,	permitiendo	 la	
determinación	de	compuestos	de	arsénico	metilados,	además	de	las	especies	inorgánicas.	
Este	 método,	 basado	 en	 el	 acoplamiento	 generación	 de	 hidruros	 (HG)‐atrapamiento	
criogénico	 (CT)‐cromatografía	 de	 gases	 (GC),	 puede	 considerarse	 como	 pionero	 en	 el	
campo	de	la	especiación	de	arsénico	(Braman y Foreback, 1973).	
A	pesar	de	sus	conocidas	propiedades	tóxicas,	los	compuestos	de	arsénico	también	
se	 han	 empleado	 con	 fines	 terapéuticos.	 El	 caso	 más	 llamativo	 quizá	 sea	 el	 de	 “los	
comedores	de	arsénico	de	 los	Alpes	Estirios”,	 en	el	 siglo	XIX,	donde	 los	habitantes	de	 la	
zona	 tomaban	 arsénico,	 como	 tónico,	 en	 dosis	 superiores	 a	 las	 consideradas	 mortales.	
Esta	costumbre	procedía	del	siglo	XVII,	cuando	los	campesinos	comenzaron	a	trabajar	en	
las	minas	de	la	región	y	allí	tomaban	arsénico	blanco,	que	se	condensaba	en	las	paredes	de	






siglo	 V	 a.C.,	 Hipócrates	 recomendaba	 rejalgar	 para	 curar	 úlceras,	 y	 en	 la	 China	 del	
siglo	II	a.C.	 se	recomendaba	el	oropimente	para	curar	 las	paperas.	De	hecho,	 la	medicina	




veces	 superior	 a	 la	 recomendada	 por	 la	 Agencia	 de	 Protección	 Medioambiental	
Norteamericana	 (EPA).	 Esta	 disolución	 se	 vendió	 en	 las	 farmacias	 inglesas	 hasta	 1950,	
cuando	 se	 prohibió	 definitivamente.	 A	 comienzos	 del	 siglo	 XX,	 se	 descubrió	 el	 uso	
medicinal	más	espectacular	de	un	compuesto	de	arsénico,	el	Salvarsan,	desarrollado	por	
Ehrlich	y	Hata,	 y	que	 fue	empleado	con	éxito	en	pacientes	 con	sífilis,	 así	 como	contra	 la	
enfermedad	 del	 sueño	 en	África.	 El	 Salvarsan	 es	 un	 compuesto	 orgánico	 de	 arsénico,	 la	
arsfenamina,	también	conocido	como	compuesto	606,	que	obtuvo	un	éxito	sin	precedentes	
en	 el	 tratamiento	 de	 la	 sífilis,	 aunque	 no	 estaba	 exento	 de	 graves	 efectos	 secundarios,	





El	 arsénico	 es	 el	 53º	 elemento	 más	 abundante	 de	 los	 92	 que	 se	 encuentran	 de	
forma	 natural	 en	 la	 corteza	 terrestre	 (Reimann y col., 2009).	 Pertenece	 al	 grupo	 15	 de	 la	
Tabla	Periódica,	por	 lo	que	es	un	elemento	nitrogenoide.	Sus	propiedades	se	encuentran	
entre	 las	de	 los	metales	 y	 las	de	 los	no	metales,	 respondiendo	a	 su	 situación	dentro	del	
grupo,	por	 lo	que	es	considerado	como	un	elemento	semimetálico	o	metaloide.	Tiene	un	
número	 atómico	 de	 33,	 una	 configuración	 electrónica	 [Ar]3d104s24p3,	 y	 presenta	 cuatro	
estados	de	oxidación	(‐III,	0,	III	y	V).	Existe	un	único	isótopo	natural	y	estable	de	arsénico,	
el	 75As,	 lo	 que	 le	 confiere	 un	 peso	 atómico	 de	 74,92	 uma.	 Sin	 embargo,	 ha	 sido	 posible	
sintetizar	isótopos	artificiales,	con	número	másico	comprendido	entre	65	y	87,	los	cuales	









pero	se	 torna	opaco	al	exponerlo	al	 aire.	Al	 calentarse,	 se	oxida	rápidamente	a	óxido	de	
arsénico(III),	que	es	muy	venenoso.	La	segunda	forma	alotrópica,	el	arsénico	amarillo,	se	
obtiene	por	enfriamiento	brusco	del	vapor	procedente	de	la	sublimación	del	arsénico	gris,	
constituido	 por	moléculas	 tetraédricas	 de	 As4.	 El	 arsénico	 amarillo	 presenta	 estructura	
cúbica,	no	conductora,	inestable,	traslúcida	y	de	baja	densidad	(1,97	g	cm‐3),	que	revierte	a	










dimetilarsínico	 (DMA(V)),	 óxido	 de	 trimetilarsina	 (TMAO)	 e	 ión	 tetrametilarsonio	
(TETRA),	 o	 compuestos	 orgánicos	 más	 complejos,	 como	 la	 arsenobetaína	 (AsB),	











	 Ácido	arsenioso	 Ácido	arsénico	 	
	 As(III) As(V) 	
	 	 	 	
	 	 	 	
Ácido	monometilarsónico	 Ácido	metilarsenioso Ácido	dimetilarsínico Ácido	dimetilarsenioso
MMA(V)a	 MMA(III) DMA(V)a DMA(III)	
	 	
	 	 	 	
Óxido	de	trimetilarsina	 Ion	tetrametilarsonio	 Arsenobetaína	 Arsenocolina	


















Especie	 As(III)	 As(V)	 MMA	 DMA TMAO	 AsB	
pKa	 9,2	/	12,1	/	12,7a	 2,3	/	6,8	/	11,6a 4,1	/	8,7a 6,2a	 3,6b	 2,2b	
a	Sharma y Sohn, 2009. 
b	Leermakers y col., 2006.	
Las	especies	inorgánicas	son	las	formas	de	mayor	abundancia	en	la	naturaleza,	que	
dan	 lugar	 a	 las	 diferentes	 formas	 orgánicas	 a	 través	 de	 procesos	 de	 biotransformación.	
Los	ácidos	 arsénico	 y	 arsenioso	 son	 polipróticos,	 y	 presentan	 propiedades	 ácidas	 muy	
distintas.	 Sin	 embargo,	 la	 forma	 química	 predominante	 en	 un	 determinado	 medio	
dependerá	 no	 solo	 de	 las	 condiciones	 de	 acidez,	 sino	 también	de	 las	 condiciones	 redox.	




a	25	°C	y	1	bar	de	presión	total	(Smedley y Kinniburgh, 2002).	
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En	 un	 medio	 aeróbico,	 el	 estado	 de	 oxidación	 dominante	 es	 la	 forma	 oxidada	
(As(V)),	donde	 la	 forma	neutra	 (H3AsO4)	predomina	solo	en	medios	muy	ácidos	 (pH<2),	




En	medios	 fuertemente	 reductores,	 algunas	 especies	 de	 arsénico	 son	 capaces	 de	






















a	su	capacidad	para	atravesar	las	membranas	biológicas	(Gong y col., 2002).	La	toxicidad	del	
arsénico	disminuye	al	aumentar	el	grado	de	metilación	(Leermakers y col., 2006),	aunque	la	
especie	 TETRA	 es	 una	 excepción.	 Con	 respecto	 al	 estado	 de	 oxidación,	 las	 formas	
trivalentes	 son	más	 tóxicas	que	 las	pentavalentes.	De	esta	 forma,	 el	As(III)	 es	 la	 especie	
más	 tóxica,	 seguido	 de	 As(V),	 MMA,	 y	 DMA.	 No	 obstante,	 la	 toxicidad	 de	 MMA(III)	 y	
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DMA(III)	es	del	mismo	orden	o	superior	que	la	de	las	especies	inorgánicas	(Le y col., 2004).	
La	 AsB	 y	 la	 AsC	 se	 consideran	 no	 tóxicas	 (B'Hymer y Caruso, 2004),	 mientras	 que	 en	 la	




Especie	 As(III)	 TETRA MMA DMA TMAO AsB	 AsC	
LD50	(g	kg‐1)b	 0,0345	 0,89	 1,8	 2,1	 10,6	 >	10	 >	6,5	
b Leermakers y col., 2006.	
La	 toxicidad	 del	 As(III)	 se	 debe	 principalmente	 a	 que	 puede	 interferir	 con	 las	
funciones	 enzimáticas	 esenciales	 y	 procesos	 de	 trascripción	 celulares,	 provocando	
multitud	de	efectos	adversos	sobre	la	salud	humana.	La	elevada	toxicidad	de	las	especies	
trivalentes	 de	 arsénico	 se	 debe	 a	 su	 capacidad	 de	 interacción	 con	 los	 grupos	 sulfidrilo	
(‐SH),	 presentes	 en	 proteínas	 y	 enzimas	 ricas	 en	 residuos	 de	 cisteína.	 Estas	 uniones	
pueden	causar	la	desnaturalización	de	las	proteínas	y	enzimas	del	interior	de	las	células,	
llegando	 a	 provocar	 la	 muerte	 celular	 debido	 a	 un	 aumento	 de	 especies	 reactivas	 de	
oxígeno	 (Ahmad y col., 2000; Gebel, 2000; Jomova y col., 2011).	Por	otro	lado,	el	As(V)	puede	




sistemas.	 Su	 efecto	 tóxico	 en	 los	 seres	 humanos	 se	 conoce	 como	 arsenicosis,	 la	 cual	
depende	de	la	cantidad	de	arsénico	ingerida.	De	esta	forma,	la	exposición	a	arsénico	puede	
ser	aguda,	si	la	dosis	de	arsénico	es	elevada	y	en	un	corto	periodo	de	tiempo,	o	crónica,	si	
la	 dosis	 de	 arsénico	 es	 baja	 y	 en	 un	 largo	 periodo	 de	 tiempo.	 La	 ingesta	 de	 grandes	
cantidades	 puede	 producir	 la	 muerte	 en	 pocas	 horas,	 debido	 a	 su	 rápida	 absorción,	
mientras	 que	 en	 pequeñas	 dosis	 durante	 largos	 periodos	 de	 tiempo,	 se	 produce	 un	
empeoramiento	 progresivo	 hasta	 la	 muerte.	 Los	 síntomas	 del	 envenenamiento	 por	
arsénico	 se	 pueden	 confundir	 con	 los	 de	 otras	 enfermedades,	 por	 lo	 que	 es	 difícil	 de	
diagnosticar.	 Los	 primeros	 síntomas	 suelen	 ser	 de	 origen	 dermatológico,	 como	
hiperpigmetación	(manchas	oscuras	en	la	piel)	e	hiperqueratosis	(producción	anormal	de	









países	como	la	India	o	Bangladés,	se	permite	un	valor	máximo	de	50	μg	L‐1	(Mudhoo y col., 
2011).	 Sin	 embargo,	 en	 la	 mayoría	 de	 los	 países	 no	 existe	 un	 nivel	 máximo	 permitido	
aplicado	a	los	productos	alimenticios,	aunque	la	Organización	de	las	Naciones	Unidas	para	






ambiente	 se	 producen	 generalmente	 a	 través	 de	 procesos	 de	 oxidación‐reducción	 y	
reacciones	 de	 biometilación	 o	 síntesis	 de	 compuestos	 orgánicos	 de	 arsénico	 más	
complejos,	 en	 muchos	 casos	 asociados	 a	 mecanismos	 de	 acumulación	 o	 excreción.	
Las	especies	 orgánicas	 de	 arsénico	 pueden	 también	 descomponerse,	 volviendo	 a	 las	
formas	inorgánicas	a	través	de	procesos	de	degradación	(Vahter, 2002).	
Las	 transformaciones	 redox	 entre	 As(III)	 y	 As(V)	 dependen	 de	 las	 condiciones	
ambientales	 en	 las	 que	 se	 encuentren,	 ya	 sean	 oxidantes	 o	 reductoras.	 Sin	 embargo,	
diferentes	 tipos	de	bacterias	han	mostrado	su	capacidad	de	reducir	el	As(V)	a	As(III)	en	
agua	de	mar,	lo	que	supone	un	proceso	de	generación	de	energía	para	el	microorganismo	
(Ilyaletdinov y Abdrashitova, 1981; Scudlark y Johnson, 1982).	Asimismo,	el	efecto	contrario,	es	
decir,	 la	oxidación	bacteriana	del	As(III)	a	As(V)	en	condiciones	 inicialmente	reductoras,	
también	 se	 ha	 observado	 (Edwards y col., 2000).	 Por	 otro	 lado,	 las	 reacciones	 de	
biometilación	 implican	 la	 formación	 de	 enlaces	 carbono‐arsénico,	 dando	 lugar	 a	
compuestos	 metilados,	 volátiles	 o	 no,	 a	 partir	 de	 compuestos	 inorgánicos	 de	 arsénico,	
debido	 a	 la	 acción	 de	 microorganismos,	 plantas	 y/o	 animales.	 Algunos	 organismos	






	 En	 1945,	 Challenger	 reportó	 la	 formación	 de	 trimetilarsina	 a	 partir	 de	 las	 sales	
sódicas	de	 los	ácidos	monometilarsónico	y	dimetilarsínico	mediante	 la	 acción	del	hongo	
Scopulariopsis	 brevicaulis	 sobre	 diferentes	 sustratos	 (Challenger, 1945).	 De	 esta	 forma,	
sugirió	un	mecanismo	para	 la	 formación	de	trimetilarsina	a	partir	de	arseniato,	es	decir,	
para	 la	 biometilación	 de	 arsénico,	 conocido	 como	 mecanismo	 de	 Challenger.	
Este	mecanismo	se	propuso	antes	de	que	la	S‐adenosilmetionina	(SAM)	fuera	identificada	
como	 el	 donante	 casi	 universal	 de	 grupos	 metilo	 en	 los	 sistemas	 biológicos,	 y	 cuando	
compuestos	como	el	formaldehído,	la	colina	y	la	betaína	eran	considerados	como	posibles	
agentes	 metilantes	 en	 S.	 brevicaulis	 (Bentley y Chasteen, 2002).	 Challenger	 asumió	 la	
necesidad	 de	 que	 se	 generara	 un	 grupo	 metilo	 y	 se	 transfiriera	 al	 átomo	 de	 arsénico.	
La	transformación	de	arseniato	en	trimetilarsina	implica	cuatro	etapas	de	reducción,	cada	
una	de	las	cuales	da	lugar	a	un	compuesto	con	un	par	de	electrones	libres	en	el	átomo	de	



































































En	 el	 mecanismo	 original,	 el	 SO2	 era	 el	 agente	 reductor,	 mientras	 que	 el	
(CH3)3S+PF6‐	 era	 el	 agente	 metilante.	 Sin	 embargo,	 en	 el	 modelo	 actual	 los	 agentes	
reductores	son	tioles,	como	el	glutatión	(GSH),	cuya	intervención	en	la	formación	de	MMA	
y	 DMA	 está	 demostrada	 en	 mamíferos	 (Thompson, 1993),	 o	 el	 ácido	 lipoico	
(ácido	6,8‐ditiooctanoico),	 aunque	 en	 el	 caso	 de	 biometilación	 por	 microorganismos,	 la	
tiorredoxina	es	más	común	que	el	GSH	 (Bentley y Chasteen, 2002).	Como	se	ha	mencionado	
previamente,	 la	 SAM	 segregada	 por	 microorganismos	 actúa	 como	 agente	 metilante,	
aunque	 este	 compuesto	 es	 capaz	 de	 transferir	 otros	 grupos	 distintos	 de	 los	 radicales	
metilo,	 lo	 que	 explicaría	 la	 existencia	 en	 el	 medioambiente	 de	 especies	 arsenicales	 con	
grupos	orgánicos	mucho	más	complejos	que	los	compuestos	metilados.	
Existen	 numerosos	 microorganismos	 capaces	 de	 biometilar	 el	 arsénico,	 como	





La	 similitud	 entre	 el	 arsénico	 y	 otros	 miembros	 de	 su	 grupo,	 como	 fósforo	 y	
nitrógeno,	permite	explicar	la	razón	por	la	cual	el	arsénico	llega	a	los	organismos	marinos.	
En	agua	marina	normal,	a	pH	8,1,	el	arsénico	está	presente	fundamentalmente	como	As(V),	
y	 en	 concreto,	 como	 el	 oxoanión	 diprotonado	 H2AsO4‐	 (pK2a	 =	 6,8;	 radio	
iónico	=	0,248	nm).	El	fosfato	es	un	nutriente	fundamental	en	el	agua	de	mar,	que	también	
está	presente	como	el	oxoanión	diprotonado	H2PO4‐	(pK2a	=	7,2;	radio	iónico	=	0,238	nm)	a	





Los	 organismos	 acuáticos	 tienen	 la	 capacidad	 de	 transformar	 el	 arsénico	
inorgánico	en	especies	menos	 tóxicas.	El	 ciclo	del	 arsénico	en	el	medio	acuático,	para	 la	
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parte	 de	 las	 algas	 marinas,	 el	 cual	 se	 transforma	 en	 compuestos	 orgánicos	 de	 diversa	
complejidad,	como	arsenoazúcares	y	especies	liposolubles.	Las	especies	MMA	y	DMA	son	
intermediarias	 en	 este	 proceso,	 por	 lo	 que	 también	 pueden	 encontrarse	 en	 las	 algas	
(Francesconi y Edmonds, 1997).	 Sin	 embargo,	 la	 transformación	 de	 arseniato	 en	 especies	
metiladas	no	continua	hasta	la	formación	de	TMA,	sino	que	se	produce	la	transferencia	del	
grupo	 adenosil	 de	 la	 SAM	 al	 átomo	 de	 arsénico.	 La	 hidrólisis	 de	 la	 adenina	 y	 posterior	
glicosidación	dan	lugar	a	los	arsenoazúcares,	que	a	su	vez	son	la	base	para	la	formación	de	
arsenolípidos.		
El	 grupo	 de	 investigación	 de	 Benson	 fue	 el	 primero	 en	 estudiar	 la	 formación	 de	
arsenolípidos	 en	 algas	 unicelulares,	 mediante	 el	 empleo	 de	 arseniato	 marcado	
isotópicamente	y	monitorización	de	los	productos	mediante	radiocromatografía	 (Cooney y 
col., 1978; Benson y Summons, 1981).	 Estos	 autores	 demostraron	 que	 el	 arseniato	 era	
absorbido	por	las	algas	unicelulares,	 las	cuales	lo	transformaban	en	especies	de	arsénico	
hidro	 y	 liposolubles.	Mediante	 el	 empleo	 de	 distintas	 enzimas,	 como	 fosfolipasas	A	 y	D,	
demostraron	que	los	compuestos	de	arsénico	liposolubles	estaban	formados	por	tres	tipos	
de	 lípidos:	 fosfolípidos,	 lisofosfolípidos	 y	 un	 tercer	 tipo	 de	 lípidos	 desconocidos.	
El	tratamiento	 enzimático	 no	 permitió	 identificar	 correctamente	 los	 compuestos	
hidrosolubles	 en	 ese	 momento,	 aunque	 posteriormente	 fueron	 identificados	 como	
arsenoazúcares	 (Benson, 1989; Edmonds y col., 1992; Francesconi y Edmonds, 1997; Devalla y 
Feldmann, 2003).	De	acuerdo	con	Benson y Summons (1981),	la	biosíntesis	de	fosfolípidos	que	
contienen	arsénico	puede	facilitar	la	incorporación	del	arsénico	a	las	bicapas	lipídicas	que	





se	 ha	 propuesto	 a	 partir	 de	 los	 arsenoazúcares	 presentes	 en	 las	 algas,	 incorporados	 a	
través	 de	 la	 cadena	 alimentaria.	 Este	 mecanismo	 comprende	 la	 descomposición	 de	 los	
arsenoazúcares	 por	 microorganismos	 en	 condiciones	 anaerobias,	 dando	 lugar	 a	
dimetilarsiniletanol	 (DMAE).	 Una	 oxidación	 posterior,	 seguida	 de	 una	 metilación,	
conducen	a	 la	 formación	de	AsB,	siendo	 la	AsC	un	compuesto	 intermedio	del	proceso	de	




y	 arsénico	 inorgánico,	 por	 lo	 que	 estas	 especies	 pueden	 estar	 presentes	 en	 el	 agua	
(Hanaoka y col., 1992 y 1997).	
Asimismo,	es	probable	que	la	predominancia	de	AsB	en	la	fauna	marina	se	deba	a	
la	similitud	entre	arsénico	y	nitrógeno.	Ambos	elementos	son	capaces	de	formar	betaínas,	
siendo	 la	 glicina	 betaína	 ((CH3)3N+CH2COO–)	 la	 más	 abundante	 e	 importante	 desde	 el	
punto	de	vista	biológico.	Este	compuesto	actúa	a	nivel	de	ajuste	osmótico,	estabilizando	las	
membranas	 celulares	 de	 los	 organismos	 expuestos	 a	 cambios	 de	 salinidad	 en	 el	 agua	
donde	se	desarrollan	 (Yancey y col., 1982).	 Por	 lo	 tanto,	 cuando	 la	 salinidad	es	elevada,	 la	
célula	absorbe	pequeñas	moléculas	orgánicas	cargadas,	ya	que	a	elevadas	concentraciones	
son	 menos	 dañinas	 para	 las	 proteínas	 que	 los	 iones	 inorgánicos.	 La	 AsB	




El	 arsénico	 presente	 en	 los	 suelos	 se	 acumula	 en	 la	 raíz	 de	 plantas,	 vegetales	 y	
otros	 productos	 agrícolas.	 Las	 características	 fisicoquímicas	 del	 suelo	 afectan	 a	 la	
disponibilidad	del	arsénico	y	a	la	absorción	del	mismo	por	parte	de	la	planta.	Las	especies	
inorgánicas	de	arsénico	están	presentes	mayoritariamente	en	 los	suelos.	La	similitud	del	
arseniato	 con	 el	 fosfato	 induce	 la	 competición	 por	 los	 lugares	 de	 adsorción	 en	 las	
partículas	 de	 suelo	 y	 el	 transporte	 a	 través	 de	 la	 membrana	 plasmática	 en	 las	 raíces.	
De	esta	forma,	la	absorción	de	As(V)	por	parte	de	la	planta,	a	través	de	sus	raíces,	aumenta	
cuando	crecen	en	suelos	pobres	en	fosfato.	El	As(V)	es	absorbido	a	través	del	sistema	de	
transporte	 del	 fosfato,	 interfiriendo	 así	 en	 las	 reacciones	 de	 fosforilación	 para	 la	
transferencia	de	energía	 (Dembitsky y Řezanka, 2003).	En	condiciones	normales,	el	ADP	se	
transforma	en	ATP	mediante	una	reacción	de	fosforilación,	mientras	que	en	presencia	de	
arsénico	se	forma	un	complejo	As(V)‐ADP	en	lugar	de	ATP,	por	lo	que	los	enlaces	fosfato	
de	 alta	 energía	 no	 llegan	 a	 formarse.	 Este	 complejo	 es	 inestable	 y	 se	 descompone	
espontánea	e	irreversiblemente,	privando	a	la	célula	de	su	fuente	de	energía	y	causando	la	
muerte	celular.	Por	otro	 lado,	el	As(III)	parece	ser	absorbido	por	 las	plantas	a	 través	de	
acuaporinas,	que	son	proteínas	de	las	membranas	celulares	encargadas	de	transportar	las	
moléculas	de	agua	a	 través	de	 los	compartimientos	celulares	 (Ali y col., 2009; Zhao y col., 
2010).	Esta	especie	es	capaz	de	inactivar	grupos	enzimáticos	debido	a	su	elevada	afinidad	
por	 los	 grupos	 sulfidrilo	 de	 las	 proteínas,	 aunque	 su	 capacidad	 de	 absorción	 por	 las	
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(adaptado	de	Zhao y col., 2010).	Leyenda:	AR	arsenato	reductasa;	GSH	glutatión;	
GSSG	glutatión	oxidado;	PCs	fitoquelatinas.	
	 Una	 vez	 absorbidas	 por	 la	 raíz,	 las	 especies	 iónicas	 de	 arsénico	 pueden	 ser	
almacenadas,	 exudadas	 al	 medio	 externo	 o	 translocadas	 a	 la	 parte	 aérea	 de	 la	 planta	
mediante	el	xilema.	La	tolerancia	de	las	distintas	especies	de	plantas	a	los	efectos	tóxicos	
de	 los	 metales	 se	 debe	 a	 la	 existencia	 de	 diversos	 y	 específicos	 mecanismos	 de	
detoxificación	del	metal	acumulado	(Salt y col., 1998).	El	hecho	de	que	algunas	especies	de	
plantas	 puedan	 crecer	 en	 suelos	 con	 elevados	 contenidos	 de	 arsénico	 ha	 llevado	 a	 la	
conclusión	 de	 que	 dichas	 especies	 deben	 desarrollar	 mecanismos	 de	 resistencia	
específicos	al	arsénico,	bien	mediante	exclusión	por	minimización	de	la	absorción	a	través	
de	 la	 membrana	 celular	 de	 las	 raíces,	 o	 bien	 mediante	 tolerancia	 por	 acumulación	 y	























































procesos	 de	 biometilación,	 o	 por	 incremento	 de	 la	 producción	 de	 antioxidantes	 para	
detoxificar	especies	de	oxígeno	reactivo	libres,	formadas	como	respuesta	a	la	presencia	de	
arsénico,	o	por	aumento	del	flujo	de	especies	arsenicales	de	la	raíz	a	la	parte	aérea	de	la	
planta	 (Zhao y col., 2010).	 Sin	 embargo,	 debido	 a	 las	 pequeñas	 concentraciones	 de	
compuestos	 metilados	 de	 arsénico	 que	 se	 suelen	 encontrar	 en	 plantas	 terrestres,	 no	
parece	que	los	mecanismos	de	biometilación	en	este	tipo	de	muestras	sean	significativos	
(Nissen y Benson, 1982),	siendo	más	probable	su	formación	a	través	de	los	microorganismos	
presentes	 en	 suelos	y	 en	 la	 rizosfera,	 siendo	absorbidas	 finalmente	por	 las	 raíces	de	 las	
plantas	(Ye y col., 2012).	Sin	embargo,	algunos	estudios	realizados	en	medios	hidropónicos	
en	ausencia	de	especies	metiladas,	mostraron	la	presencia	de	MMA	y/o	DMA	en	tejidos	de	
plantas	 a	 bajos	 niveles	 de	 concentración	 (<1%	 respecto	 al	 contenido	 total	 de	 arsénico)	
(Quaghebeur y Rengel, 2003; Raab y col., 2007),	 lo	que	sugiere	que	 la	metilación	de	arsénico	
puede	ocurrir	en	plantas.		
Las	 plantas	 presentan	 una	 elevada	 capacidad	 de	 reducción	 del	 As(V)	 absorbido,	
dando	 lugar	 a	 la	 formación	 de	 As(III),	 el	 cual	 puede	 sufrir	 posteriores	 procesos	 de	
complejación	para	reducir	su	toxicidad	(Zhao y col., 2009).	Si	bien,	de	acuerdo	con	Wang, X. 
y col. (2010),	 tanto	 la	oxidación	de	As(III)	como	 la	reducción	de	As(V)	se	producen	en	 las	
raíces	 de	 la	 especie	Pteris	 vittata.	 El	 arsenito	 tiene	 una	 elevada	 afinidad	 por	 los	 grupos	
sulfidrilo	de	péptidos,	tales	como	el	GSH	y	las	fitoquelatinas	(PCs),	las	cuales	son	péptidos	
ricos	 en	 cisteína	 derivados	 del	 GSH	 y	 de bajo	 peso	molecular	 (Grill y col., 1985 y 1987; 
Cobbett, 2000).	Su	estructura	peptídica	es	del	tipo	(γGlu‐Cys)n‐Gly,	con	n	comprendido	entre	
3	y	7,	y	constituyen	 los	principales	puntos	de	actividad	para	 la	unión	con	metales	en	 las	
células	de	 las	plantas,	ayudando	a	 la	acumulación	de	 los	metales	 tóxicos	en	 las	vacuolas	
(Eapen y D’Souza, 2005).	 Estos	 compuestos	 permiten	 la	 detoxificación	 de	 metales	 o	
semimetales,	 como	 arsénico,	 cadmio,	 cinc	 o	 mercurio,	 a	 través	 de	 la	 formación	 de	
complejos	 PC‐metal,	 los	 cuales	 presentan	 una	 menor	 toxicidad	 que	 otras	 especies	 y	




por	 parte	 de	 As(III)	 como	 de	 As(V)	 en	 cultivos	 celulares	 de	 algunas	 plantas,	 como	
Rauvolfia	serpentina,	Arabidopsis	y	Silene	vulgaris	(Sneller y col., 1999; Schmöger y col., 2000),	




de	exposición	y	de	las	características	de	determinadas	especies	de	plantas.	Así,	Sneller y col. 
(1999)	observaron	que	la	producción	de	PCs	se	ve	estimulada	después	de	una	exposición	
elevada	a	arsénico,	por	 lo	que	 los	niveles	de	As‐PCs	encontrados	en	plantas	con	un	bajo	
contenido	 de	 este	 elemento	 son	 generalmente	 bajos.	 Sin	 embargo,	 Raab y col. (2007)	
reportaron	 que,	 para	 la	 especie	 Helianthus	 annuus,	 la	 formación	 de	 As(III)‐PCs	 se	
incrementaba	exponencialmente	 al	 aumentar	 el	 nivel	de	 exposición	de	arsénico,	 aunque	
este	aumento	se	 transformaba	en	una	notable	disminución	en	 la	 formación	de	PCs	en	 la	
raíz,	 para	 elevados	 niveles	 de	 exposición	 (alrededor	 de	 7,5	 g	 L‐1).	Hartley-Whitaker y col. 
(2001)	 estudiaron	 el	 papel	 de	 las	 PCs	 en	 la	 detoxificación	 de	 As(V)	 en	 la	 planta	Holcus	
lanatus,	reportando	una	mayor	producción	de	PCs	en	plantas	tolerantes	a	arseniato	que	en	
no	tolerantes,	mientras	que	Liu y col. (2010) observaron	una	reducción	en	la	síntesis	de	PC	
y	GSH	en	plantas	con	elevada	eficiencia	de	translocación	de	arsénico.	Por	otro	lado,	Raab y 
col. (2004)	 reportaron	 que	 en	 la	 especie	 de	 planta	 tolerante	 Holcus	 lanatus	 y	 en	 la	
hiperacumuladora	Pteris	cretica,	 los	complejos	As‐PC	representaban	solo	el	13	y	1%	del	
arsénico	 total,	 respectivamente,	 lo	 que	 sugiere	 que	 los	mecanismos	 de	 detoxificación	 y	
tolerancia	a	arsénico	basados	en	procesos	de	complejación	de	este	elemento	con	PCs	son	
menos	 importantes	 en	 plantas	 hiperacumuladoras	 que	 otro	 tipo	 de	 procesos,	 como	 la	
retención	de	la	especie	As(III)	en	las	vacuolas	(Zhao y col., 2009).		
I.2.4	Metabolismo	humano	
La	 presencia	 de	 arsénico	 en	 el	 organismo	 humano	 puede	 deberse	 a	 la	 dieta	
(ingestión	 de	 alimentos	 y	 agua)	 y/o	 a	 la	 exposición	 ocupacional	 (Michalke, 2002).	 La	 vía	
más	 importante	 de	 absorción	 del	 arsénico	 ingerido	 es	 la	 gastrointestinal,	 seguida	 de	 la	
respiratoria,	 cutánea	 y	 transferencia	 placentaria	 (Mann y col., 1996).	 En	 el	 proceso	 de	
absorción,	 la	 liposolubilidad	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 es	 fundamental,	 ya	 que	 cuanto	
más	 liposoluble	 es	 un	 compuesto,	 más	 fácilmente	 penetra	 en	 las	 membranas	 celulares.	
De	esta	 forma,	 la	 absorción	 gastrointestinal	 de	 arsénico	 inorgánico	 es	 proporcional	 a	 su	
solubilidad	 en	 agua,	mientras	 que	 el	 arsénico	 orgánico	 se	 absorbe	 casi	 totalmente	 en	 el	
tracto	digestivo.	El	arsénico	absorbido	se	distribuye,	a	través	del	torrente	sanguíneo,	por	
los	distintos	tejidos	y	órganos	corporales	en	función	de	su	forma	química,	acumulándose	
con	 el	 tiempo	 en	uñas,	 pelo,	 tejido	 óseo	 y	 piel,	 ya	 que	 el	 arsénico	puede	 acumularse	 en	






que	 el	 arsénico	 inorgánico	 generalmente	 sufre	 reacciones	 de	 metilación	 antes	 de	 la	
excreción.	
El	 arsénico	 inorgánico	 ingerido	 es	 metabolizado	 en	 el	 hígado,	 mediante	 la	
reducción	de	As(V)	a	As(III)	 y	biometilación	a	MMA	y	DMA,	donde	 las	metiltransferasas	
median	en	el	proceso	de	metilación	en	el	que	la	SAM	actúa	como	agente	metilante	y	el	GSH	
como	reductor	(Stýblo y col., 2002).	Estas	especies	son	excretadas	por	los	riñones	en	los	días	
siguientes	a	la	ingestión,	por	lo	que	las	muestras	de	orina	deben	ser	recogidas	uno	o	dos	
días	después	de	 la	 ingestión	 (Orloff y col., 2009).	 Las	especies	de	arsénico	encontradas	en	
orina	 humana	 incluyen,	 mayoritariamente,	 DMA	 (60–70%),	 además	 de	 arsénico	
inorgánico	(10–30%)	y	MMA	(10–20%)	(Caldwell y col., 2009).	Por	lo	tanto,	la	presencia	de	
DMA	en	orina	se	considera	el	indicador	más	común	de	la	exposición	a	arsénico	inorgánico,	
ya	 que	 parece	 ser	 la	 principal	 especie	 en	 el	 metabolismo	 de	 arsénico	 en	 mamíferos.	
Estas	reacciones	 de	 metilación	 han	 sido	 consideradas	 tradicionalmente	 como	 un	
mecanismo	de	detoxificación,	ya	que	las	especies	metiladas	de	As(V)	presentan	una	menor	
toxicidad	y	reactividad	con	 los	 tejidos,	que	el	arsénico	 inorgánico	 ingerido.	Sin	embargo,	
cuando	 la	 ingestión	de	arsénico	 inorgánico	es	elevada,	 las	especies	MMA(III)	 y	DMA(III)	
también	se	han	detectado	en	orina	humana	(Le y col., 2000; Mandal y col., 2001; Valenzuela y 
col., 2005).	 La	 presencia	 de	 estas	 especies	 trivalentes	 se	 puede	 considerar	 una	 evidencia	
directa	del	mecanismo	de	biometilación	del	arsénico,	aunque	se	ha	demostrado	que	son	al	
menos	tan	tóxicas	como	el	As(III)	(Naranmandura y col., 2011).	
La	ingesta	de	compuestos	orgánicos	de	arsénico,	como	los	presentes	en	pescados,	
mariscos	y	algas,	hace	incrementar	los	niveles	de	arsénico	en	orina	(López-Gonzálvez y col., 
1995; Choi y col., 2010; Navas-Acien y col., 2011).	La	AsB,	especie	mayoritaria	en	pescados	y	
mariscos,	es	absorbida	fácilmente	en	el	tracto	gastrointestinal	y	rápidamente	excretada	en	
la	orina,	sin	sufrir	ninguna	transformación	metabólica,	aunque	Heinrich-Ramm y col. (2002)	
observaron	una	excreción	elevada	de	DMA	en	individuos	que	habían	consumido	arenques.	
La	 formación	 de	 esta	 especie	 se	 ha	 asociado	 al	 metabolismo	 de	 AsB	 o	 de	 especies	 de	









el	80%	del	 arsénico	 total	 ingerido	era	 excretado	a	 través	de	 la	orina	durante	 los	 cuatro	
días	posteriores	a	su	ingestión.	Estos	autores	detectaron	al	menos	doce	metabolitos,	de	los	
cuales	 solo	 fue	 posible	 identificar	 tres.	 La	 especie	 DMA	 fue	 el	 metabolito	 mayoritario,	
representando	 el	 67%	 del	 arsénico	 total	 excretado,	 seguido	 por	 DMAE	 (5%)	 y	 TMAO	
(0,5%),	 mientras	 que	 no	 fue	 posible	 identificar	 el	 20%	 restante	 del	 arsénico	 total	





después	de	diez	horas	desde	la	ingestión.	De	acuerdo	con	Molin y col. (2012),	la	cantidad	de	
DMA	 excretada	 puede	 que	 no	 se	 deba	 exclusivamente	 a	 la	 metilación	 del	 arsénico	
inorgánico	 ingerido,	 sino	 también	 a	 la	 degradación	 de	 compuestos	 organoarsenicales,	
por	lo	que	el	DMA	no	sería	un	biomarcador	apropiado	para	evaluar	la	ingesta	de	arsénico	
inorgánico	 en	 individuos	 que	 han	 consumido	 elevadas	 cantidades	 de	 algas,	 pescados	 y	
mariscos.	
I.3	 DISTRIBUCIÓN	 DEL	 ARSÉNICO	 EN	 EL	 MEDIO	 AMBIENTE	 Y	
MEDIOS	BIOLÓGICOS	
El	 arsénico	 se	 encuentra	 ampliamente	 distribuido	 en	 el	 medioambiente,	 debido	
tanto	 a	 fuentes	 naturales	 como	 a	 aplicaciones	 antropogénicas.	 El	 contenido	 medio	 de	
arsénico	 en	 la	 corteza	 terrestre	 es	 de	 2,5	 mg	 kg‐1	 (Leermakers y col., 2006),	 pudiéndose	
encontrar	 en	 rocas	 ígneas,	metamórficas	 o	 sedimentarias.	 También	 está	 presente	 en	 las	
aguas	 naturales,	 debido	 a	 reacciones	 geoquímicas	 que	 dan	 lugar	 a	 la	 contaminación	
natural	 de	 acuíferos	 (Nordstrom, 2002).	 Por	 otro	 lado,	 la	 actividad	 volcánica	 y	 la	
volatilización	de	arsénico	a	baja	temperatura	constituyen	las	principales	fuentes	naturales	
de	emisión	de	arsénico	a	la	atmósfera	(Ng, 2005).	




pigmentos,	 fuegos	 artificiales	 y	 armamento.	 Sin	 embargo,	 las	 fuentes	 antropogénicas	 de	







aumentar	 de	 forma	 natural	 o	 por	 la	 actividad	 humana,	 de	 forma	 que	 se	 estima	 que	
aproximadamente	 el	 70%	 del	 arsénico	 liberado	 a	 la	 atmósfera	 tiene	 un	 origen	
antropogénico	 (Nriagu y Pacyna, 1988).	 El	 arsénico	 presente	 de	 forma	 natural	 en	 la	
atmósfera	 puede	proceder	 de	 los	 suelos,	 en	 forma	de	polvo	 en	 suspensión,	 así	 como	de	
emisiones	volcánicas.	Asimismo,	el	arsénico	presente	de	forma	natural	en	el	agua	de	mar	y	
la	 vegetación	puede	pasar	 a	 la	 atmósfera,	 bajo	 la	 forma	de	 aerosoles	 salinos	o	debido	 a	
incendios	 forestales.	 Por	 otro	 lado,	 los	 niveles	 de	 arsénico	 presentes	 en	 el	 aire	 pueden	
verse	 incrementados	 debido	 a	 fuentes	 antropogénicas,	 como	 procesos	 de	 fundición	 de	
metales,	combustión	de	carbón,	aceite	y	madera,	e	incineración	de	residuos	urbanos,	entre	
otros	(ATSDR, 2007).	
El	 arsénico	 en	 la	 atmósfera	 existe	 principalmente	 como	material	 particulado,	 el	
cual	 es	 dispersado	 por	 el	 viento	 y	 vuelve	 al	 suelo	 a	 través	 de	 deposiciones	 secas	 o	
precipitaciones.	 Los	 niveles	 atmosféricos	 de	 arsénico	 en	 zonas	 no	 afectadas	 por	
actividades	 antropogénicas	 suelen	 ser	 del	 orden	 de	 1‐3	 ng	 m‐3,	 mientras	 que	 en	 áreas	
urbanas	 la	 concentración	 de	 arsénico	 suele	 estar	 comprendida	 entre	 20	 y	 100	 ng	 m‐3	
(ATSDR, 2007).	La	mayor	parte	del	arsénico	en	la	atmósfera	se	encuentra	bajo	la	forma	de	
arsénico	 inorgánico,	 adsorbido	 en	 partículas	 sólidas	 con	 un	 diámetro	 medio	 inferior	 a	




áreas	 donde	 se	 han	 empleado	 pesticidas	 o	 con	 actividad	 microbiana.	 Recientemente,	
Lewis, A.S. y col. (2012)	han	reportado	concentraciones	medias	de	As(III)	y	As(V)	en	aire	de	








como	 componente	mayoritario.	 Aproximadamente	 el	 60%	 se	 encuentra	 como	 arseniato,	
el	20%	como	compuestos	de	azufre,	 y	el	20%	restante	 como	arsenito,	óxidos,	 silicatos	y	
arsénico	elemental	(Mandal y Suzuki, 2002).	Las	concentraciones	de	arsénico	más	elevadas	
se	 encuentran	 en	 sulfuros,	 como	 componente	 estructural	 sustituyendo	 al	 azufre,	 y	 cuyo	
contenido	 puede	 superar	 el	 10%	 en	 peso	 del	 mineral,	 aunque	 solo	 el	 rejalgar,	
el	oropimente	 y	 la	 arsenopirita	 (FeAsS)	 son	 considerados	 como	 verdaderas	 menas	 de	
arsénico.	 También	 se	 puede	 encontrar	 en	 concentraciones	 apreciables	 en	 óxidos	 y	
oxihidróxidos	de	hierro,	manganeso	y	aluminio,	así	como	en	silicatos,	carbonatos,	sulfatos	
y	fosfatos	(Mandal y Suzuki, 2002),	o	bien	asociado	a	los	componentes	orgánicos	del	suelo	
(Mahimairaja y col., 2005).		
La	concentración	de	arsénico	en	suelos	no	contaminados	suele	estar	comprendida	
entre	1	y	40	mg	kg‐1,	aunque	en	pocas	ocasiones	se	superan	los	10	mg	kg‐1	(Mahimairaja y 
col., 2005),	 con	 menores	 niveles	 en	 suelos	 arenosos	 y	 graníticos,	 y	 mayores	 en	 suelos	
aluviales,	calcáreos	y	con	considerables	contenidos	de	materia	orgánica	(Mandal y Suzuki, 
2002).	 En	 sedimentos,	 los	 niveles	 naturales	 de	 arsénico	 suelen	 estar	 por	 debajo	 de	
10	mg	kg‐1.	 Sin	 embargo,	 la	 actividad	 antropogénica,	 como	 vertidos	 industriales	 y	
combustión	 de	 carburantes,	 fertilizantes,	 pesticidas,	 escombreras	 y	 balsas	 mineras,	 así	
como	las	características	geológicas	y	climáticas	de	la	zona,	pueden	aumentar	los	niveles	de	
arsénico	 en	 suelos	 hasta	 2,5·105	mg	 kg‐1	 (Mahimairaja y col., 2005).	 La	 contaminación	 del	
suelo	 por	 arsénico	 puede	 ser	muy	 acusada	 en	 el	 caso	 de	 explotaciones	mineras,	 donde	
tienen	 lugar	procesos	de	oxidación	de	sulfuros	y	precipitación	de	óxidos	y	oxihidróxidos	
de	hierro,	lo	que	implica	la	movilización	y	adsorción	de	arsénico,	respectivamente	(García-
Manyes y col., 2002).	En	las	zonas	mineras,	parte	del	arsénico	puede	quedar	retenido	en	la	
roca,	y	como	a	menudo	en	estas	áreas	el	contenido	de	azufre	es	alto,	la	exposición	al	aire	
en	presencia	de	agua	conduce	a	 la	 formación	de	una	disolución	ácida,	que	puede	 liberar	
arsénico	y	filtrarlo	al	agua	y	suelos	circundantes	(Ng, 2005).	
En	ambientes	aeróbicos,	 los	arseniatos	 son	 las	 especies	estables	y	 se	encuentran	
fuertemente	 adsorbidos	 sobre	 arcillas,	 óxidos	 e	 hidróxidos	 de	 hierro	 y	 manganeso,	 y	
materia	 orgánica.	 En	 suelos	 ricos	 en	 hierro,	 puede	 precipitar	 como	 arseniato	 de	 hierro.	




el	estado	de	oxidación	del	arsénico	depende	de	las	condiciones	redox	y	del	pH	(Zhao y col., 
2009).	 Los	 compuestos	 de	 arsénico	 presentes	 en	 el	 suelo	 también	 dependen	 del	 tipo	 y	
concentración	 de	 componentes	 adsorbentes,	 de	 forma	 que	 los	 arseniatos	 de	 hierro	 y	
aluminio	son	 los	compuestos	predominantes	en	suelos	ácidos,	y	son	menos	solubles	que	
los	 arseniatos	 de	 calcio,	 mayoritarios	 en	 suelos	 alcalinos	 y	 calcáreos	 (Mandal y Suzuki, 
2002).		
Las	especies	orgánicas	de	arsénico	también	se	pueden	encontrar	en	suelos,	aunque	
su	 concentración	 suele	 suponer	menos	 del	 5%	 del	 arsénico	 total	 (Cullen y Reimer, 1989).	
Estas	especies	pueden	proceder	de	procesos	de	biometilación	de	las	especies	inorgánicas,	
llevados	a	cabo	por	los	microorganismos	presentes	en	el	suelo	(Quaghebeur y Rengel, 2005),	
constituyendo	 lo	que	podría	 ser	un	mecanismo	 importante	de	movilización	de	 arsénico.	
Asimismo,	 la	 presencia	 de	 estas	 especies	 puede	 deberse	 al	 empleo	 de	 pesticidas	 y	
herbicidas	 que	 contengan	 sales	 sódicas	 de	 MMA	 y	 DMA,	 o	 al	 tratamiento	 y	
almacenamiento	 inadecuado	 de	 compuestos	 de	 arsénico	 empleados	 con	 fines	 militares	
(Huang y col., 2011).	Las	especies	MMA,	DMA	y	TMAO,	presentes	en	suelos	aerobios,	pueden	
sufrir	 procesos	 de	 reducción	 en	 condiciones	 anaeróbicas,	 dando	 lugar	 a	 metilarsinas	
volátiles	(Mandal y Suzuki, 2002).	
I.3.3	Agua	
El	 arsénico	 se	 encuentra	 en	 aguas	 naturales	 generalmente	 como	 arsenitos	 y	
arseniatos,	dependiendo	de	las	condiciones	redox,	el	pH	y	la	actividad	biológica	(Sharma y 
Sohn, 2009).	En	general,	 el	 estado	de	oxidación	V	predomina	bajo	 condiciones	oxidantes,	
como	en	las	aguas	superficiales.	Sin	embargo,	en	las	subterráneas,	menos	oxigenadas,	no	
siempre	predomina	el	estado	de	oxidación	III,	pudiéndose	encontrar	tanto	arsenitos	como	
arseniatos.	 Las	 especies	 orgánicas	 de	 arsénico	 suelen	 estar	 presentes	 en	 menores	
concentraciones	 que	 las	 inorgánicas,	 aunque	 su	 concentración	 puede	 aumentar	 como	
consecuencia	 de	 diversos	 procesos,	 como	 reacciones	 de	 metilación,	 desorción	 de	
partículas	de	los	sedimentos,	recirculaciones,	vertidos,	etc.	(Mandal y Suzuki, 2002).	
La	concentración	de	arsénico	en	aguas	puede	variar	en	más	de	cuatro	órdenes	de	
magnitud,	 dependiendo	 de	 la	 fuente	 y	 de	 las	 propiedades	 geoquímicas	 y	 niveles	 de	
concentración	 del	 suelo.	 Bajo	 condiciones	 naturales,	 las	 mayores	 concentraciones	 de	
arsénico	se	encuentran	en	aguas	subterráneas,	como	resultado	de	la	fuerte	influencia	que	
ejercen	 las	 interacciones	 agua‐suelo	 y	 de	 la	 mayor	 capacidad	 de	 movilización	 y	
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acumulación	 que	 presenta	 el	 arsénico	 de	 acuíferos,	 debido	 a	 unas	 condiciones	 físicas	 y	
geoquímicas	más	 favorables	 (Smedley y Kinniburgh, 2002).	 En	 la	 mayoría	 de	 los	 países,	 la	
concentración	de	arsénico	en	aguas	subterráneas	está	por	debajo	de	10	μg	L‐1,	aunque	en	
algunos	 casos	 se	pueden	encontrar	 concentraciones	extremadamente	elevadas	de	 forma	
natural,	 alcanzando	 niveles	 del	 orden	 de	 105	 μg	 L‐1.	 De	 esta	 forma,	 existen	 acuíferos	 en	
diversas	partes	del	mundo	con	concentraciones	de	arsénico	superiores	a	50	μg	L‐1,	como	
en	 Argentina,	 Bangladés,	 Chile,	 China,	 Hungría,	 India	 (Bengala	 Occidental),	 Méjico,	
Rumania,	Taiwan,	Vietnam	y	 suroeste	de	Estados	Unidos,	 entre	otros,	 lo	 que	 supone	 un	
grave	 problema	 para	 la	 salud	 humana,	 ya	 que	 en	muchos	 casos	 el	 agua	 subterránea	 se	
emplea	para	el	abastecimiento	de	la	población	(Nordstrom, 2002; Smedley y Kinniburgh, 2002).	
La	 presencia	 de	 forma	 natural	 de	 elevados	 contenidos	 de	 arsénico	 en	 algunas	 aguas	
subterráneas	 tiene	 su	 origen	 en	 la	 fuente	 primaria	 de	 arsénico	 (geosfera	 y	 atmósfera),	
en	los	 procesos	 de	 movilización/retención	 de	 arsénico	 en	 la	 interacción	 entre	 las	 fases	
sólida	y	 líquida,	 y	 en	el	 transporte	de	arsénico	 en	el	 seno	del	 agua,	debido	a	 su	elevada	
capacidad	de	movilización	a	los	valores	de	pH	característicos	de	aguas	subterráneas	(6,5‐
8,5).	
En	 los	 ríos,	 las	 concentraciones	 de	 arsénico	 se	 encuentran	 en	 el	 intervalo	
0,1‐0,8	mg	L‐1,	pudiendo	alcanzar	los	2	mg	L‐1,	en	función	de	factores	como	la	composición	
de	 la	 superficie	 de	 recarga,	 tanto	 superficial	 como	 subterránea,	 litología	 de	 la	 cuenca,	
drenaje	de	zonas	mineralizadas,	clima,	actividad	minera	y	vertidos	urbanos	o	industriales	
(Smedley y Kinniburgh, 2002).	 Asimismo,	 se	 pueden	 encontrar	 concentraciones	 de	 arsénico	
relativamente	 elevadas	 debido	 a	 procesos	 de	 saturación	 evaporativa,	 especialmente	 en	
áreas	 de	 clima	 árido,	 o	 como	 resultado	 de	 aportes	 naturales	 procedentes	 de	 fuentes	
geotérmicas	 o	 de	 aguas	 subterráneas	 con	 elevadas	 concentraciones	 de	 arsénico.	














pocas	variaciones,	 situándose	en	 torno	a	1,5	μg	L‐1.	En	estuarios,	 los	niveles	de	arsénico	
son	más	 variables,	 como	 resultado	 de	 los	 aportes	 de	 aguas	 continentales	 y	 variaciones	




elevada	 proporción	 de	 As(III),	 que	 puede	 tener	 su	 origen	 en	 procesos	 de	 reducción	
biológica	(Mandal y Suzuki, 2002).	
I.3.4	Organismos	marinos	
En	general,	los	niveles	de	arsénico	en	la	flora	y	fauna	marinos	son	superiores	a	los	
presentes	 en	 los	 sistemas	 continentales	 (Uneyama y col., 2007),	 encontrándose	
generalmente	 entre	 5	 y	 100	 μg	 g–1	 (Francesconi, 2010),	 siendo	 las	 algas	 marinas	 las	 que	
suelen	presentar	los	contenidos	de	arsénico	más	elevados	(Uneyama y col., 2007).	La	entrada	
del	arsénico	en	los	organismos	marinos	se	produce	a	través	de	su	dieta	y	del	agua	de	mar	
circundante,	 pudiendo	 acumularse	 mediante	 fenómenos	 de	 biomagnificación	 y/o	
bioacumulación.	De	esta	forma,	 los	niveles	de	arsénico	en	algas	marinas	suelen	ser	entre	
mil	 y	 diez	 mil	 veces	 superiores	 a	 los	 niveles	 de	 arsénico	 en	 las	 aguas	 donde	 se	 han	
desarrollado,	en	función	de	la	especie	de	alga	(Borak y Hosgood, 2007).	




para	 identificar	 este	 arsénico,	 concluyendo	 que	 estaba	 bajo	 la	 forma	 de	 un	 compuesto	
orgánico	mucho	menos	tóxico	que	el	arsénico	inorgánico	(Chapman, 1927).	Posteriormente,	
Coulson y col. (1935)	 estudiaron	 la	 toxicidad	 de	 este	 compuesto	 en	 ratas	 de	 laboratorio	
alimentadas	 con	 camarones,	 concluyendo	 que	 el	 arsénico	 presente	 en	 este	 producto	
marino	 no	 era	 tóxico	 y	 se	 excretaba	 rápidamente	 por	 la	 orina.	 Pero	 no	 fue	 hasta	 1977	
cuando	 Edmonds	 y	 colaboradores	 identificaron	 el	 compuesto	 de	 arsénico	 presente	 en	
langosta	 como	 AsB	 (Edmonds y col., 1977).	 Desde	 la	 identificación	 de	 la	 AsB,	 más	 de	
50	compuestos	 de	 arsénico	 han	 sido	 caracterizados	 en	 organismos	marinos	 (Francesconi, 




de	 quince	 arsenoazúcares	 como	 constituyentes	 naturales	 de	 las	 mismas	 (Ng, 2005).	









encontrados	en	algas	marinas	(Francesconi y Edmonds, 1998; Niegel y Matysik, 2010).	
Además	 de	 estos	 compuestos,	 se	 han	 encontrado	 otras	 especies	 inorgánicas	 y	
orgánicas	de	arsénico	en	organismos	marinos,	como	arsénico	inorgánico,	cuya	proporción	
suele	ser	 inferior	al	1‐4%	del	arsénico	total,	MMA,	DMA,	TMAO,	TETRA	y	AsC	 (Edmonds y 
Francesconi, 1993).	 En	 general,	 los	 compuestos	 arsenicales	 no	 están	 distribuidos	
uniformemente	en	 los	 tejidos	y	órganos	de	 los	organismos	marinos.	Por	ejemplo,	Kirby y 
Maher (2002b)	 analizaron	varias	 especies	de	peces	marinos	 y	 observaron	que	 las	 formas	
inorgánicas	de	arsénico	y	DMA	predominaban	en	las	vísceras,	mientras	que	la	AsB	era	la	










Mayoritaria	 Minoritaria Traza No	detectada
Sedimentos	 As(V),	As(III)	 MMA,	DMA	 TMAO	
AsB,	AsAz,	
TETRA,	AsC	
Agua	 As(V),	As(III)	 MMA,	DMA	 ‐	
AsB,	AsAz,	
TETRA,	AsC	




Por	 otro	 lado,	 el	 arsénico	 también	 puede	 encontrarse	 bajo	 la	 forma	 de	 especies	
liposolubles	 en	 organismos	 marinos.	 A	 mediados	 del	 siglo	 XX,	 Vinogradov	 encontró	
concentraciones	de	arsénico	(expresadas	como	mg	de	arsénico	por	kg	de	aceite)	entre	3	y	
4,5	mg	kg‐1	 en	 la	 fracción	 lipídica	 del	 hígado	 y	 otros	 órganos	 de	 varios	 peces	 marinos	
(Vinogradov, 1953).	 En	 1968,	 Lunde	 reportó	 por	 primera	 vez	 niveles	 apreciables	 de	
compuestos	 arsenicales	 liposolubles	 en	 pescados	 (Lunde, 1968).	 Posteriores	 estudios	
mostraron	 concentraciones	 de	 arsénico	 entre	 1	 y	 50	mg	 kg‐1	 en	 aceites	 procedentes	 de	
peces	 y	 otros	 organismos	 marinos,	 constituyendo	 el	 arsénico	 liposoluble	 entre	 el	 10	 y	
el	30%	del	arsénico	total	presente	(Lunde, 1977).	Otros	análisis	realizados	en	muestras	de	
hígado	de	tiburón,	filete	de	atún,	grasa	de	foca	e	hígado	de	bacalao,	con	concentraciones	de	
arsénico	 total	de	hasta	17	mg	kg‐1,	mostraron	que	el	arsénico	 liposoluble	era	 la	 fracción	
predominante,	representando	entre	el	60	y	el	90%	del	arsénico	total	presente	(Kurosawa y 
col., 1980; Taleshi y col., 2010; Ebisuda y col., 2002; Schmeisser y col., 2006).	 Los	 estudios	
realizados	hasta	la	fecha	sobre	aceites	de	pescado	comerciales	ponen	de	manifiesto	que	el	
pescado	azul	presenta	mayores	 concentraciones	de	arsenolípidos	que	 el	 pescado	blanco	
(Sele y col., 2012).	
En	 otros	 organismos	 marinos	 también	 se	 han	 encontrado	 elevadas	
concentraciones	 de	 arsénico	 liposoluble,	 de	 hasta	 46	mg	 kg‐1	 en	 invertebrados	marinos	
(Vaskovsky y col., 1972),	 e	 incluso	de	84	mg	kg‐1	 en	 la	 especie	de	bígaro	Littorina	 littorea	
(Lunde, 1972a).	Las	algas	marinas	también	contienen	arsenolípidos	(Morita y Shibata, 1990).	
Por	ejemplo,	en	algas	pardas	como	Fucus	spiralis	y	Undaria	pinnatifida,	se	han	reportado	
contenidos	 de	 arsénico	 liposoluble	 de	 un	 60	 y	 25%	 del	 arsénico	 total	 presente,	
respectivamente	 (Klumpp y Peterson, 1981; Morita y Shibata, 1988).	 En	 algas	 unicelulares,	
Cooney y col. (1978)	y Benson y Summons (1981)	 reportaron	que	 los	compuestos	de	arsénico	





El	 tipo	de	 suelo	 juega	un	papel	 crucial	 en	 la	disponibilidad	del	 arsénico	para	 las	
plantas,	y	tanto	las	especies	presentes	en	ellas	como	su	distribución	dependen	del	tipo	o	
especie	 de	 planta,	 aunque	 en	 general	 las	 especies	 inorgánicas	 de	 arsénico	 son	 las	
mayoritarias	en	plantas	terrestres	(Francesconi y Kuehnelt, 2001).	El	empleo	de	suelos	y	aguas	
de	 riego	 para	 el	 desarrollo	 de	 cultivos	 con	 elevados	 contenidos	 de	 arsénico	 puede	 dar	
lugar	 a	 vegetales,	 cereales	 y	 otros	 productos	 agrícolas	 con	 elevadas	 concentraciones	 de	
arsénico,	 y	 por	 tanto,	 a	 la	 incorporación	 de	 cantidades	 importantes	 de	 arsénico	 en	 la	
cadena	alimentaria	(Peralta-Videa y col., 2009).		
En	 general,	 las	 plantas	 y	 vegetales	 que	 crecen	 en	 suelos	 no	 contaminados	
presentan	 contenidos	medios	 de	 arsénico	 de	 0,02	mg	 kg‐1	 (Schoof y col., 1999),	 siendo	 el	
arroz	una	excepción,	ya	que	puede	contener	entre	0,03	y	1	mg	kg‐1	de	arsénico	 (Pizarro y 
col., 2003c; Sanz y col., 2005a; Heitkemper y col., 2001 y 2009; Rahman y Hasegawa, 2011).	
Sin	embargo,	 estos	 niveles	 pueden	 aumentar	 considerablemente,	 especialmente	 en	 las	
raíces	 de	 plantas	 que	 crecen	 en	 suelos	 contaminados.	 Así,	 Geiszinger y col. (2002)	
encontraron	niveles	de	 arsénico	 entre	0,5	 y	6	mg	kg‐1	 en	plantas	procedentes	de	 suelos	
cercanos	 a	 una	 zona	minera	 en	Gasen	 (Austria),	 con	 contenidos	 de	 arsénico	 en	 el	 suelo	
entre	700	y	4·103	mg	kg‐1.	El	análisis	de	los	extractos	de	las	plantas	estudiadas	(Trifolium	
pratense,	 Dactylis	 glomerata	 y	 Plantago	 lanceolata)	 mostró	 la	 presencia	 de	 arsénico	
inorgánico,	además	de	MMA,	DMA,	TMAO,	TETRA,	AsB	y	AsC,	aunque	las	concentraciones	
de	 las	 especies	 variaron	 entre	 0,5	 y	 130	 µg	 kg‐1	 en	 función	 del	 tipo	 de	 planta.	 De	 esta	
forma,	en	D.	glomerata	y	P.	lanceolata	el	arsénico	inorgánico	representaba	el	87	y	el	77%,	
respectivamente,	 del	 arsénico	 total	 extraído,	 mientras	 que	 en	 T.	 pratense,	 el	 62%	
correspondía	 a	 compuestos	organoarsenicales.	 La	principal	 especie	 orgánica	 encontrada	
en	D.	glomerata	y	P.	lanceolata	fue	DMA,	mientras	que	en	T.	pratense	fue	MMA.	Koch y col. 
(2000)	analizaron	plantas	terrestres	que	crecen	en	zonas	mineras	en	Canadá	(Rubus	idaeus,	




calomelanos	(Francesconi y col., 2002b)	y	Pteris	vittata	(Zhang y col., 2002),	se	ha	observado	que	
las	especies	de	arsénico	predominantes	son	las	inorgánicas,	siendo	el	As(V)	mayoritaria	en	
la	 raíz	 (alrededor	 del	 95%),	 mientras	 que	 en	 las	 hojas	 jóvenes	 predomina	 al	 As(III)	




bajos	 niveles	 de	 As(III)	 en	 todas	 las	 plantas	 analizadas,	 junto	 con	 muy	 bajas	
concentraciones	de	MMA	en	algunas	especies	y	ausencia	de	DMA.	
En	 vegetales	 y	 cereales	 para	 consumo	 humano	 como	 ajos,	 cebollas,	 patatas,	
zanahorias,	 espinacas,	 espárragos,	 remolacha,	 tomates,	 guisantes,	 arroz,	 maíz,	
champiñones,	 etc.,	 se	 han	 identificado	 las	 especies	 As(III),	 As	 (V),	 MMA	 y	 DMA,	 en	
concentraciones	 variables	 (4‐300	 ng	 g‐1)	 en	 función	 de	 las	 condiciones	 de	 la	 zona	 de	
cultivo	(Schoof y col., 1999; Heitkemper y col., 2001; Vela y col., 2001; Sanz y col., 2005a; Soeroes y 
col., 2005).	 Además	 de	 estas	 especies,	Pizarro y col. (2003c) reportaron	 niveles	 de	 AsB	 en	
muestras	de	arroz	de	distinta	procedencia	próximos	a	15	ng	g‐1.	En	vinos	y	 cervezas,	 se	
han	determinado	contenidos	totales	de	arsénico	entre	1	y	16	ng	mL‐1,	siendo	el	As(III)	la	
especie	mayoritaria	(0,7‐12	ng	mL‐1)	(Moreno y col., 2000; Martínez y col., 2001; Coelho y col., 
2003; Karadjova y col., 2005).	
Las	concentraciones	de	arsénico	encontradas	en	animales	han	sido	generalmente	
bajas.	Así,	Schoof y col. (1999)	determinaron	el	arsénico	total	presente	en	carne	de	ternera,	
cerdo	 y	 pollo,	 cocinados	 al	 horno	 a	 180	 °C,	 encontrando	 niveles	 de	 arsénico	 total	 entre	
13,5	y	86,4	ng	g‐1,	donde	los	niveles	de	arsénico	inorgánico	fueron	inferiores	a	0,1	ng	g‐1.	
Del Razo y col. (2002)	 también	 estudiaron	 los	 contenidos	 de	 arsénico	 total	 en	 carne	 de	
ternera	y	cerdo	guisada,	encontrando	niveles	de	arsénico	entre	0,17	y	1,28	µg	g‐1.	Quizá	
por	esta	razón,	la	mayor	parte	de	los	experimentos	realizados	en	animales	se	han	enfocado	
al	análisis	de	sus	 tejidos	y	 fluidos	biológicos,	 tras	 la	administración	de	agua	y	alimentos	
con	elevados	contenidos	de	arsénico	(generalmente	algas	marinas),	o	bien	enriquecidos	en	
especies	de	arsénico,	tanto	inorgánicas	como	orgánicas.	
Hansen y col. (2003)	 estudiaron	 la	 absorción	 y	 excreción	 de	 arsénico	 en	 ovejas	
alimentadas	 con	 algas	pardas,	 con	un	97%	de	 las	 especies	 hidrosolubles	 de	 arsénico	 en	
forma	 de	 arsenoazúcares,	 y	 un	 consumo	 medio	 diario	 de	 arsénico	 de	 (35	 ±	 6)	 mg.	
El	arsénico	 excretado	 en	 las	 heces	 representó	 entre	 el	 3	 y	 el	 23%	 del	 arsénico	 total	
consumido,	mientras	 que	 la	 excreción	 urinaria	media	 representó	 el	 86%.	 La	 especie	 de	
arsénico	mayoritaria	encontrada	en	 la	orina	 fue	DMA,	aunque	 también	se	detectó	As(V),	
MMA,	TETRA	y	DMAE,	 junto	con	siete	especies	desconocidas.	Sin	embargo,	Ichikawa y col. 













vasos	 sanguíneos,	 como	 hígado	 (47‐116	 ng	 g‐1)	 y	 riñón	 (32‐140	 ng	 g‐1),	 y	 órganos	
digestivos,	 especialmente	 el	 intestino	 grueso	 (137‐434	 ng	 g‐1),	 de	 forma	 que	
aproximadamente	un	5%	del	arsénico	administrado	se	detectó	como	arsénico	residual.	




grasa	 y	 tejidos	 cardiacos	 (alrededor	 de	 30	 µg	 kg‐1	 en	 ambos	 tejidos),	 y	 el	 As(III)	 en	 la	
aurícula	 (60‐74	µg	kg‐1).	Recientemente,	Patra y col. (2012)	han	reportado	 las	especies	de	
arsénico	presentes	 en	heces,	 orina,	 pelo	 y	 sangre	de	 cabras	 alimentadas	 con	2	µg	 g‐1	 de	
arsenito	 sódico	 al	 día,	 durante	 84	 días.	 Los	 resultados	 mostraron	 que	 los	 metabolitos	
excretados	 en	 orina	 eran	mayoritariamente	 orgánicos	 (alrededor	 del	 80%	 del	 arsénico	




especies	 inorgánicas	 y	 metiladas	 de	 arsénico	 han	 mostrado	 diferencias	 en	 las	 especies	
excretadas,	en	 función	de	 la	especie	de	arsénico	suministrada.	Hughes y col. (2003 y 2008)	
reportaron	 las	especies	de	arsénico	excretadas	y	acumuladas	por	 ratones	de	 laboratorio	
alimentados	 con	 As(V)	 y	 DMA(III)	 o	 DMA,	 respectivamente.	 En	 el	 caso	 de	 ratones	
alimentados	con	As(V),	se	observó	que	este	era	excretado	por	la	orina	mayoritariamente	
como	DMA,	aunque	se	observó	que	esta	especie	predominaba	también	en	órganos	como	
vejiga,	 pulmones	 e	 hígado.	 El	 arsénico	 inorgánico	 fue	 la	 especie	 predominante	 en	 los	
riñones,	mientras	que	la	especie	MMA	se	detectó	en	todos	los	tejidos	excepto	en	la	vejiga	





DMA	 lo	 fue	 en	 ratones	 alimentados	 con	 DMA(III),	 mostrando	 la	 sensibilidad	 de	 esta	
especies	frente	a	procesos	de	oxidación	(Hughes y col., 2008).	
Yokoi y Konomi (2012)	evaluaron	la	acumulación	de	arsénico	en	sangre	y	tejidos	de	
ratas	 alimentadas	durante	7	 semanas	 con	una	dieta	que	 contenía	 un	3%	(m/m)	de	 alga	
Hijiki,	con	un	contenido	de	arsénico	total	e	inorgánico	de	102	y	87	µg	g‐1,	respectivamente.	
Los	 resultados	mostraron	 una	 elevada	 acumulación	 de	 arsénico	 en	 el	 organismo,	 sobre	
todo	en	corazón,	tibia,	riñón	y	sangre,	con	concentraciones	de	arsénico	total	comprendidas	
entre	1,6	y	68	µg	g‐1.	
Los	 principales	 bioindicadores	 utilizados	 para	 identificar	 o	 cuantificar	 la	
exposición	a	arsénico	en	el	 ser	humano	son	 las	muestras	de	sangre,	orina	y	uñas	o	pelo	
(Orloff y col., 2009).	
Generalmente,	 la	 concentración	media	 de	 arsénico	 inorgánico	 y	 sus	metabolitos,	
MMA	 y	 DMA,	 en	 orina	 es	 inferior	 a	 10	 µg	 L‐1	 (NRC, 1999).	 En	 sangre	 de	 individuos	 no	
expuestos,	la	concentración	de	arsénico	reportada	varía	entre	0,3	y	2	μg	L‐1	(NRC, 1999),	
mientras	 que	 en	 individuos	 expuestos,	 por	 ejemplo	 por	 elevadas	 concentraciones	 de	
arsénico	en	agua	de	bebida,	los	niveles	de	arsénico	pueden	alcanzar	los	6‐9	μg	L‐1	(Kazi y 
col., 2009).	 El	 DMA	 es	 la	 especie	 mayoritaria	 en	 sangre,	 con	 bajas	 concentraciones	 de	
arsénico	 inorgánico	 y	MMA	 (Mandal y col., 2004).	 Los	 niveles	 de	 arsénico	 tanto	 en	 orina	
como	en	sangre	pueden	aumentar	significativamente	después	de	la	ingestión	de	pescados	
y	mariscos,	 debido	 a	 la	 absorción	 de	 compuestos	 organoarsenicales	 presentes	 en	 ellos.	
En	sangre,	se	produce	una	rápida	disminución	a	las	pocas	horas	de	su	ingestión,	mientras	
que	la	mayor	parte	es	eliminado	a	través	de	la	orina	dentro	de	los	3‐4	días	después	de	su	
ingestión	 (Mandal y col., 2004),	por	 lo	que	 la	concentración	de	arsénico	en	orina	y	sangre	
permite	detectar	únicamente	una	exposición	a	arsénico	reciente	(Orloff y col., 2009).	
En	 pelo	 y	 uñas,	 las	 concentraciones	 normales	 de	 arsénico	 están	 comprendidas	
entre	0,02	y	0,2	mg	kg‐1	y	0,02	y	0,5	μg	g‐1,	respectivamente	(NRC, 1999).	En	ambos	tipos	
de	 muestras,	 el	 arsénico	 aparece	 fundamentalmente	 como	 arsénico	 inorgánico,	 aunque	
también	se	han	encontrado	pequeñas	cantidades	de	MMA	y	DMA	(Raab y Feldmann, 2005a; 
Sanz y col., 2007a).	La	concentración	de	arsénico	en	pelo	y	uñas	refleja	el	nivel	medio	en	el	
cuerpo	humano	durante	un	periodo	de	2‐5	y	12‐18	meses,	respectivamente,	es	decir,	una	




El	 arsénico	 se	 encuentra	 en	 el	medio	 ambiente	 como	 contaminante	 ambiental	 a	
nivel	de	trazas,	aunque	su	concentración	depende	de	factores	geológicos	y	meteorológicos.	
Su	 movilidad	 en	 la	 naturaleza	 es	 relativamente	 elevada,	 pudiendo	 ser	 transportado	 en	
estado	gaseoso,	disuelto	o	sólido	a	través	del	suelo,	aire	y	agua.	Este	transporte	es	posible	
debido	 a	 las	 transformaciones	 biológicas	 y/o	 geológicas	 de	 las	 especies	 emitidas	
originalmente.	El	transporte	y	la	distribución	del	arsénico	dependen	fundamentalmente	de	
la	forma	química	bajo	la	que	se	encuentre.	De	esta	forma,	la	solubilidad	de	As(III)	y	As(V)	
es	 relativamente	 alta,	 por	 lo	 que	 estas	 especies	 se	 distribuyen	 fácilmente	 en	 medios	
acuosos.	 La	 absorción	 o	 complejación	del	 arsénico	 en	 suelos	 y	 sedimentos	 suele	 ocurrir	
predominantemente,	 pudiendo	 transferirse	 a	 cultivos	 y	 plantas,	 y	 entrando	 así	 en	 la	
cadena	alimentaria	 (Zhao y col., 2009; Mudhoo y col., 2011).	En	 la	Figura	 I.7.	 se	muestra	un	











I.4	 ASPECTOS	 RELACIONADOS	 CON	 LAS	 MUESTRAS	
SELECCIONADAS	EN	ESTE	ESTUDIO	
I.4.1	Algas	marinas	comestibles	
	 Las	 algas	 son	vegetales	 de	 estructura	 sencilla	 que	 se	 nutren	del	medio	donde	 se	
desarrollan.	Aunque	existen	algas	de	agua	dulce,	 la	inmensa	mayoría	son	de	agua	salada.	
Las	algas	pueden	clasificarse	en	dos	grandes	grupos.	Por	un	lado	se	encuentran	las	algas	
unicelulares,	 también	 denominadas	 microalgas	 o	 fitoplancton,	 que	 son	 microscópicas	 y	
representan	el	primer	eslabón	de	la	cadena	alimentaria	de	los	animales	acuáticos.	Por	otro	
lado,	 se	 encuentran	 las	 algas	 pluricelulares,	 también	 denominadas	 macroalgas	 o	 algas	
marinas,	 cuyo	 tamaño	 puede	 variar	 entre	 algunos	 centímetros	 y	 varios	 metros.	
Son	organismos	 fotosintéticos,	 de	 forma	que	 la	 profundidad	 a	 la	 que	 se	 encuentran	 está	
limitada	por	 la	penetración	de	 las	ondas	 luminosas	 (Yebra Biurrun, 2008).	Las	principales	
características	de	 las	 algas,	que	 las	hacen	diferenciarse	de	 las	plantas	 terrestres,	 son	 las	
siguientes	(Fernández Sáa, 2006):	
1. No	tienen	raíces,	y	se	fijan	a	las	rocas	o	al	sustrato	mediante	un	rizoide	o	disco	basal,	
el	cual	solo	emplean	como	sistema	de	 fijación	 frente	a	 los	movimientos	marinos,	y	
no	para	alimentarse.		
2. Carecen	de	savia	y	de	sus	tejidos	conductores,	de	forma	que	consiguen	el	alimento	
directamente	 del	 agua	 que	 las	 rodea,	 a	 través	 de	 toda	 su	 superficie.	 Son	 seres	
autótrofos,	 es	 decir,	 se	 alimentan	 por	 sus	 propios	 medios,	 y	 son	 productores	
primarios,	es	decir,	primera	fuente	de	alimento.	
3. No	 necesitan	 flores,	 semillas	 o	 frutos	 para	 reproducirse,	 sino	 que	 lo	 hacen	 por	
esporas,	división	de	su	talo	o	gametos,	que	se	fecundan	mientras	nadan.	
Las	 diferentes	 especies	 de	 macroalgas	 se	 adaptan	 a	 sus	 correspondientes	
ambientes.	 Las	 algas	 comestibles	 crecen	 en	 aguas	 costeras,	 por	 encima	 de	 los	 80	m	 de	
profundidad.	 En	 función	 de	 los	 diferentes	 niveles	 de	 profundidad	 en	 los	 que	 crecen,	 las	
algas	desarrollan	distintas	 coloraciones	para	 optimizar	 la	 función	 clorofílica,	 empleando	






 Algas	verdiazules	o	 cianófitas:	 son	procariotas	que	 contienen	pigmentos	verde‐
azulados	 (ficocianina),	 carecen	 de	 almidón	 y	 no	 poseen	 células	 flageladas.	
Existe	solo	una	división:	Cyanophyta.	
 Algas	 rojas	 o	 rodófitas:	 son	 eucariotas	que	 contienen	pigmentos	 rojos	 o	pardo‐
rojizos	(ficoeritrina),	presentan	rodamilo	como	sustancia	de	reserva	y	no	poseen	
células	flageladas.	Existe	solo	una	división:	Rhodophyta.	
 Algas	 pardas	 o	 feófitas:	 son	 eucariotas	 que	 contienen	 pigmentos	 pardos	 o	
verdosos	(fucoxantina),	presentan	criptamilo	como	sustancia	de	reserva	y	poseen	
células	 flageladas.	 Existen	 tres	 divisiones:	 Pyrrophyta,	 Chrysophyta	 y	
Phaeophyta.	
 Algas	verdes	o	clorófitas:	eucariotas	que	contienen	pigmentos	verdes	(clorofila),	
presentan	 almidón	 como	 sustancia	 de	 reserva	 y	 poseen	 células	 flageladas.	
Existen	tres	divisiones:	Euglenophyta,	Chlorophyta	y	Charophyta.	
Las	algas	jugaron	un	papel	fundamental	en	el	origen	de	la	vida,	ya	que	hace	miles	
de	 millones	 de	 años,	 las	 primeras	 algas	 unicelulares	 cianófitas	 crearon	 la	 función	
clorofílica,	 siendo	 así	 consideradas	 como	 “las	 madres	 de	 la	 vida”,	 ya	 que	 fueron	 los	
primeros	 seres	 capaces	 de	 realizar	 la	 fotosíntesis	 y	 aportar	 oxígeno	 a	 la	 atmósfera.	
Un	millón	 de	 años	 después,	 las	 algas	 clorófitas	 colonizaron	 la	 tierra,	 dando	 lugar	 a	 las	
primeras	 plantas	 terrestres,	 que	 fueron	 los	 primeros	 seres	 vivos	 sobre	 la	 tierra.	
Actualmente,	 las	 especies	 de	 algas	 existentes	 se	 consideran	 “la	 despensa	 del	 planeta”,	
ya	que	constituyen	el	primer	eslabón	de	la	cadena	alimentaria,	sirviendo	como	alimento	a	
los	animales	acuáticos	(Fernández Sáa, 2006).	
La	producción	mundial	 de	 algas	 es	de	 siete	millones	de	 toneladas	 frescas	 al	 año,	
según	 la	 FAO.	 El	 50%	 se	 destina	 a	 alimentación	 humana	 directa	 y	 el	 resto	 presenta	
diferentes	aplicaciones,	como	industria	alimentaria,	energética,	cosmética	y	farmacéutica,	
así	 como	 para	 la	 producción	 de	 piensos,	 fertilizantes,	 etc.	 (Yebra Biurrun, 2008).	 De	 esta	
forma,	 las	algas	están	presentes	en	muchos	alimentos	de	uso	corriente,	bajo	 la	 forma	de	
conservantes	y	aditivos	marinos.	Una	de	las	cualidades	de	los	hidratos	de	carbono	de	las	




y	 E‐407,	 que	 son	 alginatos,	 agar‐agar	 y	 carragen.	 Los	 alginatos	 se	 emplean	 como	
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conservantes	 y	 estabilizantes,	 mientras	 que	 el	 agar‐agar	 se	 utiliza	 como	 gelificante	 y	
emulsionante,	 y	 el	 carragen	 como	 espesante	 y	 emulsionante,	 especialmente	 en	 la	
elaboración	de	derivados	lácteos.	Por	otro	lado,	el	ácido	algínico	es	una	sustancia	única	y	
peculiar	 de	 las	 algas,	 que	 contribuye	 a	 la	 eliminación	 de	 metales	 pesados,	 sustancias	
radiactivas,	y	elementos	contaminantes	y	tóxicos,	ingeridos	con	la	comida	o	absorbidos	de	
la	 atmósfera,	 ya	 que	 forma	 sales	 insolubles	 con	 las	 sustancias	 tóxicas,	 facilitando	 su	
excreción	(Fernández Sáa, 2006).		
Las	algas	marinas	son	un	alimento	silvestre,	que	no	agotan	el	medio	y	crecen	de	




etc.)	 y	 oligoelementos	 (Fe,	 I,	 Co,	 Zn,	 Si,	 Mn,	 Cu,	 Se,	 etc.)	 esenciales	 (Jiménez-Escrig y Goñi 
Cambrodón, 1999; Ródenas de la Rocha y col., 2002).	Además,	presentan	un	bajo	contenido	en	
calorías	y	grasas,	y		una	elevada	concentración	de	vitaminas,	proteínas	y	fibra,	ya	que	sus	
hidratos	 de	 carbono	 se	 comportan	 en	 su	 gran	 mayoría	 como	 fibras	 sin	 valor	 calórico.	
Sin	embargo,	la	conocida	capacidad	acumuladora	de	metales	de	las	algas	marinas,	conduce	
a	la	conveniencia	de	controlar	los	contenidos	de	ciertos	elementos,	bien	por	su	reconocida	
toxicidad,	 o	 bien	 cuya	 esencialidad	 depende	 de	 los	 niveles	 de	 concentración	 presentes	
(Singh y col., 2011).	Por	ejemplo,	el	cinc	es	un	oligoelemento	fundamental	para	la	secreción	
de	insulina	por	el	páncreas	y	la	asimilación	de	glucosa	dentro	de	las	células,	así	como	en	el	
funcionamiento	 de	 las	 glándulas	 genitales,	 sobre	 todo	 las	masculinas,	 si	 bien	 su	 exceso	




daños	 hepáticos.	 Respecto	 a	 cromo	 y	 níquel,	 ambos	 son	 micronutrientes,	 aunque	 sus	
funciones	 biológicas	 no	 están	 del	 todo	 establecidas	 (se	 cree	 que	 son	 necesarios	 para	 el	
correcto	metabolismo	de	hidratos	de	carbono,	proteínas	y	lípidos).	En	el	caso	del	cromo,	
se	 sabe	 que	 los	 estados	 de	 oxidación	 III	 y	 VI	 presentan	 diferentes	 efectos	 fisiológicos.	
De	esta	forma,	el	Cr(III)	se	considera	un	elemento	esencial	para	los	seres	vivos,	mientras	
que	el	Cr(VI)	es	una	sustancia	carcinogénica	y	mutagénica	para	los	seres	humanos	(Gallios 
y Vaclavikova, 2008).	Por	otro	 lado,	otros	elementos,	 como	arsénico,	cadmio	y	plomo,	son	
considerados	 tóxicos	 al	 inhibir	 la	 actividad	 de	 ciertas	 enzimas,	 afectando	 a	 diversos	




la	 demanda	 es	 creciente,	 tanto	 en	 Oriente	 como	 en	 Occidente.	 A	 modo	 de	 ejemplo,	
el	consumo	medio	diario	de	algas	pardas	en	Japón	es	de	2	a	3	g	de	producto	seco,	mientras	
que	 el	 consumo	máximo	 es	 de	 12	 g	 (Sakurai y col., 1997).	 En	 EEUU,	 solo	 en	 algas	 Nori,	
la	importación	creció	a	un	 ritmo	aproximado	del	20%	anual	en	 los	años	1990	 (Fernández 
Sáa, 2006),	mientras	que	en	Europa	las	algas	son	consideradas	como	alimento	desde	1997	
(Reglamento CE 258/97).	La	Unión	Europea	establece	niveles	máximos	de	arsénico,	cadmio	
y	 plomo	 en	 productos	 procedentes	 de	 algas	 marinas,	 empleados	 como	 aditivos	 en	 la	
industria	 alimentaria	 (Directivas 2008/84/CE y 2009/10/CE).	 Sin	 embargo,	 no	 existen	
regulaciones	 específicas	 que	 limiten	 el	 contenido	 de	 metales	 en	 algas	 marinas	 crudas.	
Según	 la	 Federación	 Española	 de	 Sociedades	 de	 Nutrición,	 Alimentación	 y	 Dietética	
(FESNAD),	la	ingesta	dietética	de	referencia	(IDR)	media	diaria	para	la	población	española	
(adultos	entre	10	años	y	mayores	de	70	años)	en	2010	fue	1,1	y	8,4	mg	para	cobre	y	cinc,	
respectivamente	 (FESNAD, 2010).	 Por	 otro	 lado,	 la	 OMS	 recomienda	 que	 el	 consumo	
medio	diario	para	la	población	adulta	de	elementos	esenciales	como	cromo,	cobre,	níquel	y	
cinc	no	supere	0,25;	10;	0,6	y	45	mg,	respectivamente	(WHO, 1996).	




las	 algas,	 puesto	 que	 son	 especies	 acumuladoras	 de	 arsénico	 primarias	 en	 el	 medio	
ambiente	marino.	Por	 lo	 tanto,	 lo	más	adecuado	para	mantener	 la	seguridad	alimentaria	
sería	 limitar	 el	 contenido	 de	 especies	 tóxicas	 de	 arsénico	 en	 algas,	 especialmente	 las	
inorgánicas.	 Esto	 ocurre	 en	 algunos	 países,	 como	 Francia	 y	 Estados	 Unidos,	 en	 cuya	
legislación	 está	 establecido	 un	 nivel	 máximo	 de	 arsénico	 inorgánico	 de	 3	 µg	 g‐1	 de	
producto	 seco	 (Mabeau y Fleurence, 1993).	 La	 legislación	de	otros	países,	 como Australia	y	
Nueva	 Zelanda,	 es	 más	 restrictiva,	 ya	 que	 establece	 un	 nivel	 máximo	 de	 arsénico	
inorgánico	de	1	µg	g‐1	de	producto	seco	 (ANZFA, 1997).	 La	OMS	establece	un	consumo	
diario	 tolerable	 (tolerable	daily	 intake,	TDI)	de	150,	68	y	240	µg	de	arsénico	 inorgánico,	
cadmio	 y	 plomo,	 respectivamente,	 para	 un	 adulto	 de	 70	 kg	 de	 peso	 (WHO, 1989).	
Sin	embargo,	no	existen	datos	acerca	del	consumo	de	algas	en	países	occidentales,	lo	que	




Por	 otro	 lado,	 las	 algas	 marinas	 pueden	 ser	 empleadas	 como	 bioindicadores	 de	
contaminación	 en	 aguas	 costeras,	 debido	 a	 su	 limitada	 movilidad,	 abundancia	 en	 los	
sistemas	 acuáticos	 y	 habilidad	 para	 capturar	 contaminantes	 lipofílicos	 presentes	 en	 el	
agua	marina.	Las	algas	son	capaces	de	acumular	estos	compuestos	debido	principalmente	
a	 su	 elevada	 capacidad	 intercambiadora,	 permitiendo	 una	 rápida	 adsorción	 de	
compuestos	hidrofóbicos	(Atazadeh y Sharifi, 2010).	
En	 la	Tabla	 I.5.	 se	 recogen	 las	 especies	de	 algas	marinas	 comestibles	 estudiadas,	
junto	con	su	clasificación	científica.	
Tabla	I.5.	Clasificación	de	las	especies	de	algas	marinas	comestibles	estudiadas.	





























yodo.	 Ayuda	 a	 eliminar	 líquidos,	 por	 lo	 que	 se	 suele	 emplear	 en	 dietas	 de	
adelgazamiento.	






 Hijiki:	 Alga	 parda	 que	 se	 encuentra	 en	 estado	 silvestre	 en	 forma	 de	 arbustos	 en	 las	









 Kombu:	 Alga	 parda	 de	 gran	 tamaño,	 hasta	 2,5	m,	 y	 puede	 vivir	 hasta	 10	 años	 a	 una	
profundidad	 media	 de	 12	 m	 en	 zonas	 rocosas	 de	 mucho	 oleaje	 y	 mar	 abierto.	





 Nori:	 Alga	 roja	 con	 tonalidad	 violácea	 oscura	 y	 de	 pequeño	 tamaño	 (15‐30	 cm	 de	
diámetro),	en	forma	de	finísima	lámina,	que	en	su	centro	tiene	un	disco	de	fijación	a	las	
rocas.	 Después	 de	Kombu	 y	Wakame,	 es	 una	 de	 las	 tres	 algas	más	 consumidas	 en	 el	
mundo	 y	 la	 de	más	 alto	 precio.	 Destaca	 especialmente	 por	 su	 elevado	 contenido	 en	
proteínas,	 aminoácidos,	 provitamina	 A	 y	 vitamina	 B12.	 Además,	 presenta	 un	 bajo	




La	 principal	 fuente	 de	 elementos	 traza	 en	 plantas	 es	 su	 medio	 de	 crecimiento,	
ya	sea	el	suelo	o	las	disoluciones	de	nutrientes.	Uno	de	los	factores	más	importantes	que	
determina	 la	 disponibilidad	 biológica	 de	 un	 elemento	 traza	 es	 su	 unión	 a	 los	






factores,	principalmente	 los	procesos	de	 formación	de	 los	 suelos	y	 las	diversas	 acciones	
contaminantes,	tanto	naturales	como	antropogénicas	(Juárez Sanz y col., 2006).	Los	metales	




















del	 medio	 determinan	 la	 fracción	 predominante	 a	 la	 que	 se	 asocian	 los	 metales	 en	 un	
determinado	 suelo.	 Por	 lo	 tanto,	 las	 propiedades	 químicas,	 físicas	 y	 biológicas	 del	 suelo	
determinan	 los	 procesos	 biogeoquímicos	 que	 participan	 en	 la	 retención	 de	 elementos	
tóxicos	en	el	suelo,	y	que	controlan	la	solubilidad,	biodisponibilidad,	movilidad	y	toxicidad	
de	 los	 elementos	 (Adriano, 2001).	 Estos	 procesos	 incluyen,	 entre	 otros,	 absorción	 por	 la	
vegetación,	retención	en	la	superficie	de	la	materia	orgánica	y	arcillas,	transporte	a	través	
del	 perfil	 del	 suelo,	 precipitación,	 difusión	 a	 través	 de	 microporos,	 solubilización	 en	 la	
disolución	del	suelo,	e	interacciones	con	microorganismos.	
En	 general,	 las	 plantas	 absorben	 fácilmente	 las	 especies	 de	 elementos	 traza	 que	
están	 disueltas	 en	 las	 disoluciones	 del	 suelo	 en	 forma	 iónica	 o	 complejada,	 aunque	 la	




en	 que	 esta	 relación	 existe	 es	 muy	 variable	 y	 depende	 de	 diferentes	 factores.	 De	 esta	
forma,	 la	 absorción	 de	 elementos	 traza	 está	 afectada,	 además	 de	 por	 la	 capacidad	 de	
absorción	específica	de	cada	especie	vegetal,	por	algunos	factores	del	suelo,	siendo	los	más	
significativos	 el	 pH,	 el	 potencial	 redox,	 el	 régimen	 de	 agua,	 el	 contenido	 en	 arcilla	 y	 en	
materia	 orgánica,	 la	 capacidad	 de	 intercambio	 catiónico,	 el	 equilibrio	 de	 nutrientes,	 la	




a	 otras	 partes	 de	 la	 planta,	 de	 forma	 que	 el	 transporte	 de	 elementos	 traza	 en	 plantas	
superiores	(se	reproducen	por	medio	de	flores,	 frutos	y	semillas)	depende	de	 los	tejidos	
vasculares	 y	 está	 relacionado	 con	 la	 intensidad	 de	 transpiración.	 Sin	 embargo,	 otros	
factores	como	el	pH,	estado	de	oxidación‐reducción,	cationes	competidores,	o	procesos	de	
hidrólisis,	 polimerización	 y	 formación	 de	 sales	 insolubles,	 como	 fosfatos	 y	 oxalatos,	
gobiernan	la	movilidad	de	metales	dentro	de	los	tejidos	de	la	planta.	
La	 distribución	 y	 acumulación	 de	 elementos	 traza	 en	 plantas	 varía	 para	 cada	









Los	 elementos	 traza	 esenciales	 para	 las	 plantas	 son	 aquellos	 que	 no	 pueden	 ser	
sustituidos	por	otros	en	sus	papeles	bioquímicos	específicos	y	que	 tienen	una	 influencia	




planta,	 aunque	 sus	 funciones	 no	 están	 reconocidas	 todavía.	 Los	 elementos	 traza	 están	
implicados	 en	 procesos	 metabólicos	 claves	 como	 respiración,	 fotosíntesis,	 y	 fijación	 y	
asimilación	de	algunos	nutrientes	mayoritarios,	como	nitrógeno	y	azufre.	Algunos	metales	
de	transición	son	conocidos	por	activar	enzimas	o	por	ser	incorporados	a	metaloenzimas	
como	 sistemas	 de	 transferencia	 electrónica	 (Cu,	 Fe,	 Mn	 y	 Zn),	 así	 como	 por	 catalizar	
cambios	 de	 estado	 de	 oxidación	 en	 el	 sustrato	 (Cu,	 Co,	 Fe	 y	 Mo).	 También	 se	 conocen	
algunos	 roles	particulares	de	varios	 elementos	 traza,	 como	Al,	Cu,	Co,	Mo,	Mn	y	Zn,	que	
parecen	 estar	 implicados	 en	 mecanismos	 de	 protección	 frente	 a	 heladas	 o	 sequías,	 en	
algunas	variedades	de	plantas.	Un	rasgo	importante	de	la	fisiología	de	estos	elementos	es	
que,	 aunque	 muchos	 son	 esenciales	 para	 el	 crecimiento,	 también	 pueden	 tener	 efectos	
tóxicos	 sobre	 las	 células	a	 concentraciones	elevadas	 (Kabata-Pendias, 2001; Nagajyoti y col., 
2010).	
La	 reacción	 de	 las	 plantas	 frente	 al	 estrés	 químico	 provocado	 por	 deficiencia	 o	
exceso	 de	 elementos	 traza	 puede	 ser	 extremadamente	 compleja,	 ya	 que	 son	 capaces	 de	
desarrollar	diversos	mecanismos	bioquímicos	que	permiten	 la	 adaptación	y	 tolerancia	a	
ambientes	 nuevos	 o	 químicamente	 desequilibrados.	 Generalmente,	 las	 plantas	 son	 más	
resistentes	a	una	concentración	elevada	que	a	un	contenido	 insuficiente	de	un	elemento	
dado,	ya	que	son	capaces	de	sobrevivir	bajo	condiciones	de	exceso	de	elementos	traza	en	
su	 entorno,	 principalmente	 en	 suelos.	 En	 especial,	 las	 plantas	 inferiores	 (se	 reproducen	
por	 esporas),	 como	 musgos,	 líquenes	 y	 helechos,	 presentan	 un	 nivel	 de	 adaptación	
extremadamente	 elevado	 frente	 a	 concentraciones	 tóxicas	 de	 ciertos	 elementos	 traza	




En	 función	 de	 la	 capacidad	 de	 absorción	 de	 los	 elementos	 traza	 del	 suelo,	
las	plantas	se	pueden	clasificar	en	(Baker, 1981):	
 Exclusoras	 o	 no	 acumuladoras,	 que	 presentan	 una	 acumulación	 restringida	 o	
una	translocación	limitada	del	metal	a	la	parte	aérea.	
 Indicadoras,	 que	 reflejan	 la	 concentración	 del	 metal	 en	 el	 suelo	 en	 su	 parte	
aérea,	ya	que	ambas	son	proporcionales.	










basales	de	otras	especies	de	plantas,	desarrolladas	en	el	mismo	suelo	(Rascio y Navari-Izzo, 
2011).	 Estas	 plantas	 son	 principalmente	 especies	 procedentes	 de	 suelos	 con	 altos	
contenidos	metálicos,	y	suelen	presentar	poca	biomasa,	debido	a	que	utilizan	más	energía	
en	 los	mecanismos	 necesarios	 para	 adaptarse	 a	 las	 elevadas	 concentraciones	metálicas	
que	en	la	producción	de	los	tejidos.	
Se	 considera	 que	 una	 planta	 es	 hiperacumuladora	 cuando	 es	 capaz	 de	 acumular	
metales	 por	 encima	 de	 ciertas	 concentraciones	 en	 su	 parte	 aérea:	 >102	mg	 kg−1	 de	 Cd;	
>103	mg	kg−1	de	As,	Co,	Cu,	Ni	y	Pb;	>104	mg	kg−1	de	Mn	y	Zn	(Kabata-Pendias, 2001; Haque y 
col., 2008).	 Sin	embargo,	 en	zonas	 contaminadas,	 algunas	plantas,	no	hiperacumuladoras,	
pueden	concentrar	metales	a	esos	niveles,	por	lo	que	su	factor	de	translocación	(relación	
entre	 la	 concentración	 del	 metal	 en	 la	 parte	 aérea	 y	 en	 la	 raíz	 de	 la	 planta)	 debe	 ser	
superior	 a	 1	 para	 ser	 consideradas	 como	 acumuladoras	 (Baker, 1981).	 Existen	 varias	
especies	 de	 plantas	 hiperacumuladoras	 de	 arsénico,	 siendo	 el	 helecho	 Pteris	 vittata	 la	
primera	 especie	 identificada	 como	 tal,	 pudiendo	 acumular	 hasta	 2,2·104	mg	kg‐1	 de	
arsénico	(Ma y col., 2001).	Otras	plantas	hiperacumuladoras	de	arsénico	son	Pityrogramma	






más	 tiempo	 han	 estado	 activas	 en	 la	 provincia	 de	 Madrid,	 prácticamente	 de	 forma	
ininterrumpida	desde	el	siglo	XVII	hasta	el	año	1890,	reanudando	su	actividad	en	1940	de	
forma	 intermitente.	 La	 mina	 fue	 explotada	 inicialmente	 para	 la	 extracción	 de	 la	 plata	








del	 municipio	 de	 Bustarviejo,	 en	 la	 carretera	 de	 Miraflores.	 De	 la	 fuente	 del	 Collado,	 a	
1500	metros	 del	 pueblo	 de	 Bustarviejo,	 parte	 una	 pista	 forestal	 que	 se	 adentra	 en	 la	






hasta	 cuatro	 concesiones	mineras,	que	a	partir	del	último	 tercio	del	 siglo	XIX	quedarían	
integradas	en	una	 sola	mina.	Históricamente	 se	 la	 conoce	 como	mina	de	 la	Cuesta	de	 la	
Plata,	Indiana	e	incluso	Elvira,	sin	embargo	en	1972	fue	rebautizada	como	Mónica,	aunque	
solo	se	trabajó	a	modo	de	ensayo	durante	dos	años	(González del Tánago-Chanrai y González 





En	 el	 exterior	 de	 la	 mina	 aparecen	 numerosos	 vestigios	 de	 la	 actividad	 minera	
pasada,	como	son	la	Torre	del	Molino,	restos	de	los	hornos	de	calcinación,	escombreras	y	
maquinaria	de	trituración	del	siglo	XX.	En	la	zona	más	alta	también	se	observan	restos	de	




















poleo,	 malva,	 romero	 y	 torvisco.	 En	 la	 Tabla	 I.6.	 se	 recogen	 las	 especies	 de	 plantas	
estudiadas,	todas	ellas	de	tipo	herbáceo,	junto	con	su	clasificación	científica.	
Tabla	I.6.	Clasificación	de	las	especies	de	plantas	terrestres	estudiadas.	


























































sido	 y	 es	 ampliamente	 estudiado	 por	 la	 Comunidad	 Científica.	 Sin	 embargo,	 la	
determinación	 de	 su	 contenido	 total	 en	 una	 muestra	 es	 insuficiente,	 puesto	 que	 su	
toxicidad	depende	no	solo	de	su	nivel	de	concentración,	sino	también	de	la	forma	química	
bajo	 la	 que	 esté	 presente.	 Por	 lo	 tanto,	 las	 investigaciones	 en	 el	 campo	 de	 la	 Química	
Analítica	 se	 han	 centrado	 en	 las	 últimas	 décadas	 en	 el	 desarrollo	 de	métodos	 analíticos	
para	 llevar	 a	 cabo	 la	 identificación	y	 cuantificación	de	 sus	especies	químicas,	 tanto	para	
poder	 estimar	 su	 toxicidad	 como	para	 comprender	 los	procesos	bioquímicos	 en	 los	que	
están	 implicadas	 las	 distintas	 especies	 de	 arsénico.	 Por	 otro	 lado,	 muchos	 compuestos	
arsenicales	 están	 presentes	 en	 el	 medio	 ambiente	 y	 en	 sistemas	 biológicos	 a	 nivel	 de	
trazas,	por	lo	que	se	requieren	técnicas	analíticas	de	elevada	sensibilidad.	
La	determinación	de	especies	metálicas	y	organometálicas	en	muestras	complejas	
requiere	 el	 acoplamiento	 de	 técnicas	 adecuadas	 de	 separación	 y	 detección.	
En	la	actualidad,	se	dispone	de	técnicas	de	detección	robustas,	fiables,	de	elevada	precisión	
y	sensibilidad.	Asimismo,	 las	 técnicas	de	separación	cromatográficas	han	experimentado	
grandes	 avances	 en	 los	 últimos	 años,	 permitiendo	 separaciones	 eficaces	 de	 elevada	
resolución.	Por	otro	lado,	el	control	de	las	etapas	previas	al	análisis,	como	son	la	recogida,	
tratamiento	y	almacenamiento	de	la	muestra,	es	muy	importante,	con	objeto	de	asegurar	
la	conservación	de	las	formas	químicas	originalmente	presentes	(McSheehy y col., 2003).	
La	etapa	de	preparación	de	muestra	es	la	más	crítica	desde	el	punto	de	vista	de	las	
posibles	fuentes	de	error	del	método	analítico,	pudiendo	afectar	tanto	a	la	fiabilidad	de	los	
resultados	obtenidos	como	al	tiempo	invertido	en	el	mismo	(Dietz y col., 2007; Namieśnik y 
Szefer, 2008).	Por	un	lado,	 las	muestras	suelen	ser	heterogéneas,	 las	matrices	complejas	y	
las	 concentraciones	 de	 los	 analitos	 bajas,	 por	 lo	 que	 se	 requieren	 etapas	 adicionales	 de	
limpieza	de	los	extractos	para	la	eliminación	de	interferencias	y/o	de	preconcentración	de	
los	 analitos	 de	 interés,	 que	 también	 contribuyen	 generalmente	 a	 incrementar	 el	 error	
global	 del	 método	 (Dietz y col., 2007).	 Por	 el	 otro,	 durante	 las	 etapas	 de	 muestreo,	
almacenamiento	 y	 extracción	 no	 se	 deben	 producir	 contaminaciones	 ni	 pérdidas	 de	
muestra	 o	 de	 analitos,	 así	 como	 tampoco	 transformaciones	 entre	 especies	 (Rubio y col., 
2010).	 Además,	 es	 necesario	 tener	 en	 cuenta	 que	 cada	 especie	 puede	 estar	 asociada	 a	
diferentes	 componentes	 de	 la	 matriz	 mediante	 distintos	 tipos	 de	 uniones,	 existiendo	
especies	 desconocidas,	 como	 complejos	 metal‐ácidos	 húmicos,	 metaloproteínas	 o	
complejos	 organometálicos,	 lo	 que	 puede	 dificultar	 la	 identificación	 y	 cuantificación	 de	




que	 la	suma	de	 las	concentraciones	de	 las	especies	detectadas	de	un	elemento	puede	no	
corresponderse	 con	 el	 contenido	 total.	 En	 definitiva,	 la	 mayoría	 de	 los	 análisis	 de	
especiación	 que	 se	 llevan	 a	 cabo	 sobre	 muestras	 reales	 requieren	 la	 aplicación	 de	
complejos	 métodos	 de	 preparación	 de	 la	 muestra,	 los	 cuales	 suelen	 implicar	 diversas	




haciendo	especial	hincapié	en	 la	 identificación	y	eliminación	de	 las	 fuentes	de	error	que	
pueden	afectar	a	este	tipo	de	análisis	(Gómez Ariza y col., 2000a).	Sin	embargo,	el	proceso	es	
muy	complejo,	por	 lo	que	hoy	en	día	 la	disponibilidad	de	CRMs	en	especies	de	arsénico	
está	limitada	a	unas	pocas	matrices.	Por	ejemplo,	los	materiales	BCR‐627	(Tuna	fish	tissue)	
y	 NIES	 No.	 18	 (Human	 urine),	 disponibles	 comercialmente,	 están	 certificados	 en	
contenidos	de	AsB,	DMA	y	arsénico	total.	También,	el	material	DORM‐2	(Dogfish	muscle),	






cuenta	 la	 procedencia	 y	 homogeneidad	 de	 la	muestra;	 analitos	 a	 determinar	 y	 nivel	 de	
concentración	 al	 que	 se	 encuentran;	 selección	 del	 método	 analítico	 más	 apropiado,	
considerando	 la	 precisión	 y	 exactitud	 requerida	 en	 los	 análisis;	 conservación	 de	 la	







(adaptado	de	Cámara y col., 2002).	
II.1	MUESTREO,	CONSERVACIÓN	Y	ALMACENAMIENTO	
La	etapa	de	muestreo	es	crucial	para	 la	obtención	de	resultados	 fiables,	ya	que	a	
menudo	 las	acciones	realizadas	durante	esta	etapa	constituyen	 la	mayor	 fuente	de	error	
del	 método	 analítico.	 Su	 principal	 objetivo	 consiste	 en	 proporcionar	 una	 muestra	
representativa.	 Es	 importante	 considerar	 que	 un	 aseguramiento	 de	 la	 calidad	 del	
muestreo	implica	que	la	muestra	se	haya	obtenido	de	manera	adecuada,	que	el	proceso	de	
subdivisión	 se	 haya	 llevado	 a	 cabo	 rigurosamente,	 y	 que	 los	 recipientes	 y	 medios	 de	
transporte	y	conservación	empleados	aseguren	la	integridad	de	la	muestra,	de	modo	que	
























Una	vez	 recogida,	 la	 composición	de	una	muestra	puede	verse	afectada	debido	a	
diferentes	procesos	físicos,	químicos	y	biológicos,	lo	que	es	especialmente	significativo	en	
especiación.	 El	 equilibrio	 entre	 diferentes	 especies	 puede	 ser	 inestable	 y	 estar	
influenciado	por	cambios	en	las	condiciones	de	almacenamiento.	Los	principales	procesos	
físicos	 que	 pueden	 alterar	 una	 muestra	 son	 la	 volatilización	 parcial	 o	 total	 de	 sus	
componentes,	 su	 difusión	 a	 través	 de	 los	 materiales	 de	 los	 recipientes,	 o	 su	 adsorción	
sobre	 la	 superficie	 de	 los	 mismos.	 Los	 posibles	 cambios	 químicos	 incluyen	 reacciones	
fotoquímicas,	 de	 oxidación	 y	 de	 precipitación,	 mientras	 que	 los	 procesos	 biológicos	
incluyen	la	biodegradación	y	reacciones	enzimáticas	(Mitra, 2003).	
Los	 recipientes	 empleados	 en	 la	 toma	 y	 conservación	 de	 la	 muestra	 deben	
someterse	 a	 un	 riguroso	 proceso	 de	 limpieza,	 con	 objeto	 de	 evitar	 fenómenos	 de	








deben	 ser	 del	 material	 apropiado.	 Por	 otro	 lado,	 los	 recipientes	 no	 deben	 presentar	
irregularidades	en	las	paredes,	para	evitar	procesos	de	adsorción	sobre	su	superficie.	
Otras	 operaciones	 relacionadas	 con	 la	 conservación	 de	 la	 muestra	 incluyen	





especies	 de	 arsénico	 presentes	 en	 muestras	 de	 algas,	 como	 AsB,	 podrían	 deberse	 a	 la	
presencia	 de	 epífitos,	 bacterias	 y/o	 plancton	 (Llorente-Mirandes y col., 2010).	 Un	 método	
comúnmente	 empleado	 para	 la	 eliminación	 de	 estos	 microorganismos	 consiste	 en	 el	
lavado	 de	 las	 algas	 con	 agua	 desionizada,	 aunque	 también	 se	 pueden	 eliminar	
manualmente	 o	 con	 utensilios	 afilados	 (Rubio y col., 2010).	 Por	 otro	 lado,	 este	 tipo	 de	
muestras	 se	 suelen	 someter	 a	 procesos	 de	 secado,	mediante	 liofilización	 o	 tratamientos	
térmicos,	 así	 como	de	molienda	hasta	un	determinado	 tamaño	de	partícula.	 El	 grado	de	
molienda	 es	 un	 aspecto	 que	 presenta	 cierta	 controversia,	 ya	 que	 algunos	 autores	 han	
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subrayado	el	 riesgo	de	 cambios	en	 la	distribución	de	 las	especies	durante	el	proceso	de	
molienda	 debido	 a	 la	 destrucción	 de	 los	 tejidos,	 mientras	 que	 otros	 recomiendan	
pequeños	 tamaños	 de	 partícula	 para	 asegurar	 la	 ruptura	 de	 células	 y	 membranas,	
garantizando	 de	 esta	 forma	 la	 homogeneidad	 de	 las	 submuestras	 y	 la	 extracción	
cuantitativa	de	las	especies	de	arsénico	(Kirby y col., 2004).	En	el	caso	de	plantas	terrestres,	
se	 suele	 recomendar	 el	 lavado	 con	 agua	 del	 grifo	 y	 agua	 desionizada,	 para	 eliminar	 la	
partículas	de	suelo	o	depósitos	de	polvo	adheridos	a	la	superficie	de	la	planta,	y	posterior	
secado	a	50‐55	°C	durante	una	semana	(Francesconi y col., 2002b; Moreno-Jiménez y col., 2009).	
Un	 aspecto	 importante	 a	 tener	 en	 cuenta	 en	 los	 estudios	 de	 especiación	 son	 las	
condiciones	 de	 almacenamiento,	 ya	 que	 las	muestras	 biológicas	 y	medioambientales	 no	
suelen	 analizarse	 inmediatamente	 después	 del	 muestreo	 o	 de	 la	 preparación	 de	 la	
muestra.	 La	 conservación	 de	 la	 muestra	 durante	 largos	 períodos	 de	 tiempo	 puede	
producir	alteraciones	significativas	de	las	distintas	formas	químicas	presentes.	Con	objeto	
de	 preservar	 la	 integridad	 de	 la	 muestra	 durante	 su	 almacenamiento,	 es	 necesario	
controlar	 la	 temperatura,	especialmente	cuando	existe	el	riesgo	de	actividad	microbiana,	
utilizar	 aditivos	 para	 evitar	 la	 interconversión	 de	 especies	 y	 cumplir	 con	 los	 tiempos	
máximos	 de	 almacenamiento	 recomendados	 (Gómez Ariza y col., 2000a; Leermakers y col., 
2006).	
De	 forma	 general,	 se	 recomiendan	 tratamientos	 tales	 como	 congelación,	
enfriamiento	 a	 +4	 °C,	 acidificación,	 esterilización,	 desaireación	 y	 almacenamiento	 en	
ausencia	de	 luz	 (Gómez Ariza y col., 2000a),	mientras	que	en	 los	casos	en	 los	que	puedan	
existir	microorganismos	 de	 forma	 natural,	 se	 recomienda	 el	 liofilizado	 de	 las	muestras,	
con	 objeto	 de	 evitar	 la	 actividad	 biológica	 (McSheehy y col., 2003).	 A	 pesar	 de	 estas	
recomendaciones	generales,	no	existe	ningún	acuerdo	acerca	de	estos	procedimientos	y	la	
información	es	contradictoria	en	algunas	ocasiones,	especialmente	en	el	caso	de	matrices	
sólidas	 complejas,	 como	 suelos,	 sedimentos	 y	 tejidos	 biológicos	 (Leermakers y col., 2006).	
Por	este	motivo,	no	se	puede	describir	una	única	metodología	como	ideal	y	resulta	de	gran	
interés	realizar	el	estudio	de	estabilidad	de	especies	de	arsénico	para	cada	matriz	objeto	
de	 estudio.	 En	 términos	 generales,	 se	 recomienda	 que	 los	 análisis	 se	 lleven	 a	 cabo	 tan	
pronto	como	sea	posible	después	de	la	toma	de	muestra,	evitando	añadir	cualquier	aditivo	
o	realizar	cualquier	procesado	si	no	es	estrictamente	necesario.	
Estudios	 de	 estabilidad	 de	 especies	 de	 arsénico	 volátiles	 llevados	 a	 cabo	 en	
muestras	 de	 aire,	 empleando	 recipientes	 de	 vidrio	 y	 temperatura	 ambiente	 como	
condiciones	 de	 almacenamiento,	 mostraron	 una	 mayor	 estabilidad	 de	 la	 especie	




9	días	de	almacenamiento	(Pantsar-Kallio y Korpela, 2000).	
Los	 estudios	 de	 estabilidad	 de	 especies	 de	 arsénico	 en	muestras	 acuosas	 se	 han	
centrado	 principalmente	 en	 las	 especies	 inorgánicas,	 ya	 que	 el	As(III)	 tiene	 tendencia	 a	
oxidarse	a	As(V)	durante	el	almacenamiento	de	las	muestras	(Blaine McCleskey y col., 2004).	
Sin	 embargo,	 la	 bibliografía	 existente	 al	 respecto	 es	 confusa	 y	 contradictoria,	 debido	
fundamentalmente	 a	 las	 reacciones	 del	 sistema	 redox	 Fe(III)/Fe(II)	 y	 a	 las	




evita	 las	 reacciones	 fotoquímicas	 de	 Fe(III)	 y	 As(III).	 Se	 han	 empleado	 varios	 reactivos	
para	inhibir	las	reacciones	de	oxidación,	pero	la	eficiencia	de	los	métodos	de	conservación	
depende	de	 la	matriz	de	 la	muestra	 (Ramesh Kumar y Riyazuddin, 2010a).	De	este	modo,	se	
han	propuesto	diversos	ácidos	para	llevar	a	cabo	la	estabilización	de	arsénico	en	muestras	
de	agua,	como	ácido	clorhídrico,	nítrico	o	ascórbico	(Chatterjee y col., 1995).	
Hall y col. (1999)	 estudiaron	 la	 influencia	 de	 la	 temperatura	 y	 el	 tiempo	 en	 el	
almacenamiento	 de	 aguas	 naturales,	 mostrando	 que	 a	 concentraciones	 superiores	 a	
20	μg	L‐1	 y	 filtrando	 inmediatamente	 después	 de	 la	 toma	 de	 muestra,	 As(III)	 y	 As(V)	
permanecían	estables	hasta	30	días	a	+5	°C.	En	el	caso	de	aguas	naturales	ricas	en	hierro,	
es	necesario	emplear	agentes	estabilizantes	para	minimizar	los	fenómenos	de	oxidación	y	
precipitación,	 ya	 que	 las	 especies	 de	 arsénico	 pueden	 formar	 compuestos	 férricos	
insolubles	 que	 precipitan	 cuando	 la	 concentración	 de	 hierro	 en	 el	 medio	 es	 elevada	
(Gallagher y col., 2001a; Bednar y col., 2002).	Daus y col. (2002)	propusieron	la	combinación	de	
una	acidificación	moderada	de	la	muestra	y	el	empleo	de	agentes	quelatantes	de	especies	
de	 hierro,	 para	 preservar	 las	 especies	 de	 arsénico	 inorgánicas	 en	 muestras	 de	 aguas	
naturales	 ricas	 en	 hierro.	 Estos	 autores	 recomendaron	 la	 conservación	 de	 las	muestras,	
previamente	filtradas,	en	medio	ácido	fosfórico,	a	una	concentración	final	de	10	mmol	L−1,	
y	 almacenamiento	 a	 +6	 °C	 en	 ausencia	 de	 luz,	 asegurando	 la	 estabilidad	 de	 especies	
inorgánicas	de	arsénico	durante	al	menos	tres	meses	(Daus y col., 2006).	
Cabon y Cabon (2000)	estudiaron	la	estabilidad	de	As(III)	en	aguas	marinas	costeras	
y	de	estuario,	y	reportaron	 la	 inestabilidad	de	As(III)	en	muestras	acidificadas	con	ácido	
clorhídrico,	 siendo	 mayor	 el	 grado	 de	 conversión	 de	 As(III)	 a	 As(V)	 a	 medida	 que	
aumentaba	 la	 concentración	de	ácido.	También	observaron	que	 la	estabilidad	del	As(III)	
dependía	 de	 la	 salinidad,	 de	 forma	 que	 para	 contenidos	 salinos	 superiores	 al	 15%,	
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la	oxidación	 a	As(V)	 era	 rápida,	mientras	que	 en	muestras	diluidas,	 esta	 transformación	
era	parcial	después	de	60	horas.	Asimismo,	en	aguas	costeras	superficiales	conservadas	a	
su	pH	natural,	se	observó	la	transformación	de	As(III)	en	As(V)	transcurridos	varios	días.	
Segura y col. (2002)	 estudiaron	 la	estabilidad	de	 las	especies	As(III),	As(V),	MMA	y	
DMA	en	aguas	de	desecho	urbanas,	tratadas	y	no	tratadas.	La	estabilidad	de	As(V),	MMA	y	
DMA	 se	 comprobó	 en	 ambos	 tipos	 de	 aguas	 residuales	 durante	 un	 período	 de	 cuatro	
meses	a	las	tres	temperaturas	estudiadas	(+4,	+20	y	+40	°C).	La	concentración	de	As(III)	
en	 el	 agua	no	 tratada	disminuyó	después	de	dos	 semanas	de	 almacenamiento,	mientras	
que	 se	 encontró	 una	mayor	 estabilidad	 en	 el	 agua	 tratada,	 donde	 el	 As(III)	 permaneció	
estable	a	un	pH	de	7,26	durante	el	período	de	tiempo	estudiado,	mientras	que	a	pH	1,60	se	
detectaron	pérdidas	después	de	un	mes	de	almacenamiento.	
En	 el	 caso	 de	 otro	 tipo	 de	 muestras	 acuosas,	 como	 la	 orina,	 se	 recomienda	 el	
almacenamiento	en	recipientes	de	polietileno	a	‐20	°C	(Chatterjee y col., 1995).	Feldmann y col. 
(1999)	 estudiaron	 el	 efecto	 de	 la	 temperatura	 (+25,	 +4,	 y	 ‐20	 °C),	 el	 tiempo	 de	
almacenamiento	(1,	2,	4	y	8	meses)	y	el	empleo	de	aditivos	sobre	la	estabilidad	de	As(III),	
As(V),	MMA,	DMA	 y	AsB	 en	 orina.	 Los	 resultados	 obtenidos	mostraron	que	 las	 especies	
estudiadas	permanecían	estables	durante	al	menos	dos	meses,	en	muestras	conservadas	a	
+4	 y	 ‐20	 °C,	 sin	 necesidad	 de	 emplear	 aditivos.	 Sin	 embargo,	 para	 periodos	 de	
almacenamiento	 superiores,	 la	 estabilidad	 de	 las	 especies	 era	 muy	 dependiente	 de	 la	
matriz	de	 la	muestra.	De	modo	 similar,	Chen y col. (2002)	 comprobaron	 la	 estabilidad	de	
As(III),	As(V),	MMA,	MMA(III),	DMA	y	AsB	en	muestras	de	orina	fresca	(pH	5,5‐7,0)	y	en	el	
CRM	de	orina	liofilizada	2670	(pH	4,4),	durante	6	meses,	empleando	una	temperatura	de	
almacenamiento	 de	 ‐20	 °C.	 En	 el	 caso	 de	muestras	 adicionadas	 con	 10	 y	 100	 µg	 L‐1	 de	
As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA,	 los	 autores	 observaron	 que	 As(III)	 y	 As(V)	 permanecían	
estables	durante	4	semanas,	mientras	que	MMA	y	DMA	lo	eran	durante	4	meses	y	medio,	
a	una	 temperatura	 de	 almacenamiento	 de	 +4	 °C.	Del Razo y col. (2001)	 observaron	 que,	
en	muestras	 de	 agua	 y	 orina,	 las	 especies	 de	 arsénico	 trivalentes	metiladas	 se	 oxidaban	
rápidamente	y	que	las	condiciones	de	almacenamiento	óptimas	dependían	de	la	matriz	de	
la	muestra.	Lindemann y col. (2000)	estudiaron	la	estabilidad	de	As(III),	As(V),	MMA,	DMA	y	
AsB	en	agua,	en	el	CRM	de	orina	NIST	SRM	2670n	enriquecido	y	en	extractos	acuosos	de	
CRMs	 de	 pescado	 y	 suelo	 (DORM‐2	 y	 NIST	 SRM	 2710).	 Los	 estudios	 se	 realizaron	 a	
temperaturas	de	almacenamiento	de	+20,	+3	y	‐20	°C,	en	ausencia	de	luz	y	en	recipientes	




La	 estabilidad	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 en	 extractos	 de	 muestras	 de	 suelo	
depende	del	pH	del	medio	extractante,	así	como	de	otros	componentes	del	suelo	extraídos	
(Bissen y Frimmel, 2000).	En	general,	se	considera	que	el	As(V)	es	estable,	al	contrario	de	lo	
que	 sucede	 con	 el	 As(III)	 (García-Manyes y col., 2002; Ruiz-Chancho y col., 2005 y 2007; 
Rahman, M.M. y col., 2009; Wolf y col., 2011).	 Vergara Gallardo y col. (2001)	 evaluaron	 la	
estabilidad	 de	 As(III)	 en	 extractos	 de	 ácido	 fosfórico	 3	mol	 L‐1	 de	 suelos	 y	 sedimentos,	
no	observando	 conversión	 de	As(III)	 durante	 al	menos	 5	 horas,	 cuando	 los	 extractos	 se	
diluían	 diez	 veces	 o	 se	 neutralizaban	 a	 pH	 7	 con	 amoniaco	 o	 hidróxido	 sódico.	García-
Manyes y col. (2002)	estudiaron	la	estabilidad	de	As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	en	extractos	de	
suelos	 contaminados	 procedentes	 de	 la	mina	 de	 Aznalcóllar,	 empleando	 una	mezcla	 de	
ácido	fosfórico	1	mol	L‐1	y	ácido	ascórbico	0,1	mol	L‐1,	y	almacenados	a	+4	°C	en	ausencia	
de	 luz.	 Transcurridos	 6	 días	 de	 almacenamiento,	 se	 observó	 que	 el	 As(III)	 permanecía	
estable	y	que	las	concentraciones	de	DMA	y	MMA	disminuyeron	en	más	del	50%,	mientras	
que	 una	 semana	 después,	 no	 se	 detectó	 ninguna	 de	 las	 tres	 especies.	 En	 esta	 línea,	





24	 horas	 después	 de	 la	 extracción.	 Ruiz-Chancho y col. (2007)	 también	 recomendaron	
realizar	el	análisis	de	extractos	de	suelos	dentro	de	las	24	horas	siguientes	al	proceso	de	
extracción,	con	objeto	de	evitar	errores	en	la	cuantificación	de	As(III).	Pizarro y col. (2003a)	
estudiaron	 la	estabilidad	de	 las	especies	de	arsénico	presentes	en	 los	extractos	de	ácido	
fosfórico	 1	 mol	 L‐1	 de	 muestras	 de	 suelo,	 conservados	 a	 +4	 °C	 en	 ausencia	 de	 luz.	
Los	autores	 comprobaron	 que	 las	 especies	 metiladas	 encontradas,	 MMA	 y	 DMA,	
permanecían	estables	mientras	que	el	As(III)	se	oxidaba	gradualmente	a	As(V).	
La	 estabilidad	 de	 especies	 de	 arsénico	 también	 se	 ha	 estudiado	 en	 extractos	 de	





las	 especies	 en	estos	 extractos	 aumentaba	 con	el	porcentaje	de	metanol	 empleado	en	 la	
mezcla	 extractante,	 lo	 que	 se	 atribuyó	 a	 su	mayor	 contenido	proteico.	 En	 el	 caso	de	 los	
extractos	 de	 arroz,	 las	 especies	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 permanecieron	 estables	
Capítulo	II:	Revisión	de	Métodos	Analíticos	
  67	
durante	 el	 periodo	 de	 tiempo	 estudiado	 de	 tres	meses.	 Estudios	 posteriores	mostraron	
que	la	especie	AsB	permanecía	estable	en	el	extracto	agua/metanol	(1:1;	v/v)	de	muestras	
de	 arroz,	 conservado	 a	 +4	 °C	 durante	 al	menos	 un	mes	 (Pizarro y col., 2003c).	 Asimismo,	
cuando	se	trituraban	los	granos	de	arroz,	las	especies	As(V)	y	MMA	no	eran	estables	bajo	
ninguna	condición	de	almacenamiento,	probablemente	debido	a	 la	actividad	microbiana,	
mientras	 que	 cuando	 los	 granos	 de	 arroz	 se	 trataban	 con	 radiación	 ,	 las	 especies	
permanecían	estables,	aunque	la	especie	AsB	no	se	detectó.	Kohlmeyer y col. (2003)	también	
estudiaron	 la	 estabilidad	 de	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 en	 extractos	 enzimáticos	 de	
muestras	 de	 arroz	 almacenados	 a	 +4	 °C	 en	 ausencia	 de	 luz,	 no	 observando	 diferencias	
significativas	 durante	 un	 periodo	 de	 3	 meses.	 Respecto	 a	 la	 estabilidad	 de	 especies	 de	
arsénico	 en	 muestras	 biológicas	 sólidas,	 como	 muestras	 marinas,	 las	 condiciones	 de	
almacenamiento	 propuestas	 habitualmente	 consisten	 en	 la	 congelación	 a	 ‐20	 °C	 y	
posterior	 liofilización	de	 las	muestras,	 lo	 que	 se	 ha	 aplicado,	 entre	 otras,	 a	muestras	 de	
mejillones	(Gailer y col., 1995)	y	algas	(Goessler y col., 1997).	
	 El	 efecto	 de	 los	 tratamientos	 térmicos	 aplicados	 a	 alimentos,	 tanto	 de	 origen	
marino	 como	 vegetal,	 sobre	 la	 estabilidad	 del	 arsénico	 total	 y	 sus	 especies	 ha	 sido	





el	 arsénico	 inorgánico	 encontrado	 en	 mejillones	 no	 variaba	 en	 muestras	 congeladas	 o	
cocinadas,	 mientras	 que	 el	 contenido	 de	 TETRA	 aumentaba	 significativamente	 en	
muestras	 fritas,	 tanto	 frescas	 como	 congeladas,	 mientras	 que	 el	 de	 AsB	 disminuía	 en	
muestras	congeladas	de	mejillón.	Lewis, J. y col. (2012)	estudiaron	la	estabilidad	de	especies	
de	arsénico	 inorgánicas	 en	muestras	de	músculo	de	pescado,	 almacenadas	y	preparadas	
bajo	 diferentes	 condiciones	 durante	 9	 meses,	 sin	 observar	 variaciones	 en	 sus	 niveles	
relativos	durante	dicho	 tiempo.	En	 cuanto	 al	modo	de	preparación,	 se	 observó	que	 este	
podría	 influir	 sobre	 los	 niveles	 relativos	 de	 arsénico	 inorgánico,	 al	 obtener	 valores	
ligeramente	 inferiores	 para	 muestras	 liofilizadas	 que	 para	 muestras	 trituradas	 y	
almacenadas	a	‐18	°C.	
	 La	estabilidad	química	de	 los	arsenoazúcares	Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	y	SO4‐sug	presentes	
en	 ostras	 y	 mariscos	 se	 ha	 estudiado	 durante	 48	 horas	 en	 jugos	 gástricos	 simulados	 y	
medios	 ácidos	 (ácido	 nítrico	 y	 clorhídrico	 78	 mmol	 L‐1),	 así	 como	 durante	 8	 horas	 en	
medio	 básico	 (disolución	 de	 TMAH	 al	 2,5%	 y	 +60	 °C)	 (Gamble y col., 2002 y 2003).	
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En	el	primer	 caso,	 se	 observó	que	 los	 arsenoazúcares	 se	degradaban	a	una	 velocidad	de	









cabo	 el	 análisis.	 De	 esta	 forma,	 los	 métodos	 de	 disolución	 de	 muestras	 sólidas	 pueden	
tener	 como	 objetivo	 la	 disolución	 total	 de	 la	 muestra	 o	 la	 extracción	 de	 determinados	
compuestos	sin	destrucción	de	 la	matriz,	siendo	en	ambos	casos	recomendable	disponer	
de	una	muestra	de	pequeño	tamaño	de	partícula,	para	favorecer	el	contacto	entre	muestra	
y	 disolvente	 (Cámara y col., 2002).	 Por	 otro	 lado,	 durante	 el	 proceso	 de	 tratamiento	 de	
muestra	se	deben	evitar	posibles	errores	por	pérdidas	de	analito	en	la	manipulación	o	por	
contaminación	procedente	de	los	reactivos	y	de	los	materiales	empleados.	
Los	 métodos	 de	 tratamiento	 de	 muestra	 para	 la	 determinación	 de	 analitos	
inorgánicos	 en	 muestras	 sólidas	 se	 pueden	 clasificar	 en	 métodos	 tradicionales	 y	
modernos.	 Los	 primeros	 incluyen	 procesos	 de	 extracción	 sólido/líquido	 o	 lixiviación,	
filtración,	 centrifugación,	 sonicación,	 disolución	 por	 vía	 húmeda	 o	 seca,	 fusión	 y	
combustión	en	frasco	de	oxígeno,	mientras	que	los	segundos	corresponden	al	empleo	de	
métodos	 de	 extracción	 acelerada	 con	 disolventes,	 extracción	 con	 fluidos	 supercríticos,	
plasma	 de	 oxígeno	 a	 baja	 temperatura	 y	 extracción	 o	 mineralización	 asistida	 por	
microondas	(Cámara y col., 2002).	Asimismo,	pueden	clasificarse	en	métodos	destructivos	y	
no	destructivos.	Los	primeros	implican	la	descomposición	de	la	matriz	y	la	transformación	
de	 los	 compuestos	de	arsénico	en	una	determinada	 forma	química,	 generalmente	As(V),	
mientras	 que	 los	 segundos	 pretenden	 el	 aislamiento	 de	 los	 analitos	 de	 la	 matriz,	
conservando	su	 forma	química	original,	por	 lo	que	son	 los	empleados	en	 los	estudios	de	
especiación.	
El	 objetivo	 de	 los	 métodos	 de	 tratamiento	 de	 muestra	 consiste	 en	 obtener	 una	
cantidad	 de	muestra	 adecuada	 para	 realizar	 el	 correspondiente	 análisis	 y	 que	 la	matriz	










	 La	 mineralización	 por	 vía	 seca	 emplea	 nitrato	 de	 magnesio,	 con	 o	 sin	 óxido	 de	
magnesio,	y	posterior	tratamiento	en	horno	de	mufla,	con	el	fin	de	transformar	todos	los	
compuestos	 organoarsenicales	 en	 arsénico	 inorgánico.	 Este	 método	 ha	 sido	 empleado	
para	 la	determinación	de	 arsénico	 total	 en	 riñón	de	 almeja	 (Francesconi y Edmonds, 2001),	
algas (Geiszinger y col., 2001),	pechuga	de	pollo	(Sánchez-Rodas y col., 2006),	arroz	y	sémola	de	
trigo	 (Matos-Reyes y col., 2007),	 acelgas	 y	 berenjenas (Matos-Reyes y col., 2008),	 vegetales,	
legumbres	y	cereales	(Matos-Reyes y col., 2010),	y	ajos	(Sousa-Ferreira y col., 2011).	Este	tipo	de	
combustión	 en	 fase	 sólida	 implica	 la	 completa	 oxidación	 de	 la	 materia	 orgánica	 en	
sistemas	 abiertos	 a	 elevadas	 temperaturas	 (400‐800	 °C),	 durante	 largos	 periodos	 de	
tiempo	 (5‐10	 horas),	 lo	 que	 representa	 un	 riesgo	 por	 pérdidas	 de	 analito	 debido	 a	 la	
formación	de	compuestos	volátiles	y	a	 la	adsorción	en	 las	paredes	del	crisol	 (Boutakhrit y 
col., 2005).	
La	mineralización	por	 vía	húmeda	 es	 el	método	de	digestión	más	utilizado	 en	 el	
tratamiento	 de	muestras	 biológicas	 y	 medioambientales,	 empleando	 fundamentalmente	
ácido	 nítrico	 o	 mezclas	 de	 este	 con	 agua	 o	 con	 peróxido	 de	 hidrógeno,	 en	 distintas	






Matriz	 Sistema	 Reactivos	 Temperatura	 Detección	 Referencia	
CRM	de	ostra	 MW	 HNO3/H2O2	(5:1)	 ‐	 ICP‐MS Chatterjee, 2000 
Algas	 MW	 HNO3	 	 ICP‐MS	 Tukai y col., 2002 
Algas	y	mariscos	 MW	 HNO3/H2O2	(5:1)	 ‐	 ICP‐MS Karthikeyan y col., 2003 
Uñas	y	pelo	 Baño	de	arena	 HNO3/H2O2	(2:1)	 140‐160	°C	(3–4	días)	 ICP‐MS Mandal y col., 2003 
Algas	 MW	 HNO3/H2O2	(3:1)	 ‐	 ICP‐MS Wei y col., 2003 
CRMs	de	pescados	y	mariscos	 Bloque	digestor	 1)	HNO3/H2SO4	2)	H2O2	
1)	350	°C	(3h)	
2)	400	°C	(4h)	 FI‐HG‐ICP‐OES	 Boutakhrit y col., 2005 
Pescados,	mariscos	y	algas	 MW	 HNO3/H2O2	(1,5:1)	 ‐	 ICP‐MS Hirata y Toshimitsu, 2005 
Arroz,	pollo,	pescado	y	suelos	 MW	 HNO3/H2O2	(24:1)	 ‐	 ICP‐MS Sanz y col., 2005b 
Pescados	y	mariscos	 MW	 HNO3/H2O2	(1,5:1)	 ‐	 ICP‐MS Hirata y col., 2006 
Plantas	 MW	 HNO3/H2O2	 ‐	 ICP‐MS Mattusch y col., 2006 
Algas	 MW	 HNO3/H2O2	(3:1)	 ‐	 ICP‐MS Šlejkovec y col., 2006 
Algas	 MW	 HNO3/H2O2	(1,5:1)	 160	°C	(30	min)	 HG‐AAS	 Dawczynski y col., 2007 
Plantas	y	animales	marinos	 MW	 HNO3 ‐	 ICP‐MS	 Foster y col., 2007 
Suelos	 Bloque	digestor	 Agua	regia	 130	°C	(2h)	 HG‐AFS/ICP‐AES	 Ruiz-Chancho y col., 2007 
Algas	 MW	 HNO3 ‐	 ICP‐MS	 Thomson y col., 2007b 
Suelos	 MW	 HNO3/H2O2	(4:1)	 ‐	 HG‐AAS	 Doušová y col., 2008 






Matriz	 Sistema	 Reactivos	 Temperatura	 Detección	 Referencia	
Plantas	 MW	Ultraclave	 HNO3	 200	°C	(1h)	 ICP‐MS	 Ruiz-Chancho y col., 2008 
Pescados,	mariscos	y	algas	 Bloque	digestor	 HNO3	 1)	80	°C	(4h)	2)	170	°C	(4h)	 ICP‐MS Cao y col., 2009 
Vegetales	 Bloque	digestor	 HNO3	 1)	110	°C	(2	h)	2)	140	°C	(8	h)	 ICP‐MS Rahman, F. y col., 2009 
Pescados	 MW	 HNO3/H2O2	(19:1)	 180	°C	(10	min)	 ICP‐MS	 Hinojosa Reyes y col., 2009 
CRM	de	orina	 MW	 HNO3/H2O2	(6:1)	 ‐	 ICP‐AES	 Davis y col., 2010 
Algas	 MW	 HNO3/H2O2	(4:1)	 190	°C	(10	min)	 HG‐AFS	 García-Sartal y col., 2010 
Pescados	 MW	 HNO3/H2O2	(2:1)	 200	°C	(10	min)	 ICP‐MS	 Nam y col., 2010 
Pescados	 MW	Ultraclave	 HNO3/H2O	(1:1)	 260	°C	(40	min)	 ICP‐MS Taleshi y col., 2010 
Pescados	 MW	 HNO3/H2O2	(1:2)	 95	°C	(25	min)	 ICP‐MS	 Amayo y col., 2011 
Pescados	y	mariscos	 MW	 HNO3/H2O	(1:1)	 ‐	 ICP‐MS Leufroy y col., 2011 
Algas	 MW	 HNO3/H2O2	(4:1)	 190	°C	(10	min)	 ICP‐MS	 Llorente-Mirandes y col., 2011 
Algas	 MW	Ultraclave	 HNO3/H2O	(1:4)	 250	°C	(30	min)	 ICP‐MS Navratilova y col., 2011 
Aditivos	para	piensos	 MW	Ultraclave	 HNO3/H2O	(1:1)	 250	°C	(30	min)	 ICP‐MS Nachman y col., 2012 
Pescados	 MW	 HNO3/H2O2	(2:1)	 ‐	 ICP‐MS	 Pétursdóttir y col., 2012 
Arroz,	trigo	y	atún	 MW	Ultraclave	 HNO3/H2O	(1:1)	 250	°C	(30	min)	 ICP‐MS Raber y col., 2012 




La	determinación	de	arsénico	 total	 en	muestras	biológicas	puede	ser	 complicada	
debido	a	que	algunas	especies,	como	la	AsB,	son	difíciles	de	descomponer	 (Šlejkovec y col., 
2001; Goessler y Pavkov, 2003; Gómez y col., 2005).	 Esta	 especie	 solo	 se	 descompone	 a	
temperaturas	 superiores	 a	 300	 °C,	 las	 cuales	 pueden	 ser	 alcanzadas	 únicamente	
empleando	 ácidos	 con	 elevado	 punto	 de	 ebullición.	 En	 este	 contexto,	 se	 han	 utilizado	
mezclas	 ácidas	 más	 agresivas	 como	 ácido	 nítrico/ácido	 sulfúrico	 (Cava-Montesinos y col., 
2005; Ninh y col., 2007; Shimoda y col., 2010),	ácido	nítrico/ácido	sulfúrico/ácido	perclórico	
(Villa-Lojo y col., 2002; Pizarro y col., 2003a, 2003b y 2003c; Zhao y col., 2006)	 o	 ácido	
nítrico/ácido	 sulfúrico/peróxido	 de	 hidrógeno	 (Dembitsky y Řezanka, 2003; Šlejkovec y col., 
2004; Boutakhrit y col., 2005),	 que	 permiten	 la	 descomposición	 más	 eficaz	 de	 la	 AsB.	
Narukawa y col. (2012)	 emplearon	 mezclas	 de	 ácido	 nítrico/ácido	 fluorhídrico/ácido	





sido	ampliamente	utilizado	(Cava-Montesinos y col., 2005; Narukawa y col., 2012)	(Tabla	II.1.).	
Su	 empleo,	 junto	 con	 el	 de	 mezclas	 de	 ácidos	 y	 elevadas	 temperaturas,	 ha	 permitido	
mejorar	 los	 resultados	 obtenidos	 mediante	 otros	 sistemas,	 así	 como	 una	 reducción	




de	 ácido	 nítrico,	 ácido	 fluorhídrico	 y	 peróxido	 de	 hidrógeno	 en	 la	 primera	 etapa,	 y	 una	
mezcla	de	ácido	nítrico	y	ácido	perclórico	en	la	segunda.	Otros	sistemas	de	mineralización	
empleados	son	los	bloques	digestores	(Pizarro y col., 2003a, 2003b y 2003c; Boutakhrit y col., 
2005; Cao y col., 2009; Rahman, F. y col., 2009; Whaley-Martin y col., 2012),	y	 la	digestión	en	






identificado	 más	 de	 50	 compuestos	 de	 arsénico	 solubles	 en	 disolventes	 acuosos,	
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principalmente	 en	 muestras	 de	 origen	 marino	 (Francesconi, 2010).	 Más	 recientemente	 se	
han	 desarrollado	 métodos	 para	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles,	
habiendo	sido	identificados	hasta	11	compuestos (Sele y col., 2012).	
Los	 análisis	 de	 especiación	 implican	 la	 necesidad	 de	 realizar	 procesos	 que	
permitan	 el	 aislamiento	 o	 separación	 selectiva	 de	 los	 analitos	 de	 interés	 de	 su	 matriz,	
con	objeto	de	poner	en	disolución	las	especies	químicas	originalmente	presentes,	sin	que	








(McSheehy y col., 2003).	Este	hecho	también	se	ha	observado	entre	muestras	de	naturaleza	
semejante,	 como	 las	muestras	 de	 alga,	 ya	 que,	 por	 un	 lado,	 existe	 una	 gran	 variabilidad	
morfológica	y	complejidad	estructural	entre	 los	grandes	grupos	de	algas	(verdes,	rojas	y	
pardas),	 y	 por	 el	 otro,	 las	 diferencias	 químicas	 entre	 ellas	 están	 relacionadas	 con	 las	
sustancias	presentes	 y	 con	 la	 composición	química	de	 las	paredes	 celulares	 (Rubio y col., 
2010).	 Por	 lo	 tanto,	 es	 necesario	 optimizar	 el	 procedimiento	 de	 extracción	 para	 cada	
matriz	estudiada	(McSheehy y col., 2003).	
	 La	mayoría	 de	 los	procedimientos	 analíticos	 estándar	de	 extracción	 en	muestras	
sólidas	 emplean	 sistemas	 clásicos	 de	 extracción	 sólido/líquido	 o	 lixiviación,	 como	 la	
agitación	 mecánica	 o	 magnética,	 y	 la	 extracción	 tipo	 Soxhlet	 (Gómez-Ariza y col., 2000c; 
Brisbin y Caruso, 2002),	que	suelen	requerir	elevados	 tiempos	de	 tratamiento	de	muestra,	
así	como	de	cantidades	de	muestra	y	extractantes,	lo	que	se	traduce	a	su	vez	en	un	mayor	
riesgo	 de	 cometer	 errores	 debido	 a	 contaminación	 y/o	 pérdida	 de	 analitos	 (Dietz y col., 
2007; Ramos, 2012).	Los	métodos	más	comunes	empleados	para	este	tipo	de	extracciones	
se	 pueden	 clasificar	 en	 función	 de	 la	 naturaleza	 del	 disolvente	 utilizado	 o	 del	 tipo	 de	
reacción	 implicada,	 así	 como	 del	 sistema	 empleado	 en	 la	 extracción	 (Dietz y col., 2007).	
Los	extractantes	 pueden	 ser	 disolventes	 polares	 o	 apolares,	 sustancias	 complejantes,	








parte	 del	 arsénico	 presente	 en	 dichos	 tejidos	 es	 soluble	 en	medios	 acuosos	 y	 orgánicos	
(Chatterjee y col., 2000).	 Los	 disolventes	 más	 utilizados	 para	 la	 extracción	 de	 especies	
inorgánicas	 y	 metiladas	 de	 arsénico	 son	 agua	 desionizada	 y	 mezclas	 agua/metanol	 en	
distintas	proporciones.	El	agua	se	ha	empleado	para	la	extracción	de	especies	de	arsénico	
en	algas,	con	eficiencias	de	extracción	entre	21	y	97%	(Pedersen y Francesconi, 2000; Šlejkovec y 
col., 2006; Narukawa y col., 2012),	 en	 pescados	 y	 mariscos,	 con	 eficiencias	 de	 extracción	
entre	53	y	112%	(Schaeffer y col., 2005; Hirata y col., 2006; Leufroy y col., 2011),	en	líquenes,	con	
eficiencias	de	extracción	inferiores	al	10%	(Farinha y col., 2009),	y	en	comida	para	perros,	
con	 eficiencias	 de	 extracción	 alrededor	 del	 90%	 (Monasterio y col., 2011).	 La	 mezcla	
agua/metanol	 en	 proporción	 (1:1;	 v/v)	 ha	 sido	 quizá	 la	más	 empleada,	 por	 ejemplo	 en	
muestras	de	algas,	con	eficiencias	de	extracción	de	61‐100%	(Raber y col., 2000; McSheehy y 
col., 2002a; Tukai y col., 2002; Karthikeyan y col., 2003; Li y col., 2003; Wei y col., 2003);	
en	pescados	y	mariscos,	con	eficiencias	entre	60	y	98%	(Vilano y Rubio, 2001; Li y col., 2003; 
Sloth y col., 2003; Williams y col., 2009; Nam y col., 2010);	 en	 vegetales	 y	 plantas,	 con	
eficiencias	 entre	 60	 y	 100%	 (Zhang y col., 2002; Zhao y col., 2006; Monasterio y col., 2011);	
y	en	arroz	 y	 tejidos	 e	 hígado	 de	 pollo,	 con	 eficiencias	 de	 extracción	 de	 96,	 75	 y	 86%,	
respectivamente	(Pizarro y col., 2003a; Monasterio y col., 2011). Otras	proporciones	de	mezclas	
agua/metanol	empleadas	han	sido,	entre	otras,	(1:9;	v/v)	en	ostras	y	pescados	(Chatterjee y 
col., 2000; Šlejkovec y col., 2004),	(1:3;	v/v)	en	arroz,	algas	y	pescados	(Kohlmeyer y col., 2003),	y	
(9:1;	v/v)	en	algas	y	plantas	(Ruiz-Chancho y col., 2008; Navratilova y col., 2011; Márquez-García 
y col., 2012).	
También	 se	 han	 empleado	 otros	 extractantes	 para	 la	 extracción	 de	 especies	 de	
arsénico,	 como	 el	 ácido	 trifluoroacético	 en	 muestras	 de	 arroz	 (Heitkemper y col., 2001);	
el	ácido	 fosfórico	 sobre	 CRMs	de	 suelo,	 sedimento	 y	 fango	 (Vergara Gallardo y col., 2001),	
sedimentos	marinos	(Ellwood y Maher, 2003),	suelos	y	sedimentos	(Pizarro y col., 2003a; Sanz 
y col., 2005b y 2007a)	 y	 plantas	 (Bohari y col., 2002; Maher y col., 2011; Larios y col., 2012; 
Márquez-García y col., 2012);	el	ácido	clorhídrico	sobre	CRMs	de	suelo	y	sedimento	 (Yehl y 
col., 2001)	 y	 algas	 (Farías y col., 2007);	 el	 ácido	 nítrico	 en	 trigo	 (D'Amato y col., 2011);	
y	el	ácido	sulfúrico	para	ajos	(Sousa-Ferreira y col., 2011).	Kuehnelt y col. (2001)	utilizaron	agua,	




y	 76%,	 respectivamente.	Matos-Reyes y col. (2007 y 2008)	 utilizaron	 una	 mezcla	 de	 ácido	
fosfórico	1	mol	L‐1	con	Tritón	XT‐114	0,1%	(m/v)	en	la	extracción	de	especies	de	arsénico	
en	 muestras	 de	 arroz,	 sémola	 de	 trigo,	 acelgas	 y	 berenjenas,	 obteniendo	 eficiencias	 de	
extracción	 entre	 el	 78	 y	 el	 101%,	 mientras	 que	 Pétursdóttir y col. (2012)	 emplearon	 una	
disolución	 etanólica	 al	 50%	 de	 hidróxido	 sódico	 1,5	 mg	mL–1	 en	 muestras	 de	 pescado,	
con	eficiencias	 de	 extracción	 de	 74‐89%.	 Whaley-Martin y col. (2012)	 aplicaron	 una	




como	 éter,	 cloroformo	 o	 hexano	 (Szpunar, 2000; Schaeffer y col., 2005).	 Estas	 especies	 han	
sido	 identificadas	 en	 muestras	 de	 algas	 (Morita y Shibata, 1988)	 y	 tejidos	 y	 aceites	 de	
pescado	(Rumpler y col., 2008; Taleshi y col., 2008 y 2010; Arroyo-Abad y col., 2010; Amayo y col., 
2011),	encontrándose	generalmente	en	bajos	porcentajes.	Por	ejemplo,	Amayo y col. (2011)	
reportaron	porcentajes	de	extracción	del	12	y	30%,	en	hexano	y	metanol/diclorometano	
(1:2;	 v/v),	 respectivamente,	 en	 tejidos	 de	 capelán	 conteniendo	 (2,9	±	0,1)	μg	g	‐1	 de	
arsénico	total. 
En	 los	últimos	años,	 se	ha	producido	un	gran	auge	en	el	 empleo	de	 técnicas	que	
requieren	 un	menor	 consumo	 de	muestra	 y	 extractante,	 así	 como	menores	 tiempos	 de	
tratamiento	 de	 muestra,	 mediante	 extracción	 con	 líquidos	 presurizados	 (PLE)	 o	 con	
fluidos	 supercríticos	 (SFE)	 (Brisbin y Caruso, 2002),	 así	 como	otros	métodos	que	 emplean	
fases	sólidas	adsorbentes,	como	la	microextracción	y	la	extracción	en	fase	sólida	(SPME	y	
SPE).	La	extracción	asistida	por	microondas	(MAE)	y	 la	sonda	de	ultrasonidos	focalizada	
(UPS)	se	han	mostrado	como	técnicas	de	extracción	rápidas	y	eficaces	 (Dietz y col., 2007; 
Ramos, 2012),	 aunque	 es	 necesario	 evaluar	 las	 posibles	 transformaciones	 entre	 especies,	
al	trabajar	en	condiciones	extremas	de	presión	y	temperatura	(Gómez-Ariza y col., 2001).	
La	 agitación	 mecánica	 o	 magnética	 ha	 sido	 ampliamente	 utilizada	 para	 la	
extracción	de	especies	de	arsénico	en	distintas	matrices,	como	plantas	y	líquenes	(Mattusch 
y col., 2000; Farinha y col., 2009),	CRMs	de	origen	marino	(Sloth y col., 2003; Van Elteren y col., 
2007),	pescados	y	mariscos	(Šlejkovec y col., 2004; Schaeffer y col., 2005),	y	algas	(Šlejkovec y col., 
2006).	 Por	 ejemplo,	Llorente-Mirandes y col. (2011)	 aplicaron	 la	 agitación	mecánica	durante	
16	horas	 como	 método	 de	 extracción	 de	 especies	 de	 arsénico	 en	 algas	 marinas	
comestibles,	 obteniendo	 eficiencias	 de	 extracción	 comprendidas	 entre	 29	 y	 111%. 
Navratilova y col. (2011) aplicaron	un	método	de	extracción	secuencial	sobre	el	alga	parda	
Capítulo	II:	Revisión	de	Métodos	Analíticos	
 76	
Ecklonia	radiata,	 empleado	agua/metanol	 (9:1;	v/v),	acetona	y	hexano,	 realizando	cinco,	
cinco	y	dos	etapas	de	extracción,	respectivamente,	mediante	agitación	mecánica	durante	la	






1999),	 que	 puede	 originar	 temperaturas	 y	 presiones	 extremas	 a	 nivel	 puntual	 y	
microscópico	(de	hasta	5000	°C	y	500	atm),	dando	 lugar	a	 la	 termólisis	del	soluto	y	a	 la	
formación	 de	 radicales	 hidroxilo	 y	 peróxido	 de	 hidrógeno	 (Mason, 1999).	 De	 esta	 forma,	
cuando	 un	 sólido	 se	 encuentra	 en	 un	 disolvente	 sometido	 a	 energía	 ultrasónica,	 los	
analitos	 presentes	 pueden	 ser	 total	 o	 parcialmente	 extraídos	 en	 el	 disolvente,	 por	 lo	
general	más	rápidamente	que	mediante	agitación	mecánica	o	magnética	(Dietz y col., 2007).	
La	 sonicación	 en	 baño	 de	 ultrasonidos	 es	 la	 forma	más	 económica	 y	 sencilla	 de	
aplicar	 la	 energía	 de	 ultrasonidos,	 por	 lo	 que	 ha	 se	 ha	 aplicado	 para	 la	 extracción	 de	
especies	de	 arsénico	 en	muestras	de	 algas	 (McSheehy y col., 2002a; Narukawa y col., 2012),	
cereales	 (Matos-Reyes y col., 2007),	pescados	y	mariscos	 (Wrobel y col., 2002; Whaley-Martin y 
col., 2012),	vegetales	y	plantas	 (Zhang y col., 2002; Zhao y col., 2006; Matos-Reyes y col., 2008; 
Monasterio y col., 2011; Sousa-Ferreira y col., 2011; Bergqvist y Greger y col., 2012),	 entre	 otras.	
Sin	embargo,	 la	 energía	 suministrada	 por	 los	 baños	 de	 ultrasonidos	 no	 es	muy	 elevada	
(Dietz y col., 2007),	 lo	que	hace	que	 la	sonda	de	ultrasonidos	focalizada	(UPS)	resulte	una	




el	 líquido	 extractante.	 Esto	 permite	 reducir	 considerablemente	 el	 tiempo	 de	 extracción,	
debido	a	que	 la	energía	 se	 focaliza	en	una	determinada	zona	de	 la	muestra,	provocando	
una	 cavitación	 más	 eficaz	 en	 el	 seno	 del	 líquido	 (Sanz y col., 2005b).	 Las	 variables	 que	
afectan	a	la	extracción	mediante	UPS	son	el	diámetro	de	la	sonda,	la	amplitud	o	potencia	
de	 la	 intensidad	 de	 la	 radiación,	 la	 interacción	 analito‐matriz,	 el	 tipo	 de	 disolvente,	
el	tiempo	de	 extracción,	 la	 temperatura	 exterior	 y	 el	 tamaño	de	partícula	 de	 la	muestra	
sólida	 (Capelo y col., 2005).	 La	 sonda	 de	 ultrasonidos	 focalizada	 se	 ha	 aplicado	 para	 la	
extracción	 de	 especies	 de	 arsénico	 desde	 diferentes	 matrices,	 como	 sedimentos	 de	 río	
(Huerga y col., 2005)	y	pollo,	pescados	y	suelos	(Sanz y col., 2005b, 2007a y 2007b).	
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La	 eficiencia	 de	 la	 energía	 de	 microondas	 para	 la	 extracción	 de	 analitos	 desde	
diferentes	tipos	de	matrices	biológicas	y	medioambientales	es	ampliamente	conocida	en	el	
campo	 del	 tratamiento	 de	 muestra	 (Kingston y Haswell, 1997; Sparr Eskilsson y Björklund, 
2000; Nóbrega y col., 2002).	 En	 principio,	 solo	 las	 muestras	 o	 disolventes	 que	 contienen	
moléculas	polares	o	absorbentes	de	radiación	de	microondas	se	pueden	ver	afectados	por	
este	tipo	de	radiación,	por	lo	que	es	necesario	emplear	extractantes	polares,	lo	que	explica	
su	 limitación	para	 la	extracción	de	compuestos	orgánicos	 (Ramos, 2012).	En	 la	extracción	
asistida	 por	 microondas	 (MAE),	 se	 suelen	 aplicar	 potencias	 de	 radiación	 bajas,	
normalmente	entre	20	y	90	W,	que	permiten	acelerar	la	extracción	de	especies	metálicas	y	
organometálicas	(Dietz y col., 2007).	Sin	embargo,	con	objeto	de	preservar	la	integridad	de	
las	 especies	 durante	 el	 método	 de	 extracción,	 es	 necesario	 optimizar	 los	 parámetros	
experimentales	 que	 afectan	 al	 proceso,	 como	 el	 medio	 extractante,	 la	 potencia	 de	
microondas	aplicada,	y	por	tanto,	la	temperatura	de	extracción,	y	el	tiempo	de	tratamiento	






método	 de	 extracción	 más	 suave,	 rápido,	 sencillo	 y	 reproducible	 entre	 los	 diferentes	
métodos	 evaluados.	 La	 aplicación	 de	MAE	 durante	 2	minutos	 a	 75	 °C	 permitió	 obtener	
recuperaciones	 cuantitativas	 de	 arsénico	 en	 TORT‐2,	 así	 como	 en	muestras	 de	 langosta	
comerciales	(tejido	y	órganos).	La	extracción	mediante	MAE	se	ha	empleado	para	llevar	a	
cabo	la	extracción	de	especies	de	arsénico	en	una	gran	variedad	de	muestras,	como	algas	
(Tukai y col., 2002; Karthikeyan y col., 2003; Wei y col., 2003; Kirby y col., 2004; Karadjova y col., 
2007; Han y col., 2009; Narukawa y col., 2012),	 plantas	 y	 animales	marinos	 (Kirby y Maher, 
2002a; Foster y col., 2007; Maher y col., 2011),	plantas	terrestres	(Bohari y col., 2002; Quaghebeur 
y col., 2003; Yuan y col., 2005),	suelos	y	sedimentos	(Vergara Gallardo y col., 2001; Yehl y col., 
2001; García-Manyes y col., 2002; Yuan y col., 2007; Giral y col., 2010),	 pescados	 y	mariscos	
(Chatterjee, 2000; Vilano y Rubio, 2001; Villa-Lojo y col., 2002; Hirata y Toshimitsu, 2005; Hirata 
y col., 2006; Leufroy y col., 2011; Pétursdóttir y col., 2012),	 y	 trigo	 y	 productos	 alimenticios	
basados	 en	 trigo	 (D'Amato y col., 2011).	Navratilova y col. (2011) aplicaron	 un	método	 de	
extracción	en	horno	microondas	a	95	°C	y	30	minutos,	empleando	ácido	 trifluoroacético	





microondas,	 en	 etapas	 secuenciales,	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 extracción	 de	 especies	 de	
arsénico	 en	 distintas	 matrices.	 Por	 ejemplo,	 Sánchez-Rodas y col. (2006)	 desarrollaron	 un	
procedimiento	de	extracción	empleando	una	mezcla	agua/metanol	(1:1;	v/v)	y	aplicando	
dos	etapas,	con	horno	de	microondas	durante	4	minutos	a	100	W,	en	la	primera,	y	sonda	
de	 ultrasonidos	 focalizada	 durante	 3	 minutos	 a	 50	 W,	 en	 la	 segunda,	 extrayendo	
cuantitativamente	 AsB,	 As(III),	 As(V),	 DMA	 y	 MMA	 en	 muestras	 de	 tejido	 de	 pollo.	





(Richter y col., 1995).	Es	una	técnica	de	extracción	independiente	del	analito	y	de	la	matriz,	
que	 proporciona	 extractos	 más	 limpios	 que	 los	 métodos	 de	 extracción	 convencionales.	
La	extracción	 se	 lleva	 a	 cabo	 a	 temperaturas	 superiores	 al	 punto	 de	 ebullición	 del	
disolvente,	 lo	que	implica	que	la	presión	del	sistema	debe	mantenerse	alta	con	objeto	de	
mantenerlo	en	estado	líquido.	De	esta	forma,	tanto	el	disolvente	empleado	como	la	presión	
y	 la	 temperatura	 influyen	 en	 la	 eficiencia	 de	 extracción	 (Dietz y col., 2007; Ramos, 2012).	
Esta	técnica	fue	aceptada	por	la	EPA	poco	después	de	su	introducción	(EPA Method 3545),	
y	 se	 ha	 aplicado	 fundamentalmente	 para	 la	 extracción	 de	 compuestos	 orgánicos,	 como	
pesticidas,	 hidrocarburos	 aromáticos	 policíclicos	 (PAHs),	 bifenilos	 policlorados	 (PCBs),	
dioxinas,	 etc.,	 en	 diversas	 matrices	 biológicas	 y	 medioambientales.	 Aunque	 las	
aplicaciones	en	estudios	de	especiación	están	menos	generalizadas,	ha	sido	empleada	para	
llevar	a	cabo	la	extracción	de	especies	de	arsénico	en	alimentos,	como	zanahorias,	arroz	o	
nueces,	y	suplementos	dietéticos	(Heitkemper y col., 2001; Vela y col., 2001; Kannamkumarath y 
col., 2004; Vela y Heitkemper, 2004; Nam y col., 2006; Yathavakilla y col., 2008),	algas	marinas	
(Gallagher y col., 2001b),	CRMs	de	origen	marino	 (Gallagher y col., 2002; Wahlen y col., 2004b),	
pescados	 y	 mariscos	 (Wahlen, 2004a; Mato-Fernández y col., 2007),	 plantas	 (Schmidt y col., 
2000),	material	particulado	atmosférico	PM10	(Moscoso-Pérez y col., 2008)	y	muestras	de	pelo	
y	uñas	(Sanz y col., 2007a y 2007b).	Schaeffer y col. (2005)	aplicaron	PLE	con	hexano	(14	MPa,	
100	 °C,	 5	 minutos,	 3	 ciclos)	 para	 la	 extracción	 del	 arsénico	 liposoluble	 presente	 en	





	 La	 hidrólisis	 enzimática	 ha	 sido	 empleada	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 extracción	 de	
compuestos	 de	 arsénico	 unidos	 a	 biomoléculas,	 así	 como	 para	 evaluar	 la	 fracción	
biodisponible	de	arsénico	mediante	simulación	de	digestiones	gástricas	(Dietz y col., 2007).	
Las	enzimas	más	empleadas	son	 las	proteasas	no	específicas,	como	la	tripsina,	 junto	con	
lipasas	 y	 amilasas,	 para	 la	 hidrólisis	 de	 lípidos	 y	 de	 almidón	 presentes	 en	 muestras	
alimenticias.	Su	elevada	 selectividad	 frente	a	 las	hidrólisis	ácidas	o	básicas,	así	 como	 las	
suaves	 condiciones	 de	 pH	 y	 temperatura	 necesarias,	 previene	 las	 posibles	 pérdidas	 de	
analitos	por	volatilización	y	la	transformación	de	especies.	Este	método	se	ha	ensayado	en	
determinados	tipos	de	muestras,	 fundamentalmente	alimentos,	como	manzanas	 (Caruso y 
col., 2001; B'Hymer y Caruso, 2002),	 arroz	 (Heitkemper	 y col., 2001),	 y	 alimentos	 para	 bebés	





UPS,	 MAE	 y	 PLE	 es	 una	 de	 las	 aplicaciones	 más	 actuales.	 De	 acuerdo	 con	 Bermejo y col. 
(2004),	 la	 hidrólisis	 enzimática	 combinada	 con	 UPS	 permite	 conseguir	 una	 disrupción	
efectiva	de	la	pared	celular,	lo	que	facilita	la	interacción	de	la	enzima	con	los	compuestos	
celulares	 liberados,	 disminuyendo	 el	 tiempo	 de	 tratamiento	 de	 muestra	 de	 horas	 a	
minutos,	 o	 incluso	 segundos.	 Por	 ejemplo,	Sanz y col. (2005a)	 aplicaron	 esta	metodología	
para	la	extracción	de	arsénico	en	muestras	de	arroz,	obteniendo	eficiencias	de	extracción	
superiores	 al	 95%	 al	 emplear	 una	 mezcla	 de	 proteasa	 XIV/‐amilasa	 y	 UPS	 durante	
3	minutos,	 mientras	 que	 la	 eficiencia	 de	 extracción	 fue	 del	 60%	 en	 muestras	 de	 pelo	
humano,	empleando	una	mezcla	de	lipasa/proteasa	y	UPS	durante	10	minutos	(Sanz y col., 
2007b).	Estos	autores	también	utilizaron	procesos	enzimáticos	en	combinación	con	UPS	en	
dos	 etapas,	 para	 la	 extracción	 de	 especies	 de	 arsénico	 en	 muestras	 de	 arroz	 y	 paja.	
En	la	primera	 etapa,	 emplearon	 α‐amilasa	 en	 agua,	 sonicando	 durante	 60	 segundos,	 y	 a	
continuación	 añadieron	proteasa,	 con	un	 tiempo	de	 sonicación	de	120	 segundos	 (Sanz y 
col., 2007a).	 Las	 extracciones	 enzimáticas	 también	 se	 han	 utilizado	 en	 combinación	 con	
MAE	 en	 muestras	 de	 pescado,	 empleando	 una	 mezcla	 pronasa	 E/lipasa	 (4:1;	 m/m)	 en	
tampón	 fosfato	 50	 mmol	 L–1	 a	 pH	 7,25,	 llevando	 a	 cabo	 la	 extracción	 a	 37	 °C	 durante	
30	minutos	 y	 obteniendo	 eficiencias	 de	 extracción	 entre	 63	 y	 106%	 (Hinojosa-Reyes y col., 
2009),	 así	 como	 en	 muestras	 de	 cereales,	 empleando	 una	 mezcla	 proteasa	 XIV/amilasa	
(5:1;	 m/m)	 en	 citrato	 amónico	 15	 mmol	 L–1	 a	 pH	 7,5,	 extrayendo	 a	 70	 °C	 durante	
30	minutos,	 con	 eficiencias	 de	 extracción	 entre	 94	 y	 105%	 (Tsai y Jiang, 2011).	
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También	se	han	 empleado	 en	 combinación	 con	 PLE	 para	 la	 extracción	 de	 especies	 de	
arsénico	en	pescados	y	mariscos,	con	pepsina	en	agua	a	pH	4,0,	realizando	la	extracción	a	
50	°C	y	1500	psi,	en	2	ciclos,	durante	3	minutos,	obteniendo	eficiencias	de	extracción	de	
96‐103%	(Moreda-Piñeiro y col., 2010).	
II.2.3	Preconcentración	y	purificación	
	 La	etapa	de	preconcentración	es	necesaria	cuando	el	arsénico	total	se	encuentra	a	
niveles	 de	 concentración	 excepcionalmente	 bajos,	 lo	 que	 se	 agrava	 en	 los	 análisis	 de	
especiación,	donde	 la	concentración	 total	de	un	elemento	se	 reparte	entre	 las	diferentes	
especies.	 En	 los	 casos	 en	 los	que	 la	 sensibilidad	del	 detector	 empleado	no	 es	 suficiente,	
los	límites	de	detección	del	método	pueden	mejorarse	aumentando	la	cantidad	de	muestra	
por	 unidad	 de	 volumen,	 si	 bien	 esto	 no	 siempre	 es	 posible	 debido	 a	 limitaciones	
instrumentales.	Los	procedimientos	de	preconcentración	más	empleados	corresponden	a	
procesos	de	evaporación	y	 redisolución	 (Anawar y col., 2012),	 aunque	 también	se	pueden	
aplicar	otros	procesos,	como	la	extracción	en	fase	sólida	(SPE)	(Gómez-Ariza y col., 2001).	
El	 principal	 objetivo	 de	 la	 etapa	 de	 purificación	 o	 clean‐up	 es	 la	 eliminación	 de	
componentes	 de	 la	 matriz,	 que	 puedan	 afectar	 al	 rendimiento	 de	 la	 extracción	 o	 a	 la	
separación	cromatográfica,	así	como	interferir	en	la	detección,	especialmente	en	el	caso	de	
matrices	 complejas,	 como	 suelos,	 sedimentos	 y	 tejidos	 biológicos	 (Radke y col., 2012).	
Generalmente,	 en	 los	 análisis	 de	 especiación	 de	 arsénico	 se	 tiende	 a	 evitar	 esta	 etapa,	
ya	que	puede	implicar	la	pérdida	o	transformación	de	algunas	especies,	produciéndose	por	
tanto	cambios	en	la	distribución	original	de	las	mismas.	Sin	embargo,	esta	etapa	se	suele	
aplicar	 cuando	 se	 determinan	 especies	 de	 arsénico	mediante	métodos	 cromatográficos,	
y	es	 imprescindible	 cuando	 se	 realizan	 análisis	 mediante	 espectrometría	 de	 masas	 con	
ionización	mediante	electrospray	(ESI‐MS)	(Francesconi y Kuehnelt, 2004).		
En	los	estudios	de	especiación	de	arsénico,	la	etapa	de	clean‐up	de	los	extractos	de	
las	 muestras	 suele	 incluir	 procesos	 cromatográficos	 separados	 y	 previos	 al	 análisis	
(off	line),	 como	 cromatografía	 de	 exclusión	 molecular	 (McSheehy y col., 2002a y 2002b),	
o	procesos	 de	 SPE,	 empleando	 diferentes	 tipos	 de	 absorbentes	 y	 cartuchos.	 En	muchos	
casos,	 los	procesos	de	clean‐up	 empleados	permiten	a	 su	vez	 la	preconcentración	de	 los	
extractos,	por	lo	que	es	necesario	ser	cuidadoso	con	la	cuantificación	de	la	concentración	
original	de	 las	especies	presentes,	especialmente	en	el	caso	de	procesos	cromatográficos	
off	 line,	 en	 los	 que	 se	 suelen	 recoger	 fracciones	 para	 realizar	 análisis	 posteriores	
(Francesconi y Kuehnelt, 2004).	 De	 acuerdo	 con	 Francesconi y Kuehnelt (2004),	 existe	 una	
necesidad	 e	 interés	 creciente	 en	 los	 procesos	 de	 clean‐up	 enfocados	 a	 aislar	 y	
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preconcentrar	 determinados	 compuestos	 de	 arsénico,	 como	 especies	 inorgánicas	 en	
alimentos	 y	 especies	 metiladas	 de	 arsénico	 trivalente	 en	 fluidos	 biológicos,	 así	 como	
especies	liposolubles	en	muestras	biológicas.	
Yalçin y Le (2001)	 estudiaron	 el	 empleo	 de	 diferentes	 cartuchos	 de	 SPE	 para	 la	
determinación	 de	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 en	 muestras	 de	 agua.	 Los	 resultados	
obtenidos	mostraron	que	los	cartuchos	de	alúmina	retenían	las	cuatro	especies,	por	lo	que	
resultaban	 adecuados	 para	 la	 eliminación	 de	 interferencias	 y	 preconcentración	 de	 las	
muestras.	Los	autores	observaron	que	el	DMA	también	quedaba	retenido	en	cartuchos	de	
resina	 de	 intercambio	 catiónico	 fuerte,	 el	 cual	 eluía	 con	 ácido	 clorhídrico	 1 mol	L‐1,	
mientras	 que	 MMA	 y	 As(V)	 se	 retenían	 en	 cartuchos	 de	 base	 silícea	 de	 intercambio	
aniónico	 fuerte,	 y	 eluían	 secuencialmente	 con	 ácido	 acético	 60	 mmol	 L‐1	 y	 con	 ácido	
clorhídrico	1	mol	L‐1,	respectivamente.	Sin	embargo,	en	ambos	casos,	la	especie	As(III)	no	
quedaba	 retenida. Moreda-Piñeiro y col. (2011)	 emplearon	 cartuchos	 de	 carbón	 activo,	
con	objeto	de	eliminar	compuestos	salinos	y	grasos	presentes	en	la	matriz	de	los	extractos	
enzimáticos	de	pescados	y	mariscos,	en	los	que	analizaron	las	especies	As(III),	As(V),	DMA	





La	derivatización	 tiene	 como	objetivo	principal	 la	 transformación	del	 compuesto	
original	 de	 arsénico	 en	 una	 especie	 química	 que	 pueda	 ser	 determinada	 mediante	 la	
técnica	analítica	empleada,	por	lo	que	suele	ser	una	etapa	imprescindible	en	el	análisis	de	
arsénico	mediante	 determinadas	 técnicas	 analíticas,	 especialmente	 las	 que	 requieren	 la	
introducción	 de	 la	 muestra	 en	 fase	 gaseosa,	 como	 los	 acoplamientos	 que	 emplean	 la	
cromatografía	de	gases	como	técnica	de	separación.	En	algunos	casos,	se	emplea	además	
como	método	de	eliminación	de	interferencias	y	mejora	de	los	límites	de	detección,	por	lo	
que	 en	 ocasiones	 es	 necesario	 aplicar	 métodos	 de	 derivatización	 debido	 a	 las	 bajas	
concentraciones	en	que	se	encuentra	el	arsénico	en	algunas	muestras (Radke y col., 2012).	
La	generación	de	hidruros	(HG)	es	el	método	de	derivatización	más	comúnmente	
empleado	para	la	especiación	de	arsénico,	acoplado	a	detectores	atómicos	(Szpunar, 2000; 
Arslan y col., 2011).	 El	 método	 proporciona	 un	 notable	 incremento	 de	 la	 sensibilidad,	




entre	 el	 analito	 y	 la	matriz.	 La	 reacción	 de	 formación	 del	 hidruro	 se	 produce	 en	medio	
ácido,	 generalmente	 ácido	 clorhídrico,	 y	 empleando	 un	 agente	 reductor	 fuerte,	 como	
borohidruro	sódico,	ya	que	la	generación	del	hidruro	a	partir	de	As(V)	requiere	una	etapa	
previa	de	reducción	a	As(III),	a	partir	del	cual	se	genera	la	correspondiente	arsina.	
Las	 especies	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 son	 formadoras	 de	 hidruros,	 aunque	
presentan	 diferentes	 eficiencias	 de	 generación	 del	 hidruro	 en	 función	 del	 pH.	 De	 esta	
forma,	en	medio	ácido,	tanto	As(III)	como	As(V)	se	reducen	cuantitativamente	y	forman	el	
hidruro	 correspondiente,	 mientras	 que	 a	 valores	 de	 pH	 superiores	 a	 4,	 solo	 As(III)	 se	
reduce	cuantitativamente.	Debido	a	esto,	se	suele	incluir	una	etapa	de	pre‐reducción	de	la	
muestra	 para	 convertir	 el	 As(V)	 en	 As(III),	 empleando	 comúnmente	 yoduro	 potásico,	
L‐cisteína	o	ácido	ascórbico	(Sigrist y Beldomenico, 2004; Boutakhrit y col., 2005; Cava-Montesinos 
y col., 2005; Leal y col., 2006; Tuzen y col., 2010).	Sin	embargo,	es	necesario	tener	en	cuenta	
que	 no	 todas	 las	 especies	 de	 arsénico	 generan	 hidruros	 volátiles.	 Estas	 especies	
corresponden	a	compuestos	orgánicos,	como	AsB,	AsC	o	arsenoazúcares,	las	cuales	no	son	
capaces	de	formar	el	hidruro,	o	lo	hacen	con	una	eficiencia	muy	baja,	debido	a	que	en	estos	
compuestos	 el	 arsénico	 se	 encuentra	 enlazado	 de	 forma	 muy	 estable	 a	 las	 cadenas	
carbonadas	(Villa-Lojo y col., 2002).	Por	este	motivo,	en	muchos	casos	se	requieren	métodos	
de	 descomposición	 o	 transformación	 previa	 de	 las	 especies,	 con	 el	 fin	 de	 conseguir	
la	conversión	de	todos	los	compuestos	organoarsenicales	a	formas	inorgánicas,	las	cuales	
sí	 son	 generadoras	 de	 hidruros.	 Schmeisser y col. (2004)	 estudiaron	 la	 eficiencia	 de	
generación	del	hidruro	de	 los	arsenoazúcares	Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	y	SO4‐sug	presentes	en	 los	
extractos	 acuosos	 de	 las	 algas	 pardas	Fucus	 serratus	 e	Hizikia	 fusiforme,	modificando	 el	
sistema	de	generación	de	hidruros	empleado	y	las	concentraciones	de	ácido	clorhídrico	y	
de	 borohidruro	 sódico.	 Los	 autores	 consiguieron	 eficiencias	 de	 generación	 de	 hidruros	
para	 los	 cuatro	 arsenoazúcares	 del	 4‐6	 y	 21‐28%,	 en	 función	 del	 sistema	 empleado,	
respecto	a	la	eficiencia	de	generación	de	la	especie	As(III)	y	para	las	mismas	condiciones	
de	reacción	(HCl	3	mol	L‐1	y	NaBH4	0,7%	(m/v)).	
II.3	 MÉTODOS	 ANALÍTICOS	 PARA	 LA	 DETERMINACIÓN	 DE	
CONTENIDOS	TOTALES	DE	ARSÉNICO	
Tal	 y	 como	 se	 ha	 indicado	 previamente,	 la	 determinación	 del	 contenido	 total	 de	
arsénico	 y	 otros	 elementos	 en	 una	 muestra	 sólida	 implica	 la	 realización	 de	 una	 etapa	
previa	de	mineralización.	Las	 técnicas	de	detección	más	comúnmente	empleadas para	 la	
determinación	 de	 arsénico	 total,	 son	 la	 espectrometría	 de	 absorción	 atómica	 (AAS),	




inductivamente	 (ICP‐AES	 e	 ICP‐MS),	 como	 se	muestra	 en	 la	Tabla	 II.1.	 (Dawczynski y col., 
2007).	 Algunas	 de	 estas	 técnicas	 también	 se	 han	 empleado	 para	 el	 análisis	 de	 otros	
elementos	 traza	 junto	 con	el	 arsénico,	 como	metales	pesados,	 cuya	determinación	es	de	




Almela y col. (2006)	emplearon	la	técnica	HG‐AAS	para	la	determinación	de	arsénico	
total	 en	algas	 comestibles,	 con	un	L.D.	de	25	ng	 g‐1	 (calculado	para	0,25	 g	de	muestra	 y	
25	mL).	 Los	 autores	 también	 analizaron	 contenidos	 totales	 de	 Cd	 y	 Pb	 en	 las	muestras,	
mediante	GF‐AAS,	 con	L.D.	de	3	y	50	ng	g‐1	 (calculados	para	0,2	g	de	muestra	y	25	mL),	
respectivamente.	 Recientes	 estudios	 realizados	 para	 la	 determinación	 de	 arsénico	
mediante	HG‐AAS	en	muestras	de	vegetales,	han	reportado	un	L.D.	de	0,07	µg	L‐1	(Anawar y 






total	 en	 diversos	 tipos	 de	 muestras,	 como	 pechuga	 de	 pollo	 (Sánchez-Rodas y col., 2006),	
arroz	 y	 sémola	 de	 trigo	 (Matos-Reyes y col., 2007),	 acelgas	 y	 berenjenas	 (Matos-Reyes y col., 
2008),	 rúcula,	hígado	de	pollo	y	 comida	para	perros	 (Monasterio y col., 2011)	 y	 ajos	 (Sousa-
Ferreira y col., 2011).	García-Sartal y col. (2010)	 emplearon	 esta	 técnica	 para	 determinar	 el	
contenido	de	arsénico	total	en	algas	comestibles,	con	un	L.D.	de	2,3	µg	g‐1	(calculado	para	
0,2	 g	 de	 muestra	 y	 un	 volumen	 final	 de	 25	 mL),	 mientras	 que	Matos-Reyes y col. (2010) 
consiguieron	 una	 notable	mejora	 de	 la	 sensibilidad	 en	 la	 determinación	 de	 arsénico	 en	
vegetales,	legumbres	y	cereales,	mediante	el	aumento	de	la	cantidad	de	muestra	empleada,	
alcanzando	un	L.D.	de	0,5	ng	g‐1	(calculado	para	1	g	de	muestra	y	30	mL	de	volumen	final).	





Domínguez-González y col. (2005)	determinaron	el	contenido	de	arsénico	junto	a	otros	
metales,	 entre	 ellos	 Cd,	 Cr,	 Cu,	 Ni,	 Pb	 y	 Zn,	 en	 algas	 comestibles	 mediante	 ICP‐AES,	
con	un	L.D.	para	el	arsénico	de	0,63	µg	g‐1,	y	entre	0,02	(para	Cd	y	Zn)	y	0,36	µg	g‐1	(para	
Ni)	 (calculados	 para	 0,2	 g	 de	muestra	 y	 10	mL	 de	 volumen	 final),	mientras	 que	Whaley-
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As	 ‐	 15,2	 0,33	 ‐	 1,33	 ‐	
Cd	 0,04g	 ‐	 0,10	 ‐	 0,28	 1,9	
Cr	 0,71g	 ‐	 0,33	 ‐	 0,44	 1,0	
Cu	 0,09h	 ‐	 0,20	 0,70	 ‐	 3,3	
Ni	 ‐	 ‐	 0,33	 ‐	 1,32	 0,9	
Pb	 0,07g	 ‐	 0,60	 ‐	 1,74	 ‐	




II.4	 MÉTODOS	 ANALÍTICOS	 PARA	 LA	 DETERMINACIÓN	 DE	
ESPECIES	DE	ARSÉNICO	HIDROSOLUBLES	
La	 determinación	 de	 compuestos	 de	 arsénico	 puede	 llevarse	 a	 cabo	 mediante	
técnicas	 selectivas	 para	 algunas	 especies,	 en	 función	 de	 sus	 diferentes	 propiedades	
químicas	 y	 de	 las	 condiciones	 de	 trabajo	 empleadas	 (métodos	 no	 cromatográficos),	





Los	 métodos	 no	 cromatográficos	 constituyen	 una	 alternativa	 más	 sencilla,	
económica	y,	en	ocasiones,	más	sensible	que	los	métodos	cromatográficos	(De la Guardia, 
1996).	 Están	 basados	 en	 la	 diferente	 respuesta	 de	 las	 distintas	 especies	 de	 arsénico,	
bajo	determinadas	condiciones	de	análisis,	empleando	detectores	selectivos	y	de	elevada	
sensibilidad	(Gonzálvez y col., 2009a; Vieira y col., 2009).	La	mayoría	de	este	tipo	de	estudios	
utilizan	 técnicas	 de	 espectroscopia	 molecular,	 fundamentalmente	 ultravioleta‐visible	
(UV‐VIS)	 y	 quimioluminiscencia,	 mediante	 la	 formación	 selectiva	 de	 complejos	 por	
reacción	 con	 grupos	 cromóforos;	 o	 técnicas	 electroanalíticas,	 fundamentalmente	
voltamperometría	 de	 redisolución	 anódica,	 empleando	 electrodos	 de	 platino	 y	 oro,	
o	catódica,	con	electrodos	de	carbono	vítreo	(Gonzálvez y col., 2010).	En	el	caso	de	métodos	
de	 especiación	 no	 cromatográficos	 empleando	 técnicas	 espectroscópicas	 atómicas,	
se	suele	 emplear	 la	 introducción	 de	muestra	mediante	 generación	 de	 hidruros	 (Kumar y 
Riyazuddin, 2007).	 Este	 método	 se	 basa	 en	 las	 diferencias	 observadas	 en	 cuanto	 a	 la	
eficiencia	 de	 generación	 del	 hidruro	 correspondiente	 para	 las	 distintas	 especies	 de	
arsénico.	 Así,	 en	 función	 de	 la	 acidez	 del	 medio,	 se	 puede	 llevar	 a	 cabo	 la	 reducción	
selectiva	 y	 determinar	 las	 formas	 inorgánicas	 y	 las	 especies	 orgánicas	 metiladas	 de	




no	 cromatográfica	de	 arsénico	 en	muestras	de	 aguas	de	 río	 y	 subterráneas	 (Coelho y col., 
2002; Akter y col., 2005),	CRMs	de	cenizas	volantes	de	carbón,	sedimentos	y	pelo	humano	
(González y col., 2003; Li y col., 2006),	 y	 ostras	 (Hsiung y Huang, 2006).	 Otros	 autores	
reportaron	la	determinación	de	As(III)	y	As(V)	mediante	FIA(inyección	en	flujo)‐HG‐AAS,	
en	aguas	subterráneas (Sigrist y Beldomenico, 2004)	y	en	guas	de	grifo	y	minerales (Narcise y 
col., 2005).	En	el	primer	caso,	los	autores	determinaron	el	As(III)	a	valores	de	pH	inferiores	
a	0	y	una	concentración	de	borohidruro	sódico	de	0,035%	(m/v),	obteniendo	un	límite	de	
detección	 para	 el	 As(III)	 de	 1,4	 µg	 L‐1.	 El	 As(V)	 se	 determinó	 por	 diferencia	 entre	 el	
arsénico	 total	 y	 el	 As(III)	 (Sigrist y Beldomenico, 2004). En	 el	 segundo	 caso, el	 As(V)	 se	
determinó	a	pH	neutro,	mientras	que	el	As(III)	y	As(V)	se	determinaron	de	forma	conjunta	
a	pH	12,	obteniendo	el	As(III)	por	diferencia,	con	L.D.	entre	0,03	y	0,3	µg	L‐1	(Narcise y col., 
2005).	Recientemente,	Díaz y col. (2012)	han	empleado	la	técnica	FIA‐HG‐AAS	para	llevar	a	
cabo	 la	 determinación	 de	 arsénico	 total	 y	 arsénico	 inorgánico,	mediante	mineralización	
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por	 vía	 seca	 y	 húmeda,	 respectivamente,	 en	 muestras	 de	 algas	 pardas,	 rojas	 y	 verdes	
recogidas	en	las	costas	chilenas	entre	los	años	2003	y	2004,	obteniendo	L.D.	para	arsénico	
total	e	inorgánico	de	26	y	13	ng	g‐1,	respectivamente.		
La	 especiación	 de	 arsénico	 también	 se	 ha	 llevado	 a	 cabo,	 sin	 separación	
cromatográfica	 previa,	 mediante	 generación	 de	 hidruros	 acoplado	 a	 AFS,	 tanto	 en	
muestras	 de	 cerveza	 (Martínez y col., 2001),	 como	 en	 muestras	 acuosas	 con	 sólidos	 en	
suspensión	 (Caballo-López y Luque de Castro, 2002),	 leche	y	pescados	 (Cava-Montesinos y col., 
2003 y 2005),	CRMs	de	agua	y	algas	(Leal y col., 2006),	cereales	y	vegetales	(Matos-Reyes y col., 
2007 y 2008),	champiñones	(Gonzálvez y col., 2009b),	y	ajos	(Sousa-Ferreira y col., 2011).		
No	obstante,	el	proceso	de	generación	de	hidruros	no	está	exento	de	interferencias,	
bien	 por	 la	 presencia	 de	 otros	 elementos	 formadores	 de	 hidruros,	 que	 interfieren	
consumiendo	 reactivos,	 o	 de	 metales	 de	 transición,	 o	 bien	 por	 la	 presencia	 de	 ácidos	
oxidantes,	 generalmente	 utilizados	 en	 la	 digestión	 de	 la	 muestra,	 y	 de	 sustancias	
orgánicas,	que	interfieren	en	la	propia	reacción	de	generación	de	hidruros	(Ramesh Kumar y 
Riyazuddin, 2010b).	
Recientemente,	López-García y col. (2011)	 han	 llevado	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	
arsénico	inorgánico	y	MMA,	DMA	y	AsB	en	muestras	de	alimentos	de	pescado	para	bebés,	
utilizando	como	técnica	de	detección	la	GF‐AAS.	El	procedimiento	se	basó	en	el	empleo	de	
suspensiones	 de	 las	 muestras	 preparadas	 en	 una	 disolución	 de	 hidróxido	 de	
tetrametilamonio	 (TMAH)	 0,01	mol	 L‐1	 y	 tres	 condiciones	 experimentales	 distintas	
(empleo	 de	 sales	 de	 Pd	 o	 de	 Ce(IV)	 como	modificadores	 de	matriz	 o	 de	 un	 atomizador	
recubierto	 de	 Zr)	 para	 obtener	 las	 señales	 analíticas	 correspondientes	 a	 cada	 especie.	
Los	L.D.	 obtenidos	mediante	 este	método	 para	 arsénico	 inorgánico	 y	MMA,	 DMA	 y	 AsB	
fueron	50,	25	y	15	ng	g−1	de	arsénico	por	especie,	respectivamente.	
El	 atrapamiento	 criogénico	 (CT)	 también	 se	 ha	 empleado	 como	 método	 de	
separación	 no	 cromatográfica.	 Para	 ello,	 los	 hidruros	 correspondientes	 a	 las	 distintas	
especies	 de	 arsénico	 son	 atrapados	 criogénicamente,	 normalmente	 en	 trampas	 de	
nitrógeno	 líquido,	 y	 después	 volatilizados	 secuencialmente,	 en	 función	 de	 su	 punto	 de	
ebullición	 (Tabla	 I.2.),	 consiguiéndose	 así	 su	 separación.	 Este	 fue	 el	 primer	 método	 de	
especiación	 de	 arsénico	 aplicado	 a	 muestras	 medioambientales	 y	 biológicas	 (Braman y 
Foreback, 1973),	 aunque	 no	 proporciona	 información	 sobre	 cada	 especie	 individual,	
sino	sobre	 el	 número	 de	 grupos	 metilo	 que	 están	 directamente	 unidos	 al	 átomo	 de	




la	 muestra	 más	 sencillo	 y	 corto.	 La	 digestión	 alcalina	 es	 el	 método	 de	 tratamiento	 de	
muestra	 más	 habitualmente	 empleado	 en	 estos	 procesos,	 permitiendo	 tanto	 la	
descomposición	 de	 especies	 de	 arsénico	 de	 base	 proteica,	 como	 la	 transformación	 de	
especies	no	 formadoras	de	hidruros	en	especies	 formadoras.	El	atrapamiento	criogénico	
acoplado	 a	 la	 generación	 de	 hidruros	 ha	 sido	 empleado	 junto	 con	 la	 técnica	 ICP‐MS	
(HG‐CT‐ICP‐MS)	 para	 la	 especiación	 de	 arsénico	 en	 muestras	 de	 agua	 (Ellwood y Maher, 
2002),	 así	 como	 con	 la	 técnica	 AAS	 (HG‐CT‐AAS)	 para	 la	 determinación	 de	 especies	 de	
arsénico	 en	muestras	 de	 agua	 (Hsiung y Wang, 2004),	 uñas	 (Wilhelm y col., 2005),	 plantas	
(Zhao y col., 2006),	y	algas	y	CRMs	de	pescados	y	mariscos	(Geng y col., 2009). 
II.4.2	Métodos	cromatográficos	





líquidos	 de	 alta	 eficacia	 (HPLC),	 empleando	 distintos	modos	 cromatográficos	 (Ali y col., 
2005; Popp y col., 2010).		
La	cromatografía	de	intercambio	iónico	(IE‐HPLC)	ha	sido	el	modo	cromatográfico	
más	 empleado	 en	 HPLC,	 debido	 a	 la	 naturaleza	 iónica	 de	 las	 principales	 especies	 de	
arsénico,	 especialmente	 las	 más	 tóxicas,	 y	 a	 que	 es	menos	 sensible	 a	 las	 interferencias	
debidas	a	la	matriz	y	al	efecto	del	pH,	ya	que	se	suelen	emplear	fases	móviles	con	elevada	
capacidad	 tamponadora.	 Las	 especies	 de	 arsénico	 presentan	 características	 iónicas	muy	
variables	y	dependientes	del	pH,	de	forma	que	pueden	ser	catiónicas,	aniónicas	o	neutras	
(Leermakers y col., 2006).	A	pH	neutro,	las	especies	As(V),	MMA	y	DMA	se	encuentran	como	
aniones;	AsC,	TMAO	y	TETRA	como	cationes;	AsB	como	zwitterión;	y	As(III)	como	especie	
neutra	 (Sharma y Sohn, 2009).	 Como	 resultado,	 las	 especies	 As(III),	 As(V),	 DMA	 y	 MMA	
suelen	 separarse	 mediante	 cromatografía	 de	 intercambio	 aniónico,	 junto	 con	 los	
arsenoazúcares	(Raber y col., 2000),	aunque	es	necesario	tener	en	cuenta	que	el	As(III)	suele	
eluir	 en	 las	 proximidades	 del	 tiempo	 muerto,	 por	 lo	 que	 puede	 solapar	 con	 especies	
neutras	o	catiónicas	no	retenidas	(Gómez-Ariza y col., 2001).	Por	otro	lado,	las	especies	AsB,	
AsC,	TMAO	y	TETRA	se	suelen	separar	mediante	intercambio	catiónico.	
En	cromatografía	de	intercambio	aniónico	(AE‐HPLC),	 las	fases	estacionarias	más	





9,2	(Chatterjee, 2000; Raber y col., 2000; Tukai y col., 2002; Ellwood y Maher, 2003; Quaghebeur y 
col., 2003; Mir y col., 2007; Geng y col., 2009; Rahman, F. y col., 2009; Choi y col., 2011; 
Navratilova y col., 2011; Narukawa y col., 2012);	 o	 de	 carbonato	 entre	 15	 y	 50	mmol	 L‐1	 a	
valores	de	pH	entre	8,0	y	9,5	 (Gallagher y col., 2001b;, Brisbin y col., 2002; Raab y Feldmann, 
2005a; Cao y col., 2009; Han y col., 2009; Shimoda y col., 2010);	o	ácido	malónico	10	mmol	L‐1	a	
pH	 5,6,	 ajustado	 con	 amoniaco	 (Nachman y col., 2012; Raber y col., 2012).	 Otras	 resinas	
poliméricas	 muy	 utilizadas	 son	 las	 formadas	 por	 divinilbenceno‐latex,	 modificadas	 con	
grupos	de	intercambio	aniónico	fuerte,	y	con	las	que	se	suele	emplear	ácido	nítrico	como	
fase	móvil	y	elución	en	modo	gradiente	de	pH,	generalmente	entre	valores	de	pH	de	1,8	y	
3,4	 (Kohlmeyer y col., 2003; Yuan y col., 2007; Schmidt y col., 2008a y 2008b; Clay Davis y col., 
2010; Nam y col., 2010; Leufroy y col., 2011; Moreda-Piñeiro y col., 2011).	
En	cuanto	a	la	cromatografía	de	intercambio	catiónico	(CE‐HPLC),	existen	distintos	
tipos	 de	 fases	 estacionarias	 que	 proporcionan	 buenas	 separaciones,	 aunque	 las	 más	
utilizadas	son	resinas	poliméricas	(de	poliestireno‐divinilbenceno)	o	de	base	silícea	(C18),	
modificadas	con	grupos	sulfonato	(intercambiadores	de	tipo	ácido	fuerte).	En	estos	casos,	
como	 fases	 móviles	 suelen	 emplearse	 disoluciones	 acuosas	 de	 piridina	 entre	 4	 y	
20	mmol	L‐1	 a	 valores	 de	 pH	 entre	 2,0	 y	 2,8,	 ajustados	 con	 ácido	 fórmico	 (Madsen y col., 
2000; Francesconi y col., 2002b; Geiszinger y col., 2002; Pizarro y col., 2003a; Simon y col., 2004a; 
Soeroes y col., 2005; Schaeffer y col., 2006; Ruiz-Chancho y col., 2008 y 2010; Zheng y Hintelmann, 
2009; Grotti y col., 2010; Llorente-Mirandes y col., 2010 y 2011; Molin y col., 2012; Whaley-Martin y 
col., 2012).	
La	 cromatografía	 de	 formación	 de	 pares	 iónicos	 (IP‐RP‐HPLC)	 se	 ha	 aplicado	
utilizando	columnas	de	C18	y	reactivos	surfactantes	añadidos	a	 la	 fase	móvil,	debido	a	su	
versatilidad,	 resolución,	 eficiencia	 de	 separación,	 simplicidad,	 y	 fundamentalmente,	
a	la	capacidad	 para	 separar	 en	 un	 único	 cromatograma	 tanto	 especies	 iónicas	 como	
neutras	(Chen y col., 1995; Martín y col., 1995; Amran y col., 1997; Do y col., 2001).	Sin	embargo,	
puede	presentar	algunas	limitaciones	relativas	a	la	degradación	de	las	columnas	analíticas,	
generalmente	 de	 sílice,	 interferencias	 debidas	 a	 la	 matriz	 y	 efecto	 del	 pH.	 Los	 agentes	
formadores	de	pares	iónicos	empleados	en	la	separación	de	especies	aniónicas	suelen	ser	
sales	de	amonio	cuaternario,	como	el	hidróxido	de	tetrabutilamonio	(TBAH)	 (Afton y col., 
2008; Hamano-Nagaoka y col., 2008; Narukawa y col., 2012),	 mientras	 que	 para	 separar	
especies	 catiónicas,	 se	 utilizan	 sales	 de	 pentano	 o	 hexanosulfonato	 (Wrobel y col., 2002; 
Hirata y Toshimitsu, 2005; Hirata y col., 2006).	 Este	modo	 cromatográfico	 se	 ha	 empleado	
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para	 la	 determinación	 de	 entre	 cinco	 y	 ocho	 especies	 de	 arsénico,	 incluyendo	 As(III),	
As(V),	MMA,	 DMA,	 AsB,	 AsC,	 TMAO	 y	 TETRA,	 con	 tiempos	 totales	 de	 análisis	 entre	 4	 y	
15	minutos	y	utilizando	 fases	móviles	con	valores	de	pH	entre	3,0	y	6,0,	en	muestras	de	
orina	y	agua	de	río	(Wrobel y col., 2002; Afton y col., 2008),	pescados,	mariscos	y	algas	(Wrobel 
y col., 2002; Simon y col., 2004b; Hirata y Toshimitsu, 2005; Hirata y col., 2006, Hamano-Nagaoka 
y col., 2008; Narukawa y col., 2012),	 y	 plantas	 (Afton y col., 2008).	 Kohlmeyer y col. (2002)	
detectaron	17	especies	de	arsénico	(As(III),	As(V),	MMA,	MMA,	AsB,	AsC,	TMAO,	TETRA,	
SO3‐sug,	SO4‐sug	y	siete	especies	desconocidas)	en	muestras	de	pescado,	marisco	y	algas,	
empleando	 una	 columna	 de	 intercambio	 aniónico,	 ácido	 nítrico	 como	 fase	 móvil,	
elución	en	 gradiente	 de	 pH	 entre	 3,4	 y	 1,8,	 y	 benzeno‐1,2‐disulfonato	 como	 reactivo	
formador	de	pares	iónicos,	con	un	tiempo	total	de	análisis	de	15	minutos.	Recientemente,	
Monasterio y col. (2011)	 han	determinado	DMA,	MMA,	 roxarsona	 (ROX),	 ácido	p‐arsanílico	





de	 cromatografía	 preparativa,	 para	 la	 purificación	 de	 extractos	 de	 algas	 (McSheehy y 
Szpunar, 2000; McSheehy y col., 2001 y 2002a) y	plantas (Bluemlein y col., 2009),	así	como	para	
llevar	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 asociadas	 a	 distintas	 fracciones	
moleculares	 de	 los	 ácidos	 húmicos	 en	muestras	 de	 suelo	 (Newton y col., 2006),	 pescados	
(Hinojosa-Reyes y col., 2009)	y	tabaco	(Taebunpakul y col., 2011),	 la	determinación	de	especies	
tioarsenicales	en	muestras	de	orina	y	uñas	(Mandal y col., 2008),	la	asociación	de	AsB	a	las	
proteínas	del	plasma	sanguíneo	(Pei y Gailer, 2009),	la	interacción	de	arsénico	con	péptidos	
y	proteínas	(Schmidt y col., 2009),	y	la	asociación	de	arsénico	con	fitoquelatinas	en	muestras	
de	 plantas	 (Melendez y col., 2011).	 Asimismo,	 se	 ha	 empleado	 en	 combinación	 con	 otros	
modos	 cromatográficos	 de	 forma	 secuencial,	 dando	 lugar	 a	 la	 cromatografía	 líquida	
multidimensional.	De	esta	forma,	se	ha	utilizado	junto	con	la	cromatografía	de	intercambio	
iónico	y/o	de	fase	inversa	para	la	determinación	de	especies	de	arsénico	en	muestras	de	
algas	 (McSheehy y Szpunar, 2000; McSheehy y col., 2001 y 2002a),	 plantas	 (Afton y col., 2009)	
y	mariscos	 (McSheehy y col., 2002b; Vitoulova y col., 2011).	Recientemente,	García-Sartal y col. 
(2012)	 han	 desarrollado	 un	 método	 basado	 en	 HPLC	 bidimensional,	 consistente	 en	 la	
separación	 de	 compuestos	 de	 arsénico	 (As(III),	 As(V),	 MMA,	 DMA,	 AsB	 y	





Los	 sistemas	 de	 detección	 más	 comúnmente	 empleados	 en	 su	 acoplamiento	 a	
sistemas	 cromatográficos	 corresponden	 a	 detectores	 atómicos,	 ya	 sean	 de	 absorción	
(AAS),	 emisión	 (AES),	 fluorescencia	 (AFS)	 o	 espectrometría	 de	 masas	 con	 plasma	 de	
acoplamiento	 inductivo	 (ICP‐MS)	 (Francesconi y Kuehnelt, 2004; Harrington y col., 2010).	
Asimismo,	 la	 espectrometría	 de	 masas	 con	 ionización	 mediante	 electrospray	 (ESI‐MS)	
permite	confirmar	la	identidad	de	las	especies	de	arsénico,	así	como	obtener	información	
estructural	de	nuevos	compuestos	arsenicales.	
El	 acoplamiento	 HPLC‐AAS	 requiere	 sistemas	 de	 generación	 de	 hidruros	 como	
interfase	(HPLC‐HG‐AAS),	con	objeto	de	alcanzar	los	límites	de	detección	necesarios	para	
llevar	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 en	 muestras	 biológicas	 y	
medioambientales	(Butcher, 2007; Anawar, 2012).	Se	trata	de	uno	de	los	acoplamientos	más	
empleados	y	estudiados,	si	bien	en	principio	solo	puede	utilizarse	para	 la	determinación	
de	 especies	 capaces	 de	 formar	 hidruros	 volátiles.	 Este	 acoplamiento	 se	 ha	 aplicado	 a	 la	
determinación	de	especies	de	arsénico	en	CRMs	y	muestras	de	orina	 (Cornelis y col., 1998; 
Alauddin y col., 2003; Sur y Dunemann, 2004),	 muestras	 de	 agua	 subterránea	 (Niedzielski, 
2005),	 alimentos	 para	 bebés	 y	 pescados	 (Viñas y col., 2003),	mariscos	 y	 algas	 (Koch y col., 
2007),	plantas	(Mir y col., 2007; Bergqvist y Greger, 2012),	y	suelos	y	sedimentos	(Martín y col., 
2001; Kozak y col., 2008).	La	introducción	de	una	etapa	de	digestión	en	línea	de	la	muestra	
permite	transformar	los	compuestos	organoarsenicales	en	arsénico	inorgánico	a	la	salida	
de	 la	 columna	 analítica	 y	 de	 forma	 previa	 a	 su	 entrada	 en	 el	 sistema	 generador	 de	
hidruros,	 permitiendo	 llevar	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 no	
formadoras	de	hidruros.	Los	métodos	de	descomposición	en	línea	más	utilizados	implican	
oxidaciones	 mediante	 calentamiento	 por	 microondas	 (Vélez y col., 1997; Moldovan y col., 
1998),	 radiación	UV	 (Tsalev y col., 1998)	 o	 termo‐oxidación	 (Suñer y col., 2001).	 A	modo	 de	
ejemplo,	 Villa-Lojo y col. (2002)	 emplearon	 el	 acoplamiento	 HPLC‐MW‐HG‐AAS	 para	
determinar	 las	 especies	 As(III),	 As(V),	 MMA,	 DMA,	 AsB	 y	 AsC	 en	muestras	 de	 pescado,	
obteniendo	L.D.	entre	0,3	y	1,1	ng	de	arsénico.	En	la	Tabla	II.3.	se	muestran	algunos	de	los	
trabajos	 que	 han	 empleado	 este	 acoplamiento	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 especiación	 de	
arsénico.	
El	 acoplamiento	 HPLC‐ICP‐AES	 también	 ha	 sido	 ampliamente	 empleado	 para	 la	
especiación	de	 arsénico	 en	muestras	 y	 fluidos	biológicos	 (Morita y col., 1981; Gailer y col., 
2003),	aguas	(Gailer y col., 1999),	pescados	y	mariscos	(Rubio y col., 1993b; Ybañez y col., 1995; 
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Amran y col., 1997; Narukawa y col., 2005),	 y	 plantas	 (Salido y Hyatt, 2007).	Chausseau y col. 
(2000)	 estudiaron	 la	 separación	 de	 As(III),	 As(V),	 DMA	 y	 MMA	 mediante	 HPLC	 de	
intercambio	 aniónico	 acoplado	 a	 un	 equipo	 ICP‐AES	 axial	 y	 secuencial,	 evaluando	 la	
respuesta	 del	 instrumento	 al	 emplear	 varios	 nebulizadores	 y	 cámaras	 de	 expansión.	
El	empleo	 de	 un	 nebulizador	 microconcéntrico	 y	 una	 cámara	 de	 expansión	 ciclónica	
proporcionó	los	mejores	resultados,	obteniendo	L.D.	de	10	µg	L–1	de	arsénico	para	As(III),	
MMA	y	DMA,	y	de	20	µg	L–1	de	arsénico	para	As(V),	aunque	lo	más	habitual	es	que	los	L.D.	
en	 este	 acoplamiento	 estén	 al	 nivel	 de	 mg	 L‐1	 (Amran y col., 1997).	 Sin	 embargo,	 la	
sensibilidad	 puede	 mejorar	 al	 introducir	 la	 muestra	 mediante	 generación	 de	 hidruros,	
constituyendo	la	técnica	HPLC‐HG‐ICP‐AES	 (Pohl y Jamroz, 2011).	Este	acoplamiento	se	ha	
aplicado	para	la	determinación	de	especies	de	arsénico	en	aguas	(Rauret y col., 1991; Gettar y 
col., 2000),	pescados	(Rubio y col., 1992),	orina	(Do y col., 2000),	y	suelos	(Al-Assaf y col., 2009).	
Smichowski y col. (2000)	y	Koh y col. (2005)	utilizaron	una	columna	de	levadura	inmovilizada	
(Saccharomyces	cerevisiae)	para	la	determinación	de	As(III)	y	As(V)	mediante	HG‐ICP‐AES	
en	 muestras	 de	 aguas	 naturales	 y	 pesticidas,	 herbicidas	 y	 cigarrillos,	 respectivamente,	
determinando	concentraciones	mínimas	de	As(III)	y	As(V)	de	0,20	y	0,10	µg	g‐1	de	arsénico	
por	 especie,	 respectivamente.	 Asimismo,	 la	 introducción	 de	 una	 etapa	 de	 oxidación	
mediante	 radiación	 UV	 (HPLC‐(UV)‐HG‐ICP‐AES),	 para	 destruir	 la	 parte	 orgánica	 de	 las	
especies	 de	 arsénico	 no	 formadoras	 de	 hidruros,	 ha	 permitido	 determinar	 las	 especies	
As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsC	en	muestras	de	agua	(Rubio y col., 1993a)	y	CRMs	de	
origen	marino	(Alberti y col., 1995).		
En	los	últimos	años,	los	detectores	más	empleados,	en	su	acoplamiento	con	HPLC,	
para	 llevar	 a	 cabo	 estudios	 de	 especiación	 de	 arsénico	 han	 sido	 la	 espectrometría	 de	
fluorescencia	atómica	(AFS)	y	la	de	masas	con	plasma	de	acoplamiento	inductivo	(ICP‐MS)	
(Sánchez-Rodas y col., 2010; Maher y col., 2012).	
La	 técnica	 AFS	 se	 caracteriza	 por	 su	 elevada	 sensibilidad,	 alcanzando	 límites	 de	
detección	 por	 debajo	 del	 nivel	 de	 los	 µg	 L‐1	 y	 un	 amplio	 intervalo	 de	 calibración	 lineal	
(hasta	 mg	 L‐1),	 lo	 que	 permite	 su	 aplicación	 a	 una	 gran	 variedad	 de	 muestras	
medioambientales,	 biológicas	 y	 alimenticias,	 representando	 una	 alternativa	 adecuada	 al	
ICP‐MS,	cuyo	empleo	está	muy	extendido	pero	 implica	un	mayor	coste	económico	de	 los	
análisis	 (Gómez-Ariza y col., 2000b; Stockwell y col., 2009; Sánchez-Rodas y col., 2010).	
Requiere	la	introducción	de	la	muestra	en	forma	gaseosa,	por	lo	que	se	emplea	junto	con	
sistemas	 de	 generación	 de	 hidruros.	 Por	 ello,	 el	 acoplamiento	 HPLC‐HG‐AFS	 se	 ha	
empleado	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	 las	 especies	 formadoras	 de	 hidruros,	
como	 son	 As(III),	 As(V),	MMA	 y	 DMA,	 en	 CRMs	 de	 suelos	 (Vergara Gallardo y col., 2001),	
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plantas	de	cultivo	 (Bohari y col., 2002),	plantas	procedentes	de	suelos	contaminados	 (He y 
col., 2002; Šlejkovec y col., 2010),	planta	hiperacumuladora	Pteris	vittata	(Zhang y col., 2002; Tu 
y col., 2003),	aguas	de	desecho	(Segura y col., 2002),	agua	mineral	embotellada	(Van Elteren y 
col., 2002),	 cerveza	 (Coelho y col., 2003),	 líquenes	 (Farinha y col., 2004),	 sedimentos	 de	 río	
(Huerga y col., 2005),	planta	del	arroz	Oryza	sativa	(Yuan y col., 2005),	aguas	subterráneas	y	
orina	 (Gong y col., 2006; Wei y Liu, 2007),	 arroz	 (Smith y col., 2006),	 suelos	 contaminados	
(Ruiz-Chancho y col., 2007; Yuan y col., 2007),	y	arenques,	capelán	y	bacaladillos	(Pétursdóttir y 
col., 2012),	 entre	 otras	 muestras.	 Su	 aplicación	 para	 la	 determinación	 de	 especies	 de	
arsénico	 no	 formadoras	 de	 hidruros,	 como	 AsB,	 AsC,	 TETRA,	 TMAO,	 y	 arsenoazúcares,	
requiere	 la	 destrucción	 previa	 de	 la	 parte	 orgánica	 de	 la	molécula	 (Chen y Belzile, 2010).	
Este	 proceso	 se	 ha	 llevado	 a	 cabo	mediante	 termo‐oxidación	 (Suñer y col., 2000 y 2001),	
oxidación	asistida	por	microondas	(Le y col., 1996)	o	foto‐oxidación.	Esta	última	opción	es,	
por	lo	general,	la	más	empleada,	y	se	lleva	a	cabo	al	hacer	reaccionar	la	muestra	con	una	
disolución	 de	 persulfato	 potásico	 (K2S2O8)	 preparada	 en	 medio	 básico	 y	 aplicación	 de	
radiación	 UV,	 de	 forma	 previa	 a	 la	 entrada	 en	 el	 sistema	 de	 generación	 de	 hidruros	
(Sánchez-Rodas y col., 2010).	 De	 este	 forma,	 el	 acoplamiento	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 se	 ha	
aplicado	al	análisis	de	especies	de	arsénico	en	muestras	de	orina	(Gómez-Ariza y col., 1998),	
CRMs	de	origen	marino	(Šlejkovec y col., 1999),	suelos	(García-Manyes y col., 2002),	pescados	y	
mariscos	 (Vilano y Rubio, 2001; Sánchez-Rodas y col., 2002; Šlejkovec y col., 2004; Simon y col., 
2004a y 2004b; Schaeffer y col., 2005; Mato-Fernández y col., 2007),	tejido	de	pollo	(Sánchez-Rodas 
y col., 2006),	algas	(Šlejkovec y col., 2006; Geng y col., 2009),	líquenes	(Mrak y col., 2006; Farinha y 
col., 2009),	y	rúcula,	comida	para	perros,	orina	de	perro	e	hígado	de	pollo	(Monasterio y col., 
2011).	
El	acoplamiento	HPLC‐ICP‐MS	es	el	método	analítico	más	utilizado	en	los	análisis	
de	 especiación	 de	 arsénico.	 Desde	 su	 desarrollo	 en	 los	 años	 80	 por	 los	 grupos	 de	
investigación	 de	Houk	 y	 Gray	 (Houk y col., 1980; Date y Gray, 1981),	 las	 aplicaciones	 del	
ICP‐MS	para	la	determinación	de	elementos	traza	han	sido	muy	abundantes.	Esto	se	debe	
fundamentalmente	 a	 que	 es	 una	 técnica	 de	 detección	 muy	 robusta	 y	 de	 elevada	
sensibilidad,	 así	 como	muy	 adecuada	 tanto	 para	muestras	 acuosas	 como	 para	 extractos	
acuosos	 de	 muestras	 biológicas	 y	 medioambientales	 (Maher y col., 2012).	 Además,	
la	respuesta	 de	 este	 detector	 es	 prácticamente	 uniforme	 para	 todas	 las	 especies	 de	
arsénico,	 lo	 que	 favorece	 en	 gran	 medida	 su	 cuantificación.	 Por	 todo	 esto,	
este	acoplamiento	 está	 ampliamente	 recomendado	 para	 llevar	 a	 cabo	 estudios	 de	
especiación	de	elementos	a	nivel	de	 trazas	 (B'Hymer y Caruso, 2004; Francesconi y Kuehnelt, 
2004; Wang, 2007).	Su	principal	 limitación	radica	en	que	solo	permite	el	empleo	de	 fases	
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móviles	 acuosas	 o	 con	 un	 bajo	 contenido	 de	 disolventes	 orgánicos,	 ya	 que	 estos	 suelen	
producir	 una	 elevada	 inestabilidad	 en	 el	 plasma,	 pudiendo	 incluso	 llegar	 a	 extinguirlo,	
así	como	 deriva	 instrumental	 por	 formación	 de	 depósitos	 carbonosos	 en	 la	 antorcha	 y	
en	los	conos	muestreador	y	skimmer	de	la	interfase,	pudiendo	llegar	incluso	a	bloquear	el	
sistema.	En	 los	casos	en	 los	que	el	contenido	de	disolvente	orgánico	no	es	muy	elevado,	
esto	 se	 puede	 solventar	 introduciendo	 una	 corriente	 de	 oxígeno	 auxiliar	 en	 el	 plasma,	
que	transforma	 el	 carbono	 que	 llega	 al	 plasma	 en	 dióxido	 de	 carbono.	 Por	 otro	 lado,	
el	arsénico	es	un	elemento	monoisotópico	 (75As),	 por	 lo	que	 su	determinación	mediante	
ICP‐MS	 puede	 verse	 afectada	 por	 interferencias	 espectrales,	 debido	 a	 la	 formación	 de	
iones	poliatómicos,	especialmente	las	procedentes	de	40Ar35Cl,	el	cual	es	proporcional	a	la	
concentración	 de	 iones	 cloruro	 en	 la	 muestra.	 Este	 inconveniente	 se	 puede	 solventar	
mediante	 el	 empleo	 de	 celdas	 de	 reacción/colisión	 o	 de	 analizadores	 de	 masas	 de	 alta	
resolución,	 así	 como	 acoplando	 la	 generación	 de	 hidruros	 entre	 la	 columna	 analítica	 y	
el	detector.	De	 este	modo,	 se	 consigue	que	 solo	 las	 arsinas	 lleguen	 al	 detector,	mientras	
que	los	iones	cloruro	permanecen	en	disolución	(Francesconi y Kuehnelt, 2004).	
El	acoplamiento	HPLC‐ICP‐MS	se	ha	aplicado	para	la	determinación	de	especies	de	
arsénico	 en	 un	 amplia	 variedad	 de	 muestras,	 como	 algas	 (McSheehy y col., 2000, 2001 y 
2002a; Madsen y col., 2000; Raber y col., 2000; Geiszinger y col., 2001; Tukai y col., 2002; Kohlmeyer 
y col., 2003; Wei y col., 2003; Sloth y col., 2005a; Koch y col., 2007; Thomson y col., 2007b; Wood y 
col., 2011);	alimentos,	como	arroz	(Heitkemper y col., 2001; Kohlmeyer y col., 2003; Pizarro y col., 
2003a; Sanz y col., 2005a y 2007a; Guzmán Mar y col., 2009),	 pollo	 (Pizarro y col., 2003a; 
Polatajko y Szpunar, 2004)	y	 trigo	 (Cubadda y col., 2010);	 frutas	y	verduras,	como	manzanas	
(Caruso y col., 2001),	champiñón	(Soeroes y col., 2005)	y	rábano,	judía	mungo,	haba,	lechuga	y	
acelga	 (Smith y col., 2009);	muestras	biológicas	humanas,	 como	pelo	y	uñas	 (Mandal y col., 
2003; Raab y Feldmann, 2005a; Sanz y col., 2007a y 2007b)	 y	orina	 (Wrobel y col., 2002; Van 
Hulle y col., 2004; Sirot y col., 2009; Clay Davis y col., 2010; Newcombe y col., 2010);	pescados	y	
mariscos,	 como	 ostras	 (Chatterjee, 2000),	 langosta	 (Brisbin y col., 2002),	 salmón	 y	 tiburón	
(Wrobel y col., 2002),	vieira	y	krill	(Sloth y col., 2003),	mejillones	(Sörös y col., 2003),	cangrejo,	
langosta,	bacalao,	arenque	y	caballa	(Sloth y col., 2005b),	almejas	(Koch y col., 2007)	y	cangrejo	
de	 río	 (Williams y col., 2009);	 plantas	 hiperacumuladoras	 de	 arsénico,	 como	Pteris	vittata	
(Zhang y col., 2002; Srivastava y col., 2010)	 y	 Pityrogramma	 calomelanos	 (Francesconi y col., 
2002b; Melendez y col., 2011);	plantas	procedentes	de	suelos	contaminados	(Koch y col., 2000; 
Mattusch y col., 2000; Geiszinger y col., 2002; Zheng y col., 2003; Mir y col., 2007; Ruiz-Chancho y 
col., 2011)	 y	 otros	 tipos	de	plantas	 (Quaghebeur y Rengel, 2003; Mattusch y col., 2000 y 2006; 
Foster y col., 2007; Sanz y col., 2007a; Thomson y col., 2007a; Schmidt y col., 2008a; Bluemlein y col., 
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2009; Jedynak y col., 2010; Maher y col., 2011; Száková y col., 2011);	 y	 suelos	 y	 sedimentos	
(García-Manyes y col., 2002; Geiszinger y col., 2002;; Ellwood y Maher, 2003; Pizarro y col., 2003a; 
Zheng y col., 2003; Száková y col., 2005; Rattanachongkiat y col., 2004; De Mello y col., 2007; Huang 
y Matzner, 2007; Sanz y col., 2007a; Giral y col., 2010; Quazi y col., 2010).		
El	acoplamiento	HPLC‐ICP‐MS	ha	sido	aplicado	a	muchos	estudios	de	especiación	
de	 arsénico,	 tanto	 de	 estabilidad	 como	 de	 biodisponibilidad,	 en	 muestras	 biológicas	 y	
medioambientales.	Navratilova y col. (2011) estudiaron	los	productos	de	degradación	de	los	
arsenoazúcares	 Gly‐,	 PO4‐	 y	 SO3‐sug,	 presentes	 en	 el	 alga	 parda	 Ecklonia	 radiata,	
observando	su	 transformación	 final	en	As(V),	a	pesar	de	 la	ausencia	de	contacto	directo	
con	el	aire	y	después	de	25	días,	y	mediante	 la	 formación	de	 las	especies	 intermediarias	
DMA	 y	 DMAE.	 Recientemente,	 Moreda-Piñeiro y col. (2012a)	 han	 estudiado	 la	
biodisponibilidad	del	arsénico	total	y	de	las	especies	As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsC	
presentes	 en	 varios	 pescados	 y	 mariscos	 crudos,	 mediante	 la	 aplicación	 de	 un	 modelo	
in	vitro	 basado	 en	 la	 combinación	 de	 digestiones	 gástricas	 e	 intestinales	 y	 métodos	 de	
diálisis.	 Los	 autores	 observaron	porcentajes	 de	 biodisponibilidad	 elevados	 tanto	para	 el	
arsénico	total	como	para	todas	las	especies	estudiadas,	no	inferiores	al	71%	excepto	para	
AsC.	 Asimismo,	 observaron	 que	 el	 contenido	 graso	 de	 las	 muestras	 afectaba	
principalmente	 a	 la	 biodisponibilidad	 del	 arsénico	 total,	 AsB	 y	 AsC,	 obteniendo	
porcentajes	 de	 biodisponibilidad	 superiores	 para	 las	muestras	 con	 un	menor	 contenido	
graso,	mientras	que	el	contenido	proteico	no	afectaba	a	dicha	biodisponibilidad.	
	 La	 sensibilidad	 del	 acoplamiento	 HPLC‐ICP‐MS,	 puede	 verse	 incrementada	
mediante	 la	 introducción	 de	 muestra	 por	 generación	 de	 hidruros.	 De	 esta	 forma,	
este	acoplamiento	 (HPLC‐HG‐ICP‐MS)	 se	 ha	 empleado	 para	 llevar	 a	 cabo	 estudios	 de	
especiación	de	arsénico	en	agua	de	mar	 (Nakazato y col., 2002),	 tejidos	biológicos	 (Kirby y 
col., 2004),	 algas	 (Schmeisser y col., 2004),	 orina	 (Nakazato y Tao, 2006; Lindberg y col., 2007),	
y	pescados	y	mariscos	 (Gómez-Ariza y col., 2000c). También	se	ha	empleado	en	combinación	
con	 la	 foto‐oxidación	 post‐columna	 (HPLC‐(UV)‐HG‐ICP‐MS),	 para	 determinar	 As(III),	
As(V),	MMA,	DMA	y	AsB	en	muestras	de	orina	humana	 (Wei y col. 2000).	Pétursdóttir y col. 
(2012) llevaron	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	 las	 especies	 As(III)	 y	 As(V)	 en	muestras	 de	
arenque,	 capelán	 y	 bacaladillos,	 pescados	 en	 Islandia	 entre	 los	 años	 2004	 y	 2009,	
mediante	 los	 acoplamientos	HPLC‐ICP‐MS,	HPLC‐HG‐ICP‐MS	 y	HPLC‐HG‐AFS,	 con	 objeto	
de	 eliminar	 interferencias	 espectrales	 y	 la	 coelución	 de	 especies	 no	 formadoras	 de	
hidruros.	 Los	 tres	 métodos	 instrumentales	 empleados	 proporcionaron	 resultados	





Además	del	HPLC,	 la	 cromatografía	de	gases	 (GC)	y	 la	 electroforesis	 capilar	 (CE)	
también	 se	 han	 empleado	 para	 llevar	 a	 cabo	 estudios	 de	 especiación	 de	 arsénico.	
La	principal	 aplicación	 de	 la	 GC	 ha	 sido	 en	 su	 acoplamiento	 con	 la	 espectrometría	 de	
masas	(MS).	El	acoplamiento	GC‐MS	se	ha	empleado	para	la	determinación	de	diferentes	
especies	 de	 arsénico,	 previo	 tratamiento	 de	 las	 mismas	 con	 diversos	 agentes	
derivatizantes,	 como	 1,3‐propanoditiol	 o	 borohidruro	 sódico,	 en	 muestras	 de	 aguas	
(Szostek y Aldstadt, 1998; Roerdink y Aldstadt, 2004; Kim y col., 2005),	orina	humana	(Mester y 
col., 1999),	y	suelos	y	sedimentos	(Szostek y Aldstadt, 1998; Killelea y Aldstadt, 2001; Tørnes y 
col., 2006).	 También	 se	 ha	 combinado	 con	 el	 atrapamiento	 criogénico	 y	 detección	 por	
ICP‐MS,	para	determinar	trimetilarsina	en	muestras	de	gas	natural	(Krupp y col., 2007; Uroic 
y col., 2009),	 o	 AAS	 para	 determinar	 arsinas	 en	 tejidos	 biológicos	 (Matoušek y col., 2008).	
Otros	 detectores	 empleados	han	 sido	AES,	 para	 determinar	 arsénico	 inorgánico,	MMA	y	
DMA	 en	 agua	 de	 mar,	 vinos,	 cervezas	 y	 alimentos	 infantiles (Campillo y col., 2008),	 y	 el	
detector	 de	 descarga	 de	 barrera	 dieléctrica	 (DBD),	 para	 determinar	 arsinas	 en	
hidrocarburos	ligeros	(Gras y col., 2010).	
Por	 otro	 lado,	 la	 electroforesis	 capilar	 se	 ha	 utilizado	 en	 su	 acoplamiento	 con	
detección	UV	(CE‐UV)	para	la	determinación	de	As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	en	muestras	de	
agua	 (Akter y col., 2005; Koshcheeva y col., 2009)	 y	 sedimentos	 marinos	 (Sun y col., 2004),	
así	como	 para	 determinar	 As(III),	 As(V),	 MMA,	 DMA,	 ROX,	 óxido	 de	 fenilarsina	 (PAO),	
ácido	 orto‐	 y	 para‐aminofenilarsónico	 (o‐APAA	 y	 p‐APAA)	 y ácido	 fenilarsónico	 (PAA)	
en	extractos	acuosos	de	suelos	(Kutschera y col., 2007).	Por	otro	lado,	 la	CE	se	ha	empleado	
con	HG‐AFS	para	determinar	As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	en	aguas	de	río	y	lago	(Yin, 2004; 
Li y col., 2005),	 así	 como	 con	 ICP‐MS	 para	 determinar	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 en	
pescados	y	mariscos	(Meermann y col., 2008; Yang y col., 2009),	además	de	AsB	en	hígado	de	
pescado	y	suplementos	dietéticos	(Hsieh y col., 2010),	y	de	AsB	y	AsC	en	tejidos	biológicos	
(Yeh y Jiang, 2005).	

















(5	min,	120	°C)	 H2O	 Schmidt y col., 2000 
HPLC	(IE)	 Algas	 As(III),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsAz	
PLE	
(1	min,	Tamb,	500	psi)	 MeOH/H2O	(3:7)	 Gallagher y col., 2001b 










Hirata y Toshimitsu, 
2005 
HPLC	(IE)	 Pescados	y	mariscos	 As(III)	y	As(V)	 MAE	(90	°C,	20	min)	 NaOH	0,9M/EtOH	(1:1)	 Sloth y col., 2005b 
CE	 Pescados	y	ostras	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsC	 MAE	(80	°C,	3	min)	 MeOH/H2O	(4:1)	 Yeh y Jiang, 2005 


























‐	 Algas	 As(III)	y	As(V)	 Disolución	 HCl	 Rose y col., 2007 
HPLC	(IP	y	RP)	 Agua	de	río,	cebollas	y	orina	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 Agitación	(1,5	h)	
Tris‐HCl	20mM		
(pH	7,5)	 Afton y col., 2008 
HPLC	(IP	y	RP)	 Algas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	TMAO	 Calentamiento	(80	°C,	1h)	 HNO3	0,3M	
Hamano-Nagaoka y col., 
2008 
CE	 Pescados	 As(III),	As(V),	DMA	y	AsB	 US	(10	min)	 Acetona	 Meermann y col., 2008 

















Cao y col., 2009 




















HPLC	(IE)	 Plantas	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 1)	US	(1	h)	2)	Agitación	(4	h)	
1)	H2O	
2)	4%	SDS	 Jedynak y col., 2009 




Rahman, F. y col., 2009 





MeOH/H2O	(9:1)	 Zheng y Hintelmann, 2009 
HPLC	(IE)	 Algas	y	planta	acuáticaPosidonia	oceanica	
As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	





Pepsina/H2O	(pH	4,0)	 Moreda-Piñeiro y col., 2010 
HPLC	(IE)	 Pescados	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA	y	AsB	
MAE	(30	°C,	5	min;	y	
75	°C,	15	min)	 MeOH/H2O	(3:1)	 Nam y col., 2010 
HPLC	(IE)	 Algas	y	planta	acuáticaPosidonia	oceanica	
As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	
AsB,	AsC	y	AsAz	 Agitación	(30	rpm,	16	h)	 H2O	 Ruiz-Chancho y col., 2010 













HPLC	(IE)	 Remolacha	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 Agitación	(45	rpm,	14	h)	 Tampón	fosfato	20mM	 Száková y col., 2010 
HPLC	(IP	y	RP)	 Aditivos	para	piensos	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB,	ROX,	4‐OH	y	p‐ASA	 US	(40	min)	 MeOH/H2O	(1:1)	 Wang, P. y col., 2010 







MeOH/H2O	(4:1)	 Leufroy y col., 2011 
HPLC	(IE)	 Algas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB,	AsC,	TMAO	y	AsAz	 Agitación	(30	rpm,	16	h)	 H2O	 Llorente-Mirandes y col., 2011 
HPLC	(IE)	 Pescados	y	moluscos	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsC	
Hidrólisis	enzimática	y	
US	(40	°C,	5	min)	 Pepsina	 Moreda-Piñeiro y col., 2011 
HPLC	(IE)	 Orina	 DMA	y	AsB	 ‐	 ‐	 Navas-Acien y col., 2011 
HPLC	(IE)	 Plantas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB,	AsC,	TMAO	y	TETRA	
Agitación	





















HPLC	(IE)	 Cereales	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 Hidrólisis	enzimática	y	MAE	(37	°C,	30	min)	
Proteasa	XIV/α‐amilasa/	
Citrato	15mM	pH	7,5	 Tsai y Jiang, 2011 





Na2‐EDTA	0,2mM	(pH	6,0)	 Lomax y col., 2012 







(9,9:0,1)	 Nachman y col., 2012 
HPLC	(IP	e	IE)	 Algas	 As(V)	 MAE	(60	°C,	30	min)	o	US	(60	°C,	1	h)	 H2O	 Narukawa y col., 2012 




























o	Agitación	(2	h)	 MeOH/H2O	(1:1)	 Tu y col., 2003 
HPLC	(IE)	 Almejas	y	algas	 As(III)	y	As(V)	 Agitación	(150	rpm,	37	°C,	1h)	 MeOH/H2O	(1:1)	 Koch y col., 2007 
‐	 Arroz	y	sémola	de	trigo	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 US	(10	min)	 H3PO4	1,0	M/Triton	XT‐114	 Matos-Reyes y col., 2007 
HPLC	(IE)	 Agua	subterránea	y	orina	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 US	(15	min)	 ‐	 Wei y Liu, 2007 
HPLC	(IE)	 Suelos	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 MAE	(95	°C,	15	min)	 Tampón	fosfato	500mM	 Yuan y col., 2007 
‐	 Acelgas	y	berenjenas	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 US	(10	min)	 H3PO4	1,0	M/Triton	XT‐114	 Matos-Reyes y col., 2008 
‐	 Champiñón	 As(III)	y	As(V)	 US	(10	min)	 H3PO4	1,0	M/Triton	X‐100	 Gonzálvez y col., 2009b 
‐	 Ajos	 As(III)	y	As(V)	 US	(10	min)	 H2SO4	1,0M	 Sousa-Ferreira y col., 2011 



















HPLC	(IE)	 Suelos	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA	 MAE	(60	W,	10	min)	 H3PO4	1,0M	+	Ascórbico	0,1M	 García-Manyes y col., 2002 
HPLC	(IE)	 Mejillón,	anchoa,	besugo,	lubina	y	sardinas	
As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	
AsB,	AsC,	TMAO,	TETRA	y	AsAz	 Agitación	(14	h)	 H2O	 Schaeffer y col., 2005 
HPLC	(IE)	 Pollo	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA	y	AsB	
1)	MAE	(100	W,	4	min)	
2)	UPS	(50	W,	3	min)	 MeOH/H2O	(1:1)	 Sánchez-Rodas y col., 2006 
HPLC	(IE)	 Algas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB,	AsC,	TMAO,	TETRA	y	AsAz	
Agitación	
(durante	la	noche)	 H2O	 Šlejkovec y col., 2006 
HPLC	(IE)	 Pescados	y	mariscos	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsC	
PLE	
(2	min,	Tamb,	500	psi)	 MeOH/H2O	(3:1)	 Mato-Fernández y col., 2007 
HPLC	(IE)	 Líquenes	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB,	AsC,	TMAO	y	TETRA	 Agitación	(24	h)	 H2O	 Farinha y col., 2009 
HPLC	(IE)	 CRMs	marinos	y	algas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,	AsB	y	AsAz	 Agitación	(12	h)	 H3PO4	0,25M	 Geng y col., 2009 
HPLC	(IE)	 Suelos	y	plantas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA	y	TMAO	 Agitación	(20	ó	2	h)	
H2O		



































HPLC	(IE)	 Plantas	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA US	(20	min)	 1)	MeOH/H2O	(1:1)	2)	HCl	0,1	M	 Mir y col., 2007 
GC	 ‐	 Arsinas	 ‐	 ‐	 Matoušek y col., 2008 
‐	 CRMs	marinos	y	algas	 As(III),	As(V),	MMA,	DMA,AsB	y	AsAz	
Calentamiento	
(90‐95	°C,	3h)	 NaOH	2M	 Geng y col., 2009 











	 HPLC	(RP)	 Orina	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA ‐	 ‐	 Do y col., 2000 
HPLC	(IE)	 Aguas	 As(III),	As(V),	MMA	y	DMA ‐	 ‐	 Gettar y col., 2000 





	 La	 determinación	 de	 fitoquelatinas	 en	 extractos	 de	 plantas	 presenta	 una	 gran	
complejidad,	 debido	 fundamentalmente	 a	 que	 los	 compuestos	 As(III)‐PC	 son	 fácilmente	
oxidables,	 a	 las	 interferencias	 de	 matriz	 que	 presentan	 las	 técnicas	 comúnmente	
empleadas	 para	 su	 determinación,	 y	 al	 elevado	 tiempo	 de	 preparación	 de	 la	 muestra	
requerido	 (Bräutigam y col., 2010).	 Los	 métodos	 de	 análisis	 para	 la	 determinación	 de	
fitoquelatinas	pueden	 ser	directos,	 consistentes	 en	 la	 separación	y	determinación	de	 las	
masas	moleculares	de	los	compuestos	As(III)‐PC,	o	indirectos,	a	través	la	cuantificación	del	
contenido	 total	 de	 grupos	 tiol	 (Wood y Feldmann, 2012).	 Los	métodos	 analíticos	 directos	
permiten	 la	 diferenciación	 entre	 GSH,	 PC	 y	 complejos	 As(III)‐PC	 mediante	 métodos	
cromatográficos,	 normalmente	 por	 HPLC.	 Sin	 embargo,	 la	 elevada	 inestabilidad	 de	 los	
complejos	 As(III)‐PC	 pone	 de	 manifiesto	 la	 necesidad	 de	 aplicar	 métodos	 de	 análisis	
consistentes	en	una	única	etapa	cromatográfica.	Bluemlein y col. (2009)	demostraron	que	la	
aplicación	 de	 una	 etapa	 de	 clean‐up	 del	 extracto	 de	 planta	 Thunbergia	 alata	 mediante	
SE‐HPLC,	 recolección	 de	 fracciones	 y	 posterior	 análisis,	 daba	 lugar	 a	 una	 pérdida	 casi	
completa	de	los	complejos	As(III)‐PC.	
	 Las	 técnicas	 de	 detección	 más	 comúnmente	 empleadas	 han	 sido	 UV	 y	 ESI‐MS,	
mediante	 derivatización	 de	 los	 grupos	 tiol	 y	 posterior	 determinación	 de	 los	 mismos,	
aunque	la	aplicación	de	estos	métodos	requiere	el	empleo	de	disoluciones	patrón	de	PCs,	
no	 disponibles	 comercialmente,	 y	 no	 permite	 obtener	 información	 sobre	 los	 complejos	
As(III)‐PC	 (Wood y Feldmann, 2012).	El	empleo	de	HPLC‐ICP‐MS	 junto	con	ESI‐MS	permite	
solventar	estos	 inconvenientes,	 identificando	grupos	 tiol	enlazados	a	arsénico,	el	 cual	 se	




(Wood y Feldmann, 2012).	 Entre	 ellos,	 se	 encuentran	 la	 desolvatación	 de	 la	 muestra	 y	
cuantificación	 del	 azufre	 a	 m/z	 32	 (Bluemlein y col., 2008);	 el	 empleo	 de	 la	 celda	 de	
colisión/reacción,	 bien	 con	 xenón,	 para	 la	 eliminación	 de	 interferencias	 poliatómicas,	 o	
bien	con	oxígeno,	para	convertir	el	azufre	en	óxido	de	azufre,	que	se	determina	a	m/z	48	
(32S16O+)	 (Bluemlein y col., 2008);	 así	 como	 el	 análisis	 por	 dilución	 isotópica,	 mediante	
enriquecimiento	 de	 la	 muestra	 con	 sulfato	 modificado	 isotópicamente	 con	 34S	 y	




II.5	 MÉTODOS	 ANALÍTICOS	 PARA	 LA	 DETERMINACIÓN	 DE	
ESPECIES	DE	ARSÉNICO	LIPOSOLUBLES	
	 Los	estudios	sobre	especies	de	arsénico	 liposolubles	o	arsenolípidos	comenzaron	
en	 los	 años	 70	 (Lunde, 1974),	 y	 son	 considerados	 como	 los	 compuestos	 de	 arsénico	
predominantes	 en	 aceites	 de	 origen	marino.	 Sin	 embargo,	 el	 conocimiento	 acerca	 de	 su	
abundancia,	 identidad	 y	 toxicidad	 es	 limitada,	 comparado	 con	 el	 de	 las	 especies	
arsenicales	hidrosolubles,	debido	a	 las	dificultades	asociadas	a	 su	aislamiento	y	 análisis,	
así	como	a	los	bajos	niveles	de	concentración	en	que	se	suelen	encontrar	(Schmeisser y col., 
2005).	Aunque	 la	mejora	de	 las	técnicas	analíticas	durante	 los	últimos	años	ha	permitido	




Los	 mayores	 avances	 en	 la	 elucidación	 estructural	 de	 arsenolípidos	 se	 han	





secuencial	 con	 hexano,	 benceno,	 dietiléter	 y	 metanol,	 mostraron	 que	 los	 arsenolípidos	
presentes	en	 la	 fracción	de	metanol	presentaban	características	químicas	similares	a	 las	
de	 fosfolípidos	 ya	 conocidos	 (Lunde, 1968),	 concluyendo	que	 al	menos	dos	 arsenolípidos	
estaban	presentes	en	aceites	de	procedencia	marina	(Lunde, 1972a).	
La	 primera	 elucidación	 estructural	 de	 un	 arsenolípido	 se	 atribuye	 a	 Morita	 y	
Shibata,	en	el	año	1988,	quienes	aislaron	y	caracterizaron	un	arsenoazúcar	liposoluble	en	
el	alga	parda	Undaria	pinnatifida	o	Wakame,	identificado	como	un	fosfolípido	conteniendo	
un	 arsenoazúcar	 (estructura	 mostrada	 en	 la	 Tabla	 II.4.)	 (Morita y Shibata, 1988).	
Este	arsenolípido	 se	 purificó	 mediante	 varias	 etapas	 cromatográficas,	 previas	 a	 la	
saponificación	y	 al	 análisis	 de	 los	 extractos	mediante	GC‐MS,	 combinada	 con	 resonancia	
magnética	nuclear	de	protón	 (1H‐RMN),	 y	utilizando	 ICP‐AES	 como	 técnica	de	detección	
elemental.	 Este	 estudio	 propició	 un	 debate	 científico	 sobre	 el	 tipo	 de	 arsenolípidos	
presentes	 en	 diferentes	 organismos	 marinos,	 ya	 que	 según	 Lunde,	 los	 arsenolípidos	




marinas	eran	diferentes	a	los	presentes	en	pescados	(Morita y Shibata, 1988).	
II.5.1	 Caracterización	 de	 los	 productos	 de	 hidrólisis	 de	
arsenolípidos	
Algunos	 estudios	 sobre	 arsenolípidos	 se	 basan	 en	 la	 elucidación	 estructural	 a	
partir	 de	 los	 compuestos	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 formados	 en	 su	 hidrólisis	 o	
saponificación	 (Francesconi y col., 1990; Hanaoka y col., 1999; Ebisuda y col., 2002; Devalla y 
Feldmann, 2003),	 los	 cuales	 se	 analizan	 principalmente	 mediante	 HPLC	 de	 intercambio	
iónico	acoplado	a	ICP‐MS	(Francesconi y Kuehnelt, 2004).	
La	 fosfatidilarsenocolina	 fue	 el	 primer	 arsenolípido	 encontrado	 en	 organismos	
marinos	 (especie	de	 salmonete	Aldrichetta	 forsteri),	mediante	HPLC‐ICP‐MS	 (Francesconi y 
col., 1990).	 Su	 determinación	 se	 basó	 en	 el	 aislamiento	 e	 identificación	 de	 la	
glicerofosforilarsenocolina,	 producto	 formado	 en	 la	 hidrólisis	 alcalina	 de	 la	
fosfatidilarsenocolina.	 Posteriormente,	 este	 arsenolípido	 se	 encontró	 también	 en	 la	
glándula	 digestiva	 de	 la	 especie	 de	 langosta	 Panulirus	 cygnus	 (Edmonds y col., 1992),	
en	grasa	de	la	especie	de	foca	Phoca	hispida	(Ebisuda y col., 2002)	y	en	tejidos	de	la	especie	
de	tiburón	Mustelus	manazo	(Hanaoka y col., 1999 y 2001),	a	través	de	la	detección	de	AsC	o	
sus	 derivados.	 Recientemente,	Fukuda y col. (2011)	 han	 estudiado	 el	 metabolismo	 de	 la	
fosfatidilarsenocolina	 en	 ratones,	 observando	 que	 este	 arsenolípido	 se	 absorbía	
principalmente	 en	 el	 tracto	 gastrointestinal	 y	 se	 transformaba	 en	AsB,	 que	 se	 excretaba	
lentamente	 por	 la	 orina.	 Por	 otro	 lado,	 la	 detección	 de	 fosfato‐arsenoribosa	 (PO4‐sug),	
como	 producto	 de	 hidrólisis,	 permitió	 encontrar	 arsenolípidos	 dimetilados	 y	
fosfatidilarsenoazúcares	 en	 langostas	 (Edmonds y col., 1992),	 focas	 (Ebisuda y col., 2002),	
algas	pardas	(Devalla y Feldmann, 2003)	e	hígado	de	calamares	voladores	(Ninh y col., 2007).	
	 Devalla y Feldmann (2003)	 estudiaron	 el	 arsénico	 liposoluble	 presente	 en	 el	 alga	
parda	Laminaria	digitata	 y	 en	 los	 tejidos	de	ovejas	alimentadas	 con	este	alga,	 aplicando	
una	hidrólisis	enzimática	previa	al	análisis	por	HPLC‐ICP‐MS.	Estos	autores	 identificaron	
un	arsenolípido	con	una	estructura	basada	en	la	especie	Gly‐sug,	lo	que	estaba	de	acuerdo	






Kohlmeyer y col. (2005)	 demostraron	 que	 los	 arsenolípidos	 presentes	 en	 aceites	 de	
pescado	no	eran	saponificables	bajo	condiciones	de	hidrólisis	alcalina	fuerte,	al	contrario	





detector	 elemental	 en	 estudios	 de	 especiación	 debido	 a	 su	 elevada	 sensibilidad	 y	
selectividad.	En	el	caso	de	análisis	de	arsenolípidos,	esta	técnica	ha	presentado	una	seria	
limitación	hasta	hace	algunos	años,	ya	que	los	disolventes	orgánicos	empleados	tanto	para	
la	 extracción	 como	 para	 la	 elución	 cromatográfica	 de	 los	 mismos	 pueden	 causar	
la	desestabilización	 del	 plasma	 de	 argón.	 No	 obstante,	 algunas	 modificaciones	
introducidas	 en	 esta	 técnica,	 como	 el	 empleo	 de	 pequeños	 caudales	 de	 fase	 móvil,	 el	
enfriamiento	de	la	cámara	de	expansión	o	la	introducción	de	una	corriente	de	oxígeno	en	
el	 gas	 de	 nebulización,	 han	 permitido	 el	 empleo	 de	 fases	 móviles	 orgánicas	 en	 ICP‐MS	
(Kovacevic y col., 2004).	
Schmeisser y col. (2005)	 llevaron	a	cabo	por	primera	vez	el	análisis	de	arsenolípidos	
empleando	 HPLC‐ICP‐MS	 y	 disolventes	 orgánicos	 como	 fase	 móvil.	 Las	 especies	
liposolubles	 de	 arsénico	 presentes	 en	 diez	 muestras	 de	 aceite	 pescado,	 de	 diferentes	
orígenes,	y	en	varios	productos	alimenticios,	como	cápsulas	de	aceite	de	pescado	e	hígado	
de	bacalao,	se	extrajeron	con	hexano	y	agitación,	y	se	analizaron	mediante	cromatografía	
de	 líquidos	 de	 fase	 normal,	 empleando	 columnas	 de	 sílice	 y	 utilizando	 como	 fase	móvil	
una	mezcla	 de	 acetona,	 hexano,	 ácido	 acético	 y	 trietilamina,	 con	 elución	 en	 modo	
isocrático	y	a	un	caudal	de	80	µL	min‐1.	La	cuantificación	de	 los	arsenolípidos	se	 realizó	
mediante	calibración	externa,	con	disoluciones	patrón	de	óxido	o	sulfuro	de	trifenilarsina.	
Se	 encontró	 que	 todas	 las	 muestras	 contenían	 entre	 cuatro	 y	 seis	 arsenolípidos	




La	 cromatografía	 de	 líquidos	 de	 fase	 inversa	 ha	 sido	 la	 más	 empleada	 para	 la	
separación	de	arsenolípidos,	utilizándose	 fundamentalmente	 columnas	de	octadecilsílice	







intercambio	 aniónico,	 obteniendo	 así	 una	 fracción	 enriquecida	 en	 arsenolípidos	polares.	
Esta	 fracción	 se	 analizó	 mediante	 HPLC‐ICP‐MS,	 utilizando	 la	 columna	 Atlantis	 dC18,	
así	como	metanol	y	acetato	amónico	20	mmol	L‐1	a	pH	6,0	como	fases	móviles,	a	un	caudal	
de	 100	 µL	 min‐1.	 La	 separación	 se	 llevó	 a	 cabo	 en	 modo	 gradiente	 (50‐90%	 metanol)	
durante	 50	 minutos.	 El	 perfil	 cromatográfico	 reveló	 la	 presencia	 de	 al	 menos	
15	arsenolípidos.	La	misma	fracción	se	analizó	también	mediante	HPLC	acoplada	a	ESI‐MS	
(HPLC‐ESI‐MS),	 obteniendo	 simultáneamente	 información	 elemental	 y	 molecular,	
mediante	la	monitorización	del	arsénico	en	modo	SIM	(Selected	Ion	Monitoring)	a	m/z	75,	
y	 de	 los	 arsenolípidos	 en	 modo	 scan	 primero	 (m/z	250‐500)	 y	 SIM	 después	 (m/z	
asignadas	 en	 el	 modo	 scan)	 (Pedersen y Francesconi, 2000).	 De	 esta	 forma,	 se	 pudieron	
identificar	 6	 de	 los	 15	 arsenolípidos,	 que	 representaban	 aproximadamente	 el	 20%	 del	
arsénico	 liposoluble	 total,	 y	 cuyas	 masas	 se	 confirmaron	 mediante	 análisis	 por	
espectrometría	de	masas	de	alta	resolución	(HR‐MS)	sobre	fracciones	de	100	µL,	recogidas	
durante	 el	 análisis	 cromatográfico.	 Este	 trabajo	 supuso	 la	 primera	 identificación	
estructural	mediante	análisis	directo	de	arsenolípidos	intactos.	




5	 mmol	 L‐1	 a	 pH	 6,0	 como	 fases	 móviles.	 Estos	 autores	 también	 identificaron	 dos	
hidrocarburos	 que	 contienen	 arsénico	 (Tabla	 II.4.)	 en	 atún	 de	 calidad	 sashimi	
(ultracongelado	 por	 debajo	 de	 ‐60	 °C),	 representando	 aproximadamente	 el	 40%	 del	
arsénico	liposoluble	total	(Taleshi y col., 2010).	
La	cromatografía	de	líquidos	de	fase	inversa	se	ha	aplicado	a	la	separación	de	este	
tipo	de	compuestos,	aplicando	una	elución	en	modo	gradiente,	y	por	tanto,	mejorando	la	
resolución	 de	 la	 separación,	 frente	 al	 modo	 isocrático	 (Raber y col., 2010).	 Sin	 embargo,	
la	cuantificación	de	especies	elementales,	 cuando	se	utiliza	una	elución	en	gradiente	con	
disolventes	 orgánicos,	 presenta	 algunas	 dificultades	 en	 la	 detección	 por	 ICP‐MS,	
debido	a	la	variación	del	contenido	de	carbono	durante	el	análisis,	 lo	que	puede	originar	





compensen	 los	 cambios	 de	 la	 fase	móvil,	 la	 aplicación	del	método	de	dilución	 isotópica,	
o	la	adición	post‐columna	de	un	patrón	interno	(Wind y col., 2001; Giusti y col., 2005; Navaza 
y col., 2008; Profrock y Prange, 2009).	 Como	 alternativa	menos	 compleja,	Raber y col. (2010)	
propusieron	 la	 aplicación	 de	 un	 método	 de	 compensación	 de	 gradiente,	 basado	 en	 la	
introducción	 en	 la	 cámara	 de	 expansión	 de	 un	 disolvente	 orgánico	 volátil,	 en	 concreto	
una	disolución	 acuosa	 de	 acetona	 al	 25%	 (v/v).	 De	 este	modo,	 la	 cámara	 de	 expansión	
se	saturaba	 con	 vapores	 orgánicos,	manteniendo	 constante	 la	 cantidad	 total	 de	 carbono	
que	llega	al	plasma	y	evitando	así	cambios	en	la	sensibilidad	del	detector,	característicos	
de	 la	 elución	 en	 gradiente	 de	 metanol.	 Este	 método	 se	 aplicó	 a	 la	 separación	
cromatográfica	 de	 doce	 especies	 de	 arsénico	 (As(III),	 As(V),	 MMA,	 DMA,	 cuatro	
oxo‐arsenoazúcares	 y	 cuatro	 tio‐arsenoazúcares)	 en	 columnas	 de	 intercambio	 aniónico,	
empleando	metanol	 y	 fosfato	 amónico	 20	mmol	 L‐1	 como	 fases	móviles,	 y	 aplicando	 un	
gradiente	 de	 metanol	 de	 0	 a	 50%,	 con	 un	 tiempo	 total	 de	 análisis	 de	 25	 minutos.	
La	cuantificación	de	las	especies	de	arsénico	se	llevó	a	cabo	mediante	calibración	externa,	
con	 disoluciones	 patrón	 de	 DMA,	 y	 se	observó	 que,	 trabajando	 sin	 compensación	 de	
gradiente,	la	concentración	de	las	especies	que	eluían	con	mayor	porcentaje	de	metanol	en	
la	 fase	móvil	 estaban	 sobrestimadas	 por	 factores	 de	 entre	 8	 y	 10,	 mientras	 que	 con	 el	
método	propuesto	por	compensación	de	gradiente,	los	resultados	para	todas	las	especies	
eran	 comparables	 a	 los	 obtenidos	 en	 modo	 isocrático.	 Según	 los	 autores,	 una	 futura	
aplicación	de	este	método	podría	consistir	en	la	cuantificación	de	proteínas	que	contienen	
metales	o	de	especies	liposolubles,	mediante	cromatografía	de	líquidos	de	fase	inversa	con	
elución	 en	 modo	 gradiente.	 Recientemente,	Ruiz-Chancho y col. (2012)	 han	 evaluado	 dos	
métodos	 para	 reducir	 los	 cambios	 en	 la	 respuesta	 del	 arsénico	 debida	 al	 efecto	 del	
carbono	 para	 la	 determinación	 de	 arsenolípidos	 en	 aceites	 de	 pescado,	 mediante	
cromatografía	de	 líquidos	de	 fase	 inversa	 acoplada	 a	 ICP‐MS,	 aplicando	un	 gradiente	 de	
etanol	y	 tampón	acetato	a	pH	6.	Los	métodos	evaluados	consistían	en	 la	 introducción	de	
una	disolución	de	metanol,	bien	directamente	en	la	cámara	de	expansión	o	post‐columna,	
resultando	este	último	el	más	adecuado	para	mantener	 constante	 la	 respuesta	de	varios	
arsenolípidos	de	diferentes	polaridades.	
Amayo y col. (2011)	 llevaron	 a	 cabo	 la	 identificación	 y	 cuantificación	 de	 los	
arsenolípidos	 presentes	 en	 tejidos	 de	 la	 especie	 de	 capelán	Mallotus	 villosus,	mediante	
el	acoplamiento	simultáneo	de	la	cromatografía	de	líquidos	de	fase	inversa	(aplicando	un	








metanol,	 en	 distintas	 proporciones,	 recogiendo	 un	 total	 de	 doce	 fracciones	 que	 fueron	
analizadas	 mediante	 HPLC‐ICP‐MS/ESI‐MS.	 De	 esta	 forma,	 se	 identificaron	 tres	




empleada	 para	 la	 determinación	 de	 hidrocarburos	 que	 contienen	 arsénico	 (Raber y col., 
2009),	 aunque	 la	 determinación	 de	 ácidos	 carboxílicos	 que	 contienen	 arsénico	 requiere	
una	etapa	de	derivatización.	Arroyo-Abad y col. (2010)	utilizaron	además	los	acoplamientos	
de	la	cromatografía	de	gases	con	ICP‐MS	(GC‐ICP‐MS)	y	con	la	espectrometría	de	emisión	
atómica	 con	 plasma	 inducido	 por	 microondas	 (GC‐MIP‐AES),	 para	 la	 determinación	 de	
arsenolípidos	 en	 muestras	 de	 hígado	 de	 bacalao	 en	 conserva,	 aplicando	 un	 método	 de	
extracción	con	metanol	y	sonicación	durante	24	horas	a	temperatura	ambiente,	así	como	




































































































Taleshi y col., 2008 y 2010; 
Arroyo-Abad y col., 2010; 





Taleshi y col., 2008; 
Arroyo-Abad y col., 2010; 





Taleshi y col., 2008 y 2010; 
Arroyo-Abad y col., 2010; 





































































Rumpler y col., 2008; 
Amayo y col., 2011 
As‐FA390	 C19H39O3As	
	
Aceite	de	hígado	de	bacalao Rumpler y col., 2008 
As‐FA418	 C21H43O3As	
	
Aceite	de	hígado	de	bacalao Rumpler y col., 2008 
As‐FA388	 C19H37O3As	
	





Rumpler y col., 2008; 
Amayo y col., 2011 





























 Espectrómetro	 de	 emisión	 atómica	 con	 plasma	 de	 acoplamiento	 inductivo	
“Liberty	Series	II	Axial	Sequential	ICP‐AES”	(Varian,	Mulgrave,	Australia),	equipado	con	


















 Espectrómetro	 de	 fluorescencia	 atómica	 “Millennium	 Excalibur	 PSA	 10.055”	



















sistema	 interno	 de	 control	 de	 temperatura	 automático	 tipo	 ATC‐400‐CE	 y	 rotor	
segmentado	de	alta	presión	tipo	HPR‐1000/10S	(100	bar	y	300	°C),	con	capacidad	para	
10	vasos	de	teflón	TFM.	




presión	 (XP‐1500:	 1500	 psig	 y	 300	 °C),	 con	 capacidad	 para	 12	 vasos	 de	 teflón	 TFM.	
Para	 operar	 en	 procesos	 de	 extracción,	 dispone	 de	 sistema	 agitador,	 sensor	 de	
disolventes	y	rotor	segmentado	GreenChemTM,	con	capacidad	para	14	vasos	de	vidrio	
Pyrex.	
 Sonda	 de	 ultrasonidos	 focalizada	 “Sonopuls	 Ultrasonic	 Homogenizers	 HD	 2200”	








 Columna	 analítica	 de	 intercambio	 aniónico	 “Hamilton	 PRP‐X100”	 (250	 x	 4,1	 mm,	
10	m)	(Phenomenex,	Torrance,	CA,	USA)	y	precolumna	correspondiente	(25	x	2.3	mm,	
12‐20	m)	(Phenomenex).	
 Columna	 analítica	 de	 intercambio	 catiónico	 “Hamilton	 PRP‐X200”	 (250	 x	 4,1	 mm,	







 Molino	 vibratorio	 “MM	 301”	 (Retsch	 GmbH,	 Haan,	 Alemania),	 con	 accesorios	 de	
carburo	de	wolframio.	
 Centrífuga	 “5804	 R”	 (Eppendorf,	 Hamburgo,	 Alemania),	 tubos	 de	 centrífuga	 de	





















 Espectrómetro	 de	 masas	 con	 plasma	 de	 acoplamiento	 inductivo	 “7500ce”	















a	 cromatógrafo	 de	 líquidos	 “1100	 Series	 LC/MSD”	 (Agilent),	 equipado	 con	 bomba	
binaria	 de	 HPLC,	 desgasificador	 de	 vacío,	 automuestreador	 y	 compartimento	












 Espectrómetro	 de	 absorción	 atómica	 con	 cámara	 de	 grafito	 (GF‐AAS)	 “AA	 240Z”	
(Varian),	con	corrección	de	fondo	Zeeman	y	equipado	con	sistema	de	recirculación	de	









 Sistema	 de	 digestión	 por	 microondas	 “UltraCLAVE	 III”	 (MLS	 GmbH,	 Leutkirch,	
Alemania),	equipado	con	vaso	de	teflón	TFM,	de	3,5	L	de	capacidad,	donde	se	coloca	la	
disolución	absorbente	de	radiación	de	microondas	(300	g	de	agua	Milli‐Q	y	5	g	de	ácido	
sulfúrico	 (Rotipuran®,	 96%,	 Carl	 Roth	 GmbH	 +	 Co.	 KG,	 Karlsruhe,	 Alemania)),	
portamuestras	de	teflón	TFM,	con	capacidad	para	40	tubos,	tubos	de	cuarzo	de	12	mL	
de	capacidad	y	tapas	de	teflón	TFM.	
 Columna	 analítica	 “Zorbax	 Eclipse	 XDB‐C8”	 (150	 x	 4,6	 mm,	 5	 µm)	 (Agilent),	 para	
separaciones	cromatográficas	en	modo	de	fase	inversa.	

















(2%),	 CertiPUR®	 (Merck,	 Darmstadt,	 Alemania),	 y	 de	 peak	 performanceTM	 certified	
reference	material	P/N	S4400‐100031	(CPI	International,	Amsterdam,	Holanda).	




 Disolución	 patrón	 de	 arsenobetaína	 (AsB)	 de	 950	 mg	 L‐1,	 preparada	 a	 partir	 de	




 Disolución	 patrón	 de	 óxido	 de	 trimetilarsina	 (TMAO)	 de	 1000	 mg	 L‐1,	 preparada	 a	
partir	de	AsC3H9O	(Argus	Chemicals)	en	agua	desionizada.	
Otros	elementos	
 Disoluciones	 patrón	 de	 cadmio,	 cromo,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc	 de	 (1000	 ±	 2)	 mg	 L‐1,	
preparadas	en	medio	HNO3	(2%),	TraceCERTTM	Ultra	(Fluka).	









peak	 performanceTM	 certified	 reference	 material	 P/N	 S4400‐1000201	 y	 P/N	 S4400‐
1000241	(CPI	International),	respectivamente)	en	medio	HNO3	al	1%	(v/v)	y	metanol	














 Gel	 de	 sílice	 60,	 de	 tamaño	de	 partícula	 entre	 0,06	 y	 0,2	mm,	 para	 cromatografía	 en	
columna	(Carl	Roth),	empleada	en	 la	 fabricación	de	columnas	para	extracción	en	 fase	
sólida.	











 Disoluciones	 acuosas	 de	 borohidruro	 sódico,	 en	 concentración	 0,5;	 1	 y	 1,4%	 (m/v),	
preparadas	 a	 partir	 de	 borohidruro	 sódico	 (Aldrich,	 Milwaukee,	 WI,	 USA)	 en	 agua	
desionizada	 y	 estabilizadas	 en	 hidróxido	 sódico	 (Fluka)	 0,5%	 (m/v),	 0,1	 mol	 L‐1	 y	
0,1	mol	L‐1,	respectivamente.	
 Disolución	reductora	consistente	en	yoduro	potásico	y	ácido	L(+)‐ascórbico	(Riedel‐de	
Haën,	 Sigma–Aldrich),	 ambos	 en	 concentración	 5%	 (m/v),	 y	 preparada	 en	 agua	
desionizada.	
 Disoluciones	 acuosas	 de	 persultafo	 potásico,	 en	 concentración	 2	 y	 4%	 (m/v),	
preparadas	 a	 partir	 de	 persultafo	 potásico	 (Scharlab)	 y	 estabilizadas	 en	 hidróxido	
sódico	(Fluka),	en	concentración	2	y	4%	(m/v),	respectivamente.	
 Disolución	 acuosa	 de	 bicarbonato	 al	 1%	 (m/v),	 preparada	 a	 partir	 de	 bicarbonato	
amónico	BioUltra	(Fluka).	
 Disolución	 acuosa	 de	 nitrato	 de	 níquel	 en	 concentración	 2000	 mg	 L‐1,	 preparada	 a	
partir	de	nitrato	de	níquel	hexahidratado	(Sigma‐Aldrich)	en	medio	HNO3	1%	(v/v).	
 Disolución	 acuosa	 de	 fosfato	 sódico	 17	mmol	 L‐1	 a	 pH	 5,5,	 preparada	 por	mezcla	 de	
disoluciones	 de	 NaH2PO4·H2O	 y	 Na2HPO4	 (Sigma)	 de	 la	 misma	 concentración,	
hasta	alcanzar	el	pH	deseado.	
 Disoluciones	acuosas	de	fosfato	potásico	5,	20	y	100	mmol	L‐1	a	pH	9,0,	preparadas	por	
mezcla	 de	 disoluciones	 de	 KH2PO4	 y	 K2HPO4·3H2O	 (Scharlab)	 de	 la	 misma	
concentración,	hasta	alcanzar	el	pH	deseado.		
 Disolución	acuosa	de	clorato	de	piridina	2,5	mmol	L‐1	a	pH	2,65,	preparada	a	partir	de	









 Material	 de	 referencia	 NIES	 No.	 9	 Sargasso	 (National	 Institute	 for	 Environmental	
Studies,	 Tsukuba,	 Ibaraki,	 Japón),	 correspondiente	 al	 alga	 liofilizada	 Sargassum	
fulvellum	(Sargazo),	certificado	en	contenidos	totales	de	arsénico	y	otros	metales.	
 Extracto	liofilizado	de	Fucus	serratus,	donado	por	el	profesor	Dr.	Kevin	A.	Francesconi	
(Department	 of	 Analytical	 Chemistry,	 Institute	 of	 Chemistry,	 Karl‐Franzens	 University	
Graz,	Graz,	Austria),	 conteniendo	 los	 cuatro	 arsenoazúcares	más	 comunes:	Gly‐,	 PO4‐,	
SO3‐	y	SO4‐sug.	Este	material	se	preparó	a	través	de	la	extracción	a	gran	escala	del	alga	
Fucus	 serratus,	 dividiendo	 el	 extracto	 obtenido	 en	 1500	sub‐muestras	 idénticas,	 que	
fueron	 liofilizadas	y	almacenadas	a	 ‐18	 °C.	El	contenido	medio	de	arsénico	 total	en	el	
extracto,	 determinado	 a	 partir	 del	 análisis	 de	 32	 sub‐muestras	 mediante	 ICP‐MS	 y	
HG‐AAS,	 expresado	 como	 media	 ±	 %R.S.D.,	 fue	1,22	 µg	 ±	 3,2%	 y	 1,27	 µg	 ±	 2,0%.	
Asimismo,	 la	 concentración	 de	 arsenoazúcares	 presentes,	 determinadas	 sobre	
10	sub‐muestras	por	HPLC‐ICP‐MS,	expresados	como	μg	de	arsénico	±	%R.S.D.,	fueron:	
0,10	μg	±	3,6%,	0,086	μg	±	2,9%,	0,62	μg	±	3,8%	y	0,40	μg	±	3,1%,	para	Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	y	
SO4‐sug,	 respectivamente.	 También	 se	 encontraron	 trazas	 de	DMA(V)	 (0,005	μg	As	 ±	
20%)	y	As(V)	(0,001	μg) (Madsen y col., 2000).	La	sub‐muestra	del	extracto	se	disolvió	en	
4	 mL	 de	 agua	 desionizada,	 siendo	 las	 concentraciones	 de	 los	 arsenoazúcares	






 Muestras	 de	 algas	 marinas	 comestibles,	 adquiridas	 en	 el	 mercado	 español.	
Se	analizaron	 seis	 especies	 de	 algas	 (Arame,	 Espagueti	 de	mar,	 Hijiki,	 Kombu,	Nori	 y	
Wakame),	 de	 procedencia	 española	 (costa	 gallega)	 y	 japonesa.	 Sus	 especificaciones	
(familia,	división,	clase,	etc.)	se	muestran	en	la	Tabla	I.5.	
 Muestras	 de	 algas	marinas	 donadas	 por	 Centre	 d’Etude	 et	 de	Valorisation	 des	Algues	





 Material	 de	 referencia	 CTA‐VTL‐2 Virginia	 tobacco	 leaves	 (Institute	 of	 Nuclear	
Chemistry	 and	 Technology,	 Varsovia,	 Polonia),	 certificado	 en	 contenidos	 totales	 de	
arsénico	y	otros	metales. 
 Muestras	de	plantas	 terrestres	autóctonas,	 recogidas	en	 los	alrededores	de	 la	antigua	
mina	 Mónica	 (Bustarviejo,	 Madrid),	 pertenecientes	 a	 las	 especies	 A.	 album,	
C.	telephiifolia,	C.	echinatus,	D.	 thapsi,	H.	mollis,	 J.	montana,	P.	 lanceolata,	R.	acetosella,	
T.	zygis	y	T.	ovatum,	cuyas	especificaciones	se	muestran	en	la	Tabla	I.6.	
III.3.3	Otros	
 Material	 de	 referencia	 NIST	 1643e	 (National	 Institute	 of	 Standards	 and	 Technology,	







Las	muestras	de	algas	 comestibles	 se	adquirieron	en	el	mercado	español,	bajo	 la	
forma	 de	 material	 secado.	 Antes	 de	 ser	 analizadas,	 se	 secaron	 en	 estufa	 a	 50	 °C	 hasta	





muestreo	posiblemente	 afectados	por	 la	 actividad	minera	 (áreas	próximas	al	pozo	de	 la	
mina,	 a	 la	 zona	 de	 fundición	 y	 de	 molienda	 de	 los	 minerales),	 situados	 entre	 las	
coordenadas	geográficas	40°52′	02,42″	N,	3°43′46,79″	O	y	40°52′11,43″	N,	3°43′41,68″	O,	






cuidadosamente,	 se	 lavaron	 con	 agua	 del	 grifo	 y	 se	 enjuagaron	 tres	 veces	 con	 agua	
desionizada,	 para	 eliminar	 las	 posibles	 partículas	 de	 suelo	 de	 la	 superficie	 o	 de	 polvo	
adheridas	 a	 la	 planta	 (Moreno-Jiménez y col., 2009).	 A	 continuación,	 se	 secaron	 en	 estufa	
a	50	°C	durante	una	semana,	y	finalmente	se	trituraron	en	un	molino	vibratorio,	de	forma	
similar	al	procedimiento	seguido	con	las	muestras	de	algas.	
Las	 muestras	 de	 suelos	 se	 recogieron	 debajo	 de	 cada	 muestra	 de	 planta,	 a	 una	
profundidad	 de	 aproximadamente	 30	 cm,	 se	 dejaron	 secar	 al	 aire	 y	 se	 tamizaron	 entre	
4	mm	 y	 63	 m,	 conservándose	 en	 frascos	 de	 polietileno	 hasta	 su	 análisis.	 La	 fracción	
correspondiente	a	<	90	m	se	empleó	para	el	análisis	químico	de	las	muestras	de	suelos.	
III.4.2	Determinación	 del	 contenido	 total	 de	 arsénico	 y	metales	
pesados	(Cd,	Cr,	Cu,	Ni,	Pb	y	Zn)	mediante	ICP‐AES	
III.4.2.1	Tratamiento	de	muestra:	Mineralización	en	horno	de	microondas	
La	 mineralización	 de	 las	 muestras	 de	 algas	 y	 plantas	 (raíz	 y	 parte	 aérea	 por	












1	 5 100 ‐	
2	 20 170 ‐	
3	 15 200 10	
Una	vez	enfriados	los	reactores,	estos	se	abrieron	cuidadosamente	y	las	muestras	
digeridas	se	transfirieron	a	matraces	de	vidrio	aforados	de	50	mL.	Se	añadieron	50	µL	de	






metálicas.	 A	 continuación,	 se	 lavó	 de	 nuevo	 con	 agua	 desionizada	 y	 se	mantuvo	 en	 una	
disolución	 de	 ácido	 clorhídrico	 al	 5%	 (v/v)	 durante	 24	 horas	 para	 eliminar	 las	 trazas	
orgánicas.	Finalmente,	se	lavó	con	agua	desionizada	antes	de	ser	utilizado.	




miembros	 de	 nuestro	 Grupo	 de	 Investigación	 (Tecnología	 de	 Materiales	 y	 Medio	













del	 equipo	 ICP‐AES.	 Inicialmente,	 se	 realizó	 la	 calibración	 de	 las	 longitudes	 de	 onda	























distinta	 concentración	 de	 cada	 elemento,	 preparados	 en	 medio	 HNO3	 (2%,	 v/v),	 y	 con	
1	mg	 L‐1	 de	 itrio	 como	 patrón	 interno	 (2	mg	 L‐1	 de	 rodio	 en	 el	 caso	 de	 las	muestras	 de	
suelos).	Además	del	arsénico,	también	se	determinaron	los	contenidos	totales	de	metales,	
pesados	 como	 son	 cadmio,	 cromo,	 cobre,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc.	 En	 la	 Tabla	 III.8.	 se	
muestran	las	longitudes	de	onda	seleccionadas	por	su	mayor	sensibilidad	y/o	selectividad,	
dentro	 de	 las	 analizadas	 para	 cada	 elemento.	 También	 se	 indican	 los	 intervalos	 de	


















III.4.3	 Determinación	 del	 contenido	 total	 de	 arsénico	mediante	
HG‐AFS	
III.4.3.1	 Tratamiento	 de	 muestra:	 Mineralización	 y	 reducción	 de	 As(V)	 a	
As(III)	
Las	muestras	de	plantas	con	bajos	contenidos	de	arsénico	se	digirieron	tal	y	como	
se	 indica	 en	 el	 apartado	 III.4.2.1.	 Seguidamente,	 con	 objeto	 de	 facilitar	 la	 reducción	 del	
As(V)	formado	durante	la	etapa	de	digestión	de	la	muestra,	se	eliminó	la	mezcla	oxidante	
empleada	 en	 la	 etapa	 de	 mineralización	 (ácido	 nítrico/peróxido	 de	 hidrógeno)	 por	






En	 primer	 lugar,	 se	 evaluó	 la	 sensibilidad	 del	 equipo	 AFS	 mediante	
la	determinación	 de	 la	 relación	 señal/ruido	 de	 una	 disolución	 patrón	 de	 As(V)	 con	 una	
concentración	 de	 25	 µg	 L‐1,	 sometida	 al	 tratamiento	 reductor	 descrito	 en	 el	 apartado	
III.4.3.1	para	transformar	esta	especie	en	As(III).	




total	(adaptado	de	Sánchez-Rodas y col., 2010).	
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El	 procedimiento	 de	 operación	 fue	 el	 siguiente:	 Las	 disoluciones	 de	 muestra	
(o	patrones	 de	 calibración),	 así	 como	 las	 disoluciones	 de	 ácido	 clorhídrico	 3	 mol	 L‐1	 y	
borohidruro	 sódico	 1,0%	 (m/v),	 se	 impulsaron	 a	 través	 de	 una	 bomba	 peristáltica	 a	
caudales	de	9,0;	9,0	y	4,5	mL	min−1,	respectivamente,	confluyendo	en	la	cámara	de	mezcla	
o	 reactor,	 produciéndose	 la	 reacción	 de	 generación	 de	 la	 arsina.	 Los	 productos	 de	 la	
reacción	 se	 condujeron	 hasta	 el	 separador	 gas‐líquido	 de	 vidrio	 en	 forma	 de	 U,	
que	permite	 la	 eliminación	 de	 la	 fase	 líquida	 por	 drenaje,	 mientras	 que	 los	 gases	
producidos	 en	 la	 reacción	 se	 condujeron	 hacia	 la	 celda	 de	 atomización	 del	 equipo	 AFS,	
con	ayuda	de	una	corriente	de	argón	de	250	mL	min‐1.	De	forma	previa	a	la	entrada	en	el	
atomizador,	 las	 especies	 volátiles	 se	 hicieron	 pasar	 a	 través	 de	 una	 membrana	
semipermeable,	que	permite	su	desolvatación,	evitando	así	 la	condensación	del	vapor	de	
agua	y	la	extinción	de	la	llama	de	difusión	de	hidrógeno,	generada	durante	la	reacción	de	
formación	 de	 hidruros.	 Esta	 membrana	 está	 formada	 por	 dos	 tubos	 concéntricos,	
uno	interior	 que	 es	 una	 membrana	 higroscópica	 de	 nafión	 y	 uno	 exterior	 de	 teflón,	
que	permiten	 la	 eliminación	 de	 la	 humedad	 a	 través	 de	 una	 corriente	 de	 aire	
(gas	de	secado)	 que	 circula	 en	 contracorriente	 a	 un	 caudal	 de	 2,5	 L	 min‐1.	 El	 flujo	 de	
especies	 volátiles,	 una	 vez	 desecado,	 accedió	 al	 atomizador,	 recogiéndose	 la	 señal	 de	
radiación	de	fluorescencia	en	el	detector.	
El	 análisis	 de	 las	 muestras	 se	 realizó	 mediante	 calibración	 convencional,	
empleando	 cinco	 disoluciones	 patrón	 de	 As(V)	 de	 concentración	 entre	 4	 y	 400	 µg	 L‐1	
para	ganancia	 1,	 y	 entre	 4	 y	 40	µg	 L‐1	 para	 ganancia	 10,	 y	 utilizando	 las	 condiciones	 de	

































nítrico	 destilado.	 Los	 tubos	 se	 cubrieron	 con	 tapas	 de	 Teflón	 y	 se	 colocaron	 en	 el	
portamuestras	 del	 digestor	 de	microondas,	 el	 cual	 se	 introdujo	 en	 el	 vaso	 de	 reacción,	
que	contenía	 la	 disolución	 absorbente	 de	 radiación	 de	 microondas.	 El	 sistema	 se	 cerró	









1	 5 80 ‐	
2	 15 150 ‐	
3	 15 250 30	
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Una	 vez	 enfriado	 el	 sistema	 por	 debajo	 de	 80	 °C,	 este	 se	 despresurizó	
automáticamente,	permitiendo	la	extracción	del	portamuestras.	Las	muestras	digeridas	se	
enrasaron	 a	 10	mL	 con	 agua	Milli‐Q	 en	 tubos	de	 polipropileno	de	15	mL,	 recogiendo	 la	





del	 equipo	 ICP‐MS	 (posición	 de	 la	 antorcha,	 caudal	 de	 gases	 y	 posición	 del	 sistema	 de	
lentes),	 mediante	 la	 nebulización	 de	 una	 disolución	 patrón	multielemental	 conteniendo	
1	µg	L‐1	de	litio,	itrio,	cerio	y	talio,	registrando	la	señal	de	los	isótopos	7Li,	89Y,	140Ce	y	205Tl.	
La	determinación	del	arsénico	total	se	llevó	a	cabo	mediante	la	monitorización	del	
isótopo	 75As,	 bajo	 calibración	 convencional,	 empleando	 nueve	 disoluciones	 patrón	 de	
As(V),	 de	 concentración	 entre	 0,1	 y	 100	 µg	 L‐1,	 preparados	 por	 pesada	 en	medio	 HNO3	
(20%,	v/v)	y	metanol	(5%,	v/v),	y	adicionando	10	µg·L‐1	de germanio	e	indio	como	patrón	
interno.	Se	utilizaron	las	condiciones	instrumentales	mostradas	en	la	Tabla	III.11.	y	helio	























III.4.5	 Determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 en	
muestras	de	algas	y	plantas	






parte	 aérea	por	 separado)	 se	 empleó	además	una	disolución	acuosa	de	 ácido	acético	de	
concentración	 0,5	 mol	 L‐1.	 Aunque	 el	 sistema	 seleccionado	 finalmente	 fue	 el	 horno	 de	
microondas,	 la	 sonda	de	ultrasonidos	 focalizada	 fue	 empleada	 en	 los	primeros	 estudios,	
así	 como	 en	 la	 optimización	mediante	 diseño	 factorial	 de	 experimentos,	 por	 lo	 que	 los	
detalles	de	los	métodos	con	ambos	sistemas	de	extracción	se	detallan	a	continuación:	
 Extracción	 mediante	 sonda	 de	 ultrasonidos	 focalizada	 (UPS):	 Se	 pesaron	
aproximadamente	 200	 mg	 de	 muestra	 y	 se	 introdujeron	 en	 un	 tubo	 de	 centrífuga	 de	
polipropileno,	 junto	 con	 8	 mL	 de	 agente	 extractante.	 A	 continuación,	 la	 mezcla	 se	
sometió	 a	 sonicación	 focalizada,	 para	 lo	 que	 se	 introdujo	 la	 sonda	 de	 ultrasonidos	
focalizada	en	el	interior	de	la	disolución,	a	una	profundidad	de	entre	1	y	2	cm,	teniendo	la	
precaución	de	no	tocar	con	la	micropunta	de	titanio	ni	la	muestra	sólida,	ni	las	paredes	
del	 tubo.	 La	 mezcla	 se	 sometió	 a	 una	 amplitud	 de	 ultrasonidos	 del	 20%,	 durante	 un	








 Extracción	 asistida	 por	microondas	 (MAE):	 Se	 pesaron	 aproximadamente	
200	mg	de	muestra	 y	 se	 introdujeron	 en	un	 reactor	de	 vidrio	Pyrex,	 junto	 con	8	mL	de	













guardó	 en	 recipientes	de	poliestireno	y	 se	 conservó	 en	 ausencia	de	 luz	 a	+4	 °C	hasta	 el	
momento	de	su	análisis.	
III.4.5.2	Determinación	del	arsénico	total	extraído	mediante	ICP‐AES	





obtenidos	 permitieron	 evaluar	 la	 eficiencia	 de	 los	 procesos	 de	 extracción,	 así	 como	 el	
porcentaje	de	arsénico	identificado	en	forma	de	especies	tras	los	análisis	cromatográficos.	
III.4.5.3	 Determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 mediante	
HPLC‐ICP‐AES	y	HPLC‐HG‐ICP‐AES	
El	 acoplamiento	 HPLC‐ICP‐AES	 se	 realizó	 por	 conexión	 entre	 la	 salida	 de	 la	












Los	 extractos	 procedentes	 de	 las	muestras	 de	 algas	 analizadas	 a	 través	 de	 estos	
acoplamientos,	 se	 procesaron	 a	 través	 de	 filtros	 de	 corte	 de	 10	 kDa	 y	 los	 extractos	
resultantes	 se	 inyectaron	 en	 la	 columna	 analítica.	 La	 cuantificación	 de	 las	 especies	 se	



























El	 acoplamiento	 HPLC‐HG‐ICP‐AES	 se	 realizó	 por	 conexión	 de	 la	 salida	 de	 la	
columna	 analítica	 a	 la	 entrada	 del	 sistema	 generador	 de	 hidruros	 (accesorio	 VGA‐77),	
y	de	este	al	nebulizador	del	equipo	ICP‐AES,	a	través	de	tubos	capilares	de	PEEK	de	15	y	
30	 cm	 de	 longitud,	 respectivamente,	 y	 0,5	 mm	 de	 diámetro	 interno.	 La	 separación	
cromatográfica	se	realizó	del	mismo	modo	que	en	el	caso	del	acoplamiento	HPLC‐ICP‐AES,	







especies	 volátiles	 se	 transportaron	 a	 la	 antorcha	 del	 ICP,	 a	 través	 de	 una	 corriente	 de	
argón	(350	kPa).		
Los	extractos	procedentes	de	las	muestras	se	centrifugaron	durante	10	minutos	a	
14000	g	 y	 se	 inyectaron	 en	 la	 columna	 analítica	 a	 través	 de	 filtros	 de	 jeringa	Millex	 de	
nylon	 de	 0,20	 µm.	 El	 intervalo	 de	 calibración,	 empleado	 para	 la	 cuantificación	 de	 las	
especies	de	arsénico	en	las	muestras	mediante	este	acoplamiento,	fue	de	0,025	a	1	mg	L‐1	
de	 arsénico	 por	 especie.	 Las	 condiciones	 instrumentales	 empleadas	 se	 muestran	 en	 la	
Tabla	III.12.	
III.4.5.4	 Determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 mediante	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	
El	 acoplamiento	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 se	 realizó	 por	 conexión	 de	 la	 salida	 de	 la	
columna	analítica	al	sistema	de	foto‐oxidación,	y	de	este	al	sistema	generador	de	hidruros	
del	 equipo	 AFS,	 a	 través	 de	 tubos	 capilares	 de	 PEEK	 de	 40	 y	 60	 cm	 de	 longitud,	
respectivamente,	y	0,25	mm	de	diámetro	interno.		
La	 separación	 cromatográfica	 de	 las	 especies	As(III),	 As(V),	MMA,	DMA	 y	 cuatro	
arsenoazúcares	 (Gly‐,	 PO4‐,	 SO3‐	 y	 SO4‐sug)	 se	 realizó	 por	 inyección	 de	 una	 disolución	
patrón	 conteniendo	 las	 ocho	 especies	 sobre	 una	 columna	 de	 intercambio	 aniónico	
(Hamilton	 PRP‐X100)	 y	 aplicando	 una	 elución	 en	 gradiente	 de	 concentración	 con	
disoluciones	acuosas	de	fosfato	a	pH	9,0	como	fases	móviles,	a	un	caudal	de	1,0	mL	min−1.	





la	 columna	 analítica,	 las	 especies	 de	 arsénico	 alcanzaron	 el	 sistema	 de	 foto‐oxidación,	
confluyendo	primero	con	una	disolución	acuosa	de	persulfato	potásico	al	2%	(m/v),	a	un	



























































de	 persulfato	 potásico	 al	 4%	 (m/v)	 durante	 la	 etapa	 de	 foto‐oxidación.	 Las	 especies	 de	
arsénico	 se	 determinaron	 mediante	 HG‐AFS,	 empleando	 las	 condiciones	 de	 operación	
mostradas	en	la	Tabla	III.13.	






mediante	 calibración	 convencional.	 Las	 especies	 de	 arsénico	 se	 identificaron	 debido	 al	





analítica	 a	 través	 de	 filtros	 de	 jeringa	 de	 nylon	 de	 0,22	 µm.	 El	 intervalo	 de	 calibración	









Los	 ensayos	 de	 enriquecimiento	 en	 algas	 se	 realizaron	 sobre	 el	 CRM	NIES	No.	 9	
Sargazo,	 para	 la	 determinación	 de	 las	 especies	 As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA	 mediante	
HPLC‐HG‐ICP‐AES,	 y	 el	 alga	 comestible	 Hizikia	 fusiformis	 (Hijiki),	 que	 además	 fue	
enriquecida	 con	 AsB,	 TETRA	 y	 TMAO,	 para	 su	 análisis	 mediante	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	
(intercambio	catiónico).	Los	estudios	de	recuperación	en	plantas	se	llevaron	a	cabo	sobre	
la	 especie	 Thymus	 zygis	 (parte	 aérea),	 por	 adición	 de	 especies	 de	 arsénico	 aniónicas	
(As(III),	 As(V),	 MMA	 y	 DMA)	 y	 catiónicas	 (AsB,	 TETRA	 y	 TMAO),	 y	 análisis	 mediante	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS.	 Los	 ensayos	 de	 enriquecimiento	 de	 las	 muestras	 se	 realizaron	 de	
forma	independiente	para	especies	aniónicas	y	catiónicas,	a	dos	niveles	de	concentración.	
Para	 ello,	 se	 adicionó	 1	 mL	 de	 una	 disolución	 patrón,	 conteniendo	 una	 concentración	
conocida	de	arsénico	por	especie,	sobre	200	mg	de	muestra,	en	un	reactor	de	vidrio	Pyrex,	
realizándose	 el	 ensayo	 por	 triplicado	 para	 cada	 matriz.	 Las	 muestras	 enriquecidas	 se	
agitaron	 manualmente	 durante	 5	minutos,	 y	 se	 dejaron	 tapadas	 con	 parafilm	 toda	 la	
noche.	 A	 la	 mañana	 siguiente,	 se	 sometieron	 al	 proceso	 de	 extracción	 en	 horno	 de	
microondas	 descrito	 anteriormente	 (apartado	 III.4.5.1)	 y	 se	 procedió	 al	 análisis	 de	 las	
especies	 presentes	 en	 los	 extractos	 obtenidos.	 Las	 especies	 catiónicas	 se	 analizaron	
mediante	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS,	 bajo	 las	 condiciones	 de	 operación	 indicadas	 en	 la	
Tabla	III.13.,	 mientras	 que	 las	 aniónicas	 se	 analizaron	 mediante	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 o	
HPLC‐HG‐ICP‐AES,	 bajo	 las	 condiciones	 de	 operación	 indicadas	 en	 las	 Tablas	 III.13.	 y	
III.12.,	 respectivamente.	 En	 la	 Tabla	 III.14.	 se	 recogen	 las	 cantidades	 de	 arsénico	
































previamente	 mediante	 agitación	 manual	 durante	 10	 minutos,	 en	 recipientes	 de	
poliestireno	de	60	mL	de	capacidad,	los	cuales	se	almacenaron	a	+20	°C	en	ausencia	de	luz.		
La	 concentración	 de	 referencia	 se	 determinó	 mediante	 el	 análisis	 inmediato	 de	
diez	porciones	 independientes,	 tratadas	 tal	 y	 como	 se	 indica	 en	 los	 apartados	 III.4.2.1	 y	
III.4.5.1	(extracción	asistida	por	microondas),	para	la	determinación	del	contenido	total	de	







Los	 estudios	 se	 realizaron	 sobre	 el	 alga	 comestible	 Hizikia	 fusiformis	 (Hijiki).	
Para	ello,	se	pesaron	24	porciones	de	muestra,	de	aproximadamente	200	mg	cada	una,	y	se	
sometieron	 al	 procedimiento	 de	 extracción	 en	 horno	 de	 microondas	 descrito	
anteriormente	 (apartado	 III.4.5.1).	 Todos	 los	 extractos	 obtenidos	 se	 mezclaron	 y	 se	
repartieron	 entre	 30	 viales	 de	 poliestireno	 y	 30	 viales	 de	 vidrio	 ámbar,	 de	 12	 mL	 de	
capacidad,	 los	cuales	se	 lavaron	previamente,	 sumergiéndolos	en	ácido	nítrico	diluido	al	
5%	(v/v)	durante	24	horas,	aclarándolos	con	agua	desionizada	y	dejándolos	secar	antes	de	
su	utilización.	 La	mitad	de	 los	 viales	de	 cada	material	 se	 almacenaron	 a	 +4	 °C,	 y	 la	 otra	
mitad	a	‐18	°C,	en	ausencia	de	luz	en	todos	los	casos.	
La	 concentración	 de	 referencia	 se	 determinó	mediante	 el	 análisis	 inmediato	 del	
extracto,	 realizando	 diez	 determinaciones	 independientes,	 mediante	 ICP‐AES	 y	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	(intercambio	aniónico),	para	 la	determinación	del	contenido	 total	de	
arsénico	 y	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 identificadas	 (As(V),	 DMA	 y	 los	 arsenoazúcares	
Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	y	SO4‐sug),	respectivamente,	bajo	 las	condiciones	de	operación	recogidas	








Las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles	 presentes	 en	 las	 muestras	 de	 algas	 se	
extrajeron	 mediante	 agitación	 mecánica	 en	 baño	 de	 agua	 a	 temperatura	 ambiente.	
Para	ello,	se	pesó	1	g	de	muestra	en	un	tubo	de	polipropileno	de	50	mL	y	se	añadieron	25	g	
de	una	mezcla	cloroformo/metanol	(2:1;	v/v),	extrayendo	tres	réplicas	de	cada	muestra.	
Los	 tubos	 se	 sumergieron	 en	 el	 baño	 de	 agua	 a	 temperatura	 ambiente	 y	 se	 agitaron	
mecánicamente	 durante	 toda	 la	 noche.	 A	 la	 mañana	 siguiente,	 los	 extractos	 se	
centrifugaron	 a	 2000	 rpm	durante	 10	minutos	para	 separar	 ambas	 fases.	 Se	 reservaron	
dos	 porciones	 de	 0,5	 g	 del	 extracto	 de	 cloroformo/metanol	 para	 la	 determinación	 del	
arsénico	 total	 extraído	 mediante	 ICP‐MS,	 y	 el	 resto	 se	 sometió	 al	 proceso	 de	 lavado	
indicado	a	continuación.	
Los	 extractos	 de	 cloroformo/metanol	 se	 lavaron	 con	 20	 mL	 de	 una	 disolución	
acuosa	 de	 bicarbonato	 al	 1%	 (m/v),	 empleando	 embudos	 de	 extracción	 de	 vidrio	 de	




(Fo1	 +	 Fo2)	 se	 lavó	 de	 nuevo	 con	 20	 mL	 de	 la	 disolución	 acuosa	 de	 bicarbonato	 al	
1%	(m/v)	 en	 el	 embudo	 de	 extracción.	 Tras	 la	 agitación	 y	 separación	 de	 las	 fases,	 se	
recogieron	 la	 fase	 orgánica	 (Fo3)	 y	 la	 acuosa	 (Fa2),	 que	 se	 mezcló	 con	 la	 anterior	
(Fa1	+	Fa2).	De	esta	forma,	se	obtuvieron	dos	extractos,	el	de	cloroformo	tras	el	proceso	
de	 lavado	 (Fo3),	 y	 el	 acuoso,	 resultante	 de	 la	 mezcla	 de	 las	 disoluciones	 de	 lavado	
(Fa1	+	Fa2).	 Se	 reservaron	 dos	 porciones	 de	 1	 g	 del	 extracto	 de	 cloroformo	 para	 la	












que	 se	 introdujo	 lana	 de	 vidrio	 en	 el	 extremo	 inferior	 y	 una	 dispersión	 de	 gel	 de	 sílice	
(tamaño	de	partícula	entre	60	y	200	µm)	en	una	mezcla	de	acetona/cloroformo	(1:1;	v/v)	
con	 1%	 (v/v)	 de	 ácido	 fórmico.	 Las	 columnas	 se	 acondicionaron	 haciendo	 pasar	 varias	
veces	la	misma	mezcla	de	disolventes,	de	forma	previa	a	la	carga	de	la	muestra.	
La	 elución	 se	 realizó	 inicialmente	 con	 5	 mL	 de	 la	 disolución	 anterior	
(acetona/cloroformo	 (1:1;	 v/v)	 con	 1%	 (v/v)	 de	 ácido	 fórmico),	 seguido	 por	 3	 mL	 de	
metanol	 y,	 finalmente,	 10	 mL	 de	 metanol	 con	 1%	 (v/v)	 de	 amoniaco,	 recogiéndose	 el	
eluato	 en	 fracciones	 de	 1	 mL.	 En	 total,	 se	 recogieron	 18	 fracciones	 de	 1	 mL	 por	 cada	







dos	 porciones	 de	 0,03	 g	 del	 extracto	 liofilizado	 redisuelto	 para	 la	 determinación	 del	













Las	 porciones	 de	 extractos	 reservadas	 para	 análisis	 del	 arsénico	 total	 mediante	
ICP‐MS	 (extractos	 de	 cloroformo/metanol	 sin	 lavar,	 extractos	 de	 cloroformo	 lavados,	
y	extractos	 procedentes	 de	 la	 combinación	 de	 las	 fracciones	 10‐14	 tras	 la	 purificación	
mediante	SPE),	se	dejaron	evaporar	hasta	sequedad.	A	continuación,	se	mineralizaron	en	
horno	 de	 microondas	 y	 se	 analizaron	 siguiendo	 el	 procedimiento	 descrito	 en	 el	
apartado	III.4.4.	
El	 arsénico	 total	 presente	 en	 las	 18	 fracciones,	 recogidas	 durante	 el	 método	 de	
clean‐up	 mediante	 SPE,	 se	 determinó	 mediante	 GF‐AAS,	 a	 modo	 de	 screening,	 para	
determinar	 en	 qué	 fracciones	 se	 encontraban	 las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles.	 La	
determinación	 se	 llevó	 a	 cabo	 en	 términos	 de	 altura	 de	 pico	 y	 bajo	 calibración	
convencional,	empleando	cinco	disoluciones	patrón	de	DMA,	de	concentración	entre	10	y	
200	µg	L‐1	(preparados	por	pesada	en	medio	metanol),	y	una	disolución	acuosa	de	níquel	
de	 concentración	 2000	 mg	 L‐1	 como	 modificador	 de	 matriz.	 Las	 condiciones	

























85	 5 300 No
95	 40 300 No
120	 10 300 No
1400	 5 300 No
1400	 1 300 No
1400	 2 0 No
2600	 0,6 0 Sí
2600	 2 0 Sí




columna	Zorbax	Eclipse	XDB‐C8,	 operando	en	modo	de	 fase	 inversa.	 Para	 ello,	 se	 aplicó	
una	elución	en	gradiente,	empleando	como	fases	móviles	metanol	y	una	disolución	acuosa	
de	acetato	10	mmol	L‐1	a	pH	6,0.	La	elución	comenzó	con	50%	de	metanol,	aumentando	
linealmente	 hasta	 95%	 en	 25	 minutos,	 y	 manteniendo	 esta	 concentración	 durante	
15	minutos,	empleando	un	caudal	de	1,0	mL	min−1.	
La	determinación	de	las	especies	de	arsénico	liposolubles	se	llevó	a	cabo	mediante	
detección	 simultánea	 por	 ICP‐MS	 y	 ESI‐MS,	 siguiendo	 las	 condiciones	 de	 operación	
mostradas	 en	 la	 Tabla	 III.17.	 El	 instrumento	 ESI‐MS	 empleado	 consta	 de	 un	 único	
cuadrupolo	y	permite	aplicar	un	voltaje	de	fragmentación	variable,	utilizado	en	modo	de	
ion	 positivo	 (Pedersen y Francesconi, 2000).	 El	 eluato	 se	 dividió	 mediante	 un	 sistema	 de	
división	del	caudal	(active	splitter)	situado	a	la	salida	de	la	columna	analítica,	y	se	dirigió	al	
sistema	de	nebulización	del	 ICP‐MS	 (10%)	y	del	ESI‐MS	 (90%).	El	bajo	 caudal	de	eluato	
dirigido	 hacia	 el	 ICP‐MS	 se	 compensó	 mediante	 la	 introducción	 de	 un	 caudal	 extra	 de	





La	 asignación	 de	 las	 masas	 moleculares	 a	 las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles	
detectadas	 en	 los	 extractos	 de	 algas	 se	 realizó	 por	 comparación	 de	 los	 tiempos	 de	
retención	 de	 los	 picos	 cromatográficos	 obtenidos	 mediante	 ICP‐MS	 (señal	 transitoria	 a	
75As)	 y	 ESI‐MS	 (modo	 de	 adquisición	 scan,	m/z	 entre	 50	 y	 2500).	 Posteriormente,	 las	
masas	 moleculares	 asignadas	 a	 los	 compuestos	 identificados	 se	 confirmaron	 mediante	






































Las	 masas	 moleculares	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles,	 determinadas	
mediante	 ESI‐MS,	 se	 confirmaron	 mediante	 GC‐MS	 y	 HR‐MS,	 para	 hidrocarburos	 de	
arsénico	 y	 arsenofosfolípidos,	 respectivamente.	 Estos	 análisis	 fueron	 realizados	 por	
investigadores	 del	 Departamento	 de	 Química	 Analítica	 del	 Instituto	 de	 Química	 de	 la	
Universidad	 Karl‐Franzens	 (Graz,	 Austria)	 y	 de	 HEALTH‐Institute	 for	 Biomedicine	 and	
Health	 Sciences,	 Joanneum	 Research	 (Graz,	 Austria),	 respectivamente.	 Para	 ello,	 se	
inyectaron	 40	 µL	 del	 extracto	 liofilizado	 de	 las	 fracciones	 SPE	 10‐14,	 redisuelto	 en	
metanol,	 sobre	 una	 columna	 Zorbax	 Eclipse	 XDB‐C8	 y	 se	 procedió	 a	 la	 elución	 de	 las	
especies	de	arsénico	liposolubles	de	acuerdo	con	el	procedimiento	descrito	anteriormente.	
El	 eluato	 se	dividió	mediante	un	 sistema	de	división	del	 caudal	 situado	 a	 la	 salida	de	 la	
columna	analítica,	y	se	dirigió	al	sistema	de	nebulización	del	ICP‐MS	(10%)	y	a	un	colector	
de	 fracciones	 automático,	 recogiendo	 fracciones	 de	 100	 o	 200	 µL,	 sobre	 las	 cuales	 se	
realizó	la	determinación	de	las	masas	exactas	de	las	especies	de	arsénico	liposolubles.	
Las	 masas	 exactas	 de	 los	 hidrocarburos	 de	 arsénico	 se	 determinaron	 mediante	
GC‐MS,	 empleado	 el	 cromatógrafo	 GC	 7890A	 acoplado	 al	 espectrómetro	 de	 masas	
MS	5975C	(Agilent),	mediante	modo	de	adquisición	scan,	 en	el	 intervalo	de	m/z	 20‐500,	
y	modo	de	adquisición	SIM	a	las	relaciones	m/z	105,	106,	316,	344	y	372.	En	cuanto	a	los	
arsenofosfolípidos,	 sus	masas	 exactas	 se	 determinaron	mediante	 HR‐MS,	 empleando	 un	
espectrómetro	de	masas	LTQ	Orbitrap	XL	(Thermo	Fisher	Scientific,	Massachusetts,	USA)	
equipado	 con	 un	 electrospray	 calentado	 (H‐ES)	 como	 fuente	 de	 iones	 y	 trabajando	 en	
modo	de	adquisición	scan	positivo	con	transformada	de	Fourier	de	alta	resolución.	
La	 cuantificación	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles	 detectadas	 en	 los	
extractos	 de	 algas	 (fracciones	 SPE	 10‐14)	 se	 llevó	 a	 cabo	 mediante	 HPLC‐ICP‐MS,	
en	términos	de	área	de	pico	y	mediante	calibración	convencional,	empleando	disoluciones	










(Raber y col., 2010),	 consistente	 en	 la	 introducción	 de	 un	 disolvente	 orgánico	 volátil	
(disolución	 acuosa	 de	 acetona	 al	 10%	 (v/v))	 directamente	 en	 la	 cámara	 de	 expansión,	
para	saturar	el	sistema	de	introducción	de	muestra	con	vapores	orgánicos.	Por	otro	lado,	
las	condiciones	de	operación	del	equipo	ICP‐MS	se	modificaron	mediante	la	adición	de	un	
1%	 de	 oxígeno	 al	 caudal	 de	 argón	 de	 nebulización,	 empleando	 además	 un	 nebulizador	




























El	desarrollo	de	métodos	analíticos	 robustos	y	 fiables	constituye	una	etapa	 fundamental	
para	evaluar	el	estado	de	nuestro	entorno,	así	como	su	efecto	sobre	los	organismos	que	lo	
habitan.	El	análisis	de	los	contenidos	totales	de	arsénico	y	metales	pesados	en	muestras	de	
interés	medioambiental,	 como	 algas	marinas	 y	 plantas	 terrestres	 procedentes	 de	 suelos	




En	 este	 capítulo	 se	 muestran	 los	 resultados	 obtenidos	 en	 la	 puesta	 a	 punto	 de	
métodos	 analíticos	 para	 la	 determinación	 de	 arsénico	 y	 sus	 especies,	 así	 como	 la	 de	
metales	 pesados,	 teniendo	 en	 cuenta	 los	 objetivos	 planteados	 y	 las	 técnicas	 de	 análisis	
disponibles.	La	metodología	desarrollada	se	ha	distribuido	en	tres	apartados:	
‐ En	 primer	 lugar,	 se	 recogen	 los	 estudios	 de	 optimización	 enfocados	 hacia	 el	
análisis	 de	 contenidos	 totales	 de	 arsénico	 y	metales	 pesados	 (cadmio,	 cromo,	
cobre,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc),	 en	 las	 muestras	 objeto	 de	 estudio.	
Las	investigaciones	 realizadas	 incluyen	 el	 desarrollo	 de	 métodos	 de	
mineralización	de	muestras,	así	como	el	estudio	de	las	características	analíticas	
de	 las	 técnicas	 instrumentales	 empleadas	 bajo	 las	 condiciones	 de	 operación	
seleccionadas.	
‐ En	segundo	lugar,	se	presentan	las	investigaciones	realizadas	para	la	puesta	a	
punto	 de	 métodos	 analíticos	 para	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	
hidrosolubles	 en	 las	 muestras.	 Los	 estudios	 comprenden	 la	 optimización	 de	
métodos	 cromatográficos	 y	 de	 las	 condiciones	 de	 su	 acoplamiento	 a	 los	
sistemas	 de	 detección	 empleados,	 así	 como	 la	 de	 métodos	 de	 extracción	
eficaces,	 que	 aseguren	 la	 conservación	 de	 las	 formas	 químicas	 originalmente	
presentes	en	las	muestras.	
‐ Por	 último,	 se	 abordan	 los	 estudios	 orientados	 hacia	 el	 desarrollo	 de	 una	
metodología	 para	 la	 identificación	 y	 cuantificación	 de	 especies	 de	 arsénico	
liposolubles	 en	muestras	 de	 algas.	 Las	 investigaciones	 realizadas	 incluyen	 la	
optimización	de	procedimientos	de	extracción	y	purificación	de	 los	extractos,	










extracción	 desarrollados,	 así	 como	 el	 porcentaje	 de	 arsénico	 identificado	 en	 forma	 de	
especies.	Por	este	motivo,	en	primer	lugar	se	estudió	la	determinación	de	arsénico	total	en	
muestras	de	algas	y	plantas	mediante	ICP‐AES,	junto	con	la	de	metales	pesados	de	interés.	
Asimismo,	 se	evaluó	 la	 técnica	HG‐AFS	para	 la	determinación	de	contenidos	de	arsénico	
inferiores	 al	 límite	 de	 cuantificación	 (L.Q.)	 por	 ICP‐AES.	 Además,	 durante	 la	 estancia	
predoctoral	realizada	en	el	Departamento	de	Química	Analítica	del	Instituto	de	Química	de	
la	Universidad	Karl‐Franzens	de	Graz	 (Austria),	 se	 estudió	 la	determinación	de	arsénico	
total	en	muestras	de	algas	mediante	ICP‐MS.	
IV.1.1	 Determinación	 de	 arsénico	 total	 y	 metales	 pesados	
mediante	ICP‐AES	
El	 carácter	 multielemental	 de	 la	 técnica	 ICP‐AES	 permitió	 llevar	 a	 cabo	 la	
determinación	de	arsénico	total	en	las	muestras,	junto	con	otros	elementos.	Entre	ellos,	se	
seleccionaron	 los	 metales	 pesados	 cadmio,	 cromo,	 cobre,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc.	
Estos	metales	 fueron	elegidos	por	su	toxicidad	o	 interés,	especialmente	en	el	caso	de	 las	
muestras	de	plantas,	por	haberse	desarrollado	en	suelos	con	elevados	niveles	de	algunos	
de	 estos	 metales,	 así	 como	 por	 su	 interferencia	 sobre	 algunas	 líneas	 de	 emisión	 del	
arsénico.	
La	técnica	de	ICP‐AES	presenta	algunas	ventajas,	como	su	carácter	multielemental	
y	 el	 amplio	 intervalo	 dinámico	 lineal	 (del	 orden	 de	 104‐105	 veces	 el	 L.D.),	 con	 la	
consiguiente	 reducción	 del	 grado	 de	 manipulación	 de	 la	 muestra,	 el	 menor	 tiempo	 de	
análisis	y	la	cantidad	de	información	conseguida.	El	equipo	de	ICP‐AES	empleado	opera	en	
modo	secuencial,	siendo	recomendable	trabajar	con	el	menor	número	de	líneas	analíticas	
posibles,	 aunque	 la	 reducción	 en	 el	 tiempo	 de	 análisis	 es	 considerable	 frente	 a	
instrumentos	monoelementales,	que	 requieren	el	ajuste	del	 instrumento	y	 la	 calibración	








neumáticos:	 de	 flujo	 concéntrico	 o	 Meinhard	 y	 V‐groove,	 acoplados	 a	 cámaras	 de	
expansión	de	tipo	ciclónico.	El	nebulizador	Meinhard	proporciona	una	mejor	sensibilidad,	
ya	que	requiere	bajos	caudales	de	gas	de	nebulización	(alrededor	de	0,5	L	min‐1),	pero	es	






En	 la	 Tabla	 IV.1.	 se	 muestran	 las	 condiciones	 óptimas	 de	 presión	 de	 gas	 de	
nebulización	 y	 de	 caudal	 de	 entrada	 de	 muestra,	 para	 cada	 uno	 de	 los	 nebulizadores	
empleados,	 junto	con	 la	 relación	señal/ruido	 (S/R)	obtenida,	 tanto	para	 la	disolución	de	










Meinhard	 180	 1,5 5,27·106	 8,05·104
V‐groove	 240	 4,0 4,57·106	 7,21·104
Como	se	observa,	 las	condiciones	óptimas	variaron	según	el	nebulizador,	aunque	
las	 diferencias	 en	 términos	 de	 sensibilidad	 fueron	 escasas,	 hecho	 que	 es	 coherente	
considerando	 la	baja	eficiencia	global	del	proceso.	Por	ello,	 ambos	nebulizadores	 fueron	
empleados	 indistintamente	 a	 lo	 largo	de	 estos	 estudios,	 con	mayor	 tendencia	 al	 uso	del	
nebulizador	 V‐groove,	 por	 presentar	menos	 problemas	 de	 obturación.	 Por	 otro	 lado,	 se	
eligió	el	empleo	de	itrio	como	patrón	interno	(rodio	en	el	caso	de	las	muestras	de	suelos)	
en	las	determinaciones	por	ICP‐AES,	con	objeto	de	compensar	las	posibles	diferencias	en	





la	 determinación	 de	 arsénico	 y	 metales	 pesados	 no	 está	 exenta	 de	 interferencias	
espectrales,	que	en	algunos	casos	proceden	de	elementos	cuya	presencia	en	la	matriz	de	
las	muestras	analizadas	es	poco	probable	 (Os,	Ru,	 Ir,	 etc.),	aunque	en	otras	proceden	de	
elementos	fácilmente	presentes	(Cd	o	Cr).	Por	ello,	y	debido	al	carácter	multielemental	de	
la	técnica	ICP‐AES,	la	determinación	de	cada	elemento	se	realizó	al	menos	a	dos	longitudes	
de	 onda,	 para	 detectar	 posibles	 interferencias	 espectrales	 y	 evitar	 así	 errores	 en	 los	
análisis.	
En	la	Tabla	IV.2.	se	muestran	las	características	analíticas	y	los	datos	de	calibración	
obtenidos	 en	 la	determinación	de	 arsénico	 y	 los	metales	pesados	 cadmio,	 cromo,	 cobre,	
níquel,	 plomo	 y	 cinc	 por	 ICP‐AES,	 a	 las	 longitudes	 de	 onda	 seleccionadas	 por	 su	mayor	
sensibilidad	y/o	selectividad.	Los	L.D.	 se	calcularon	de	acuerdo	con	 la	normativa	 IUPAC,	
como	 tres	 veces	 la	 desviación	 típica	 de	 diez	 medidas	 de	 la	 disolución	 empleada	 como	
blanco	del	calibrado,	preparado	en	HNO3	al	2%	(v/v).	La	precisión,	expresada	en	términos	




disoluciones	 patrón	 para	 cada	 analito	 (intervalos	 de	 concentración	 indicados	 en	 la	




Elemento	 	(nm)	 (b	±	Sba)	(cps	L	μg‐1)	 r	
L.D.	
(µg	L‐1)	 %R.S.D.b	
As	 193,696	 12,09	±	0,05	 0,99996	 11,2	 2,6	
Cd	 226,502	 718	±	2	 0,99999	 0,1	 0,6	
Cr	 267,716	 194,7	±	0,4	 0,99999	 0,4	 3,0	
Cu	 324,754	 171,5	±	0,8	 0,99995	 1,4	 3,1	
Ni	 352,454	 49,7	±	0,3	 0,99993	 5,3	 4,0	
Pb	 220,353	 55,3	±	0,3	 0,99995	 2,8	 4,5	










Con	 objeto	 de	 evaluar	 la	 exactitud	 de	 la	 determinación	 de	 arsénico	 y	 metales	




0,25	 g	 de	 muestra	 y	 10	 mL	 de	 las	 siguientes	 mezclas	 de	 mineralización:	 ácido	 nítrico;	
mezcla	de	ácido	clorhídrico	y	ácido	nítrico	en	proporción	3:1	(v/v)	(agua	regia);	y	mezcla	
de	 ácido	 nítrico	 y	 peróxido	 de	 hidrógeno	 en	 proporción	 1:1	 (v/v).	 El	 programa	 de	
temperaturas	 aplicado	 con	 el	 horno	 microondas	 fue	 el	 mismo	 para	 los	 tres	 métodos	
ensayados	 (mostrado	 en	 la	 Tabla	 III.6.).	 Finalmente,	 las	 muestras	 fueron	 enrasadas	 a	
50	mL	con	agua	desionizada.	
Para	 facilitar	 la	 discusión	 de	 los	 resultados	 obtenidos	 con	 los	 CRMs,	 en	 la	
Tabla	IV.3.	 se	 muestran	 los	 L.D.	 expresados	 en	 g	 g‐1,	 calculados	 para	 la	 relación	
masa/volumen	 empleada.	 Además,	 se	 incluyen	 los	 L.Q.	 calculados	 de	 acuerdo	 con	 la	








As	 193,696 2,2	 7,3	
Cd	 226,502 0,02	 0,07	
Cr	 267,716 0,08	 0,3	
Cu	 324,754 0,30	 1,0	
Ni	 352,454 1,1	 3,7	
Pb	 220,353 0,60	 2,0	





fulvellum)	 y	 el	 de	 planta	 CTA‐VTL‐2	 (Virginia	 tobacco	 leaves).	 Los	 análisis	 se	 realizaron	
mediante	 ICP‐AES	 bajo	 calibración	 convencional,	 empleando	 1,0	mg	 L‐1	 de	 itrio	 como	
patrón	 interno.	 Los	 resultados	 obtenidos	 se	 recogen	 en	 las	 Tablas	 IV.4.	 y	 IV.5.,	










As	 115	±	9	 106	±	6	 83	±	4	 109	±	4	
Cd	 0,15	±	0,02	 0,14	±	0,04 0,25	±	0,06	 0,17	±	0,02	
Cr	 0,2*	 0,42	±	0,06	 0,31	±	0,05	 0,21	±	0,08	
Cu	 4,9	±	0,2	 3,2	±	0,1	 3,3	±	0,2	 4,7	±	0,2	
Pb	 1,35	±	0,05	 1,1	±	0,2	 0,9	±	0,2	 1,5	±	0,1	
Zn	 15,6	±	1,2	 16,5	±	0,5	 14,4	±	2,4	 15,4	±	0,4	
*	Valor	de	referencia.	
Los	resultados	obtenidos	con	la	mezcla	HNO3/H2O2	en	el	CRM	de	alga	NIES	No.	9	
Sargazo	 mostraron	 una	 buena	 exactitud,	 para	 la	 determinación	 de	 todos	 los	 elementos	
estudiados	que	presentaban	valores	certificados.	En	el	caso	del	níquel,	las	concentraciones	
encontradas	 fueron	 inferiores	 al	 L.D.,	 aunque	 el	 material	 de	 Sargazo	 no	 presenta	
información	acerca	de	este	elemento.	El	análisis	de	cromo	no	pudo	ser	validado,	debido	a	
que	el	material	solo	presenta	valores	de	referencia,	si	bien	el	resultado	obtenido	con	esta	




HNO3	 y	 HNO3/H2O2	 mostraron	 la	 ausencia	 de	 diferencias	 significativas	 con	 el	 valor	














As	 0,969	±	0,072	 <	L.Q.	 <	L.Q.	 <	L.Q.	
Cd	 1,52	±	0,17	 0,86	±	0,03	 0,84	±	0,03	 1,43	±	0,05	
Cr	 1,87	±	0,16	 1,00	±	0,02	 0,98	±	0,08	 1,94	±	0,08	
Cu	 18,2	±	0,9	 13	±	1	 13,8	±	0,1	 17,1	±	0,6	
Ni	 1,98	±	0,21	 1,9	±	0,1a	 1,8	±	0,1a	 2,0	±	0,2a	
Pb	 22,1	±	1,2	 16	±	2	 18,2	±	0,2	 25	±	2	
Zn	 43,3	±	2,1	 32	±	2	 34	±	2	 40	±	2	
a	Relación	cantidad	de	muestra/volumen	final	de	la	muestra	digerida	=	1,0	g/25	mL	
En	 el	 caso	 del	 CRM	 de	 planta	 CTA‐VTL‐2,	 los	 resultados	 del	 estudio	 estadístico	
fueron	notablemente	mejores	para	la	digestión	en	medio	HNO3/H2O2,	aunque	para	validar	
el	 contenido	 de	 níquel	 fue	 necesario	 aumentar	 la	 relación	 cantidad	 de	 muestra	
(g)/volumen	 final	 de	 la	 disolución	 (mL)	 en	 un	 factor	 de	 8.	 De	 este	 modo,	 fue	 posible	




En	conclusión,	 se	seleccionó	 la	mezcla	HNO3/H2O2	(1:1;	v/v)	para	 la	digestión	de	
las	muestras	de	algas	y	plantas,	por	 los	buenos	 resultados	obtenidos	en	ambos	 tipos	de	
matrices.	
IV.1.2	Determinación	de	arsénico	total	mediante	HG‐AFS	
	 La	 determinación	 de	 arsénico	mediante	HG‐AFS	 presenta	 grandes	 ventajas	 en	 el	
análisis	 de	 este	 elemento	 frente	 al	 ICP‐AES,	 como	 son	mayor	 sensibilidad	 y	 sencillez	 de	
operación,	 así	 como	 un	 menor	 coste,	 debido	 fundamentalmente	 al	 menor	 consumo	 de	





presentes,	 lo	 que	 implica	 un	mayor	 grado	 de	manipulación	 de	 la	muestra	 y	 una	mayor	





que	 las	 especies	 de	 arsénico	 presentes	 en	 las	 disoluciones	 de	 las	 muestras	 sean	
transformadas	a	esta	especie.	Los	estudios	de	optimización	y	control	de	 las	variables	de	
operación	 se	 realizaron	 empleando	 disoluciones	 patrón	 de	 As(V),	 previamente	 tratadas	




de	 ácido	 y	 de	 reductor.	 Estos	 parámetros	 fueron	 evaluados	 a	 partir	 de	 las	 condiciones	
recomendadas	por	el	fabricante	(Corns y col., 1993),	y	tras	comprobar	que	proporcionaban	
la	mejor	relación	señal/ruido,	se	seleccionó	una	concentración	de	borohidruro	sódico	de	
1%	(m/v)	y	de	ácido	clorhídrico	de	3	mol	L‐1	para	futuros	experimentos.	





de	 una	 disolución	 patrón	 de	 As(V)	 de	 concentración	 5	 g	 L‐1.	 Los	 parámetros	 de	
calibración	 corresponden	 a	 los	 obtenidos	 a	 partir	 de	 calibrados	 realizados	 con	 cinco	


















Los	 resultados	 obtenidos	 mostraron	 una	 considerable	 mejora	 en	 la	 sensibilidad	
para	 la	 determinación	 de	 contenidos	 totales	 de	 arsénico	 por	 HG‐AFS,	 respecto	 a	 la	






Con	el	 fin	de	evaluar	 la	exactitud	de	 la	determinación	de	arsénico	total	mediante	
HG‐AFS,	 el	método	 se	 aplicó	 al	 CRM	de	 planta	 CTA‐VTL‐2	 (Virginia	 tobacco	 leaves),	 que	
presenta	un	valor	certificado	de	arsénico	 total	de	(0,969	±	0,072)	g	g‐1.	La	muestra	 fue	
tratada	 siguiendo	 el	 método	 de	 mineralización	 previamente	 optimizado,	 por	
calentamiento	 en	 horno	 de	 microondas	 con	 la	 mezcla	 ácido	 HNO3/H2O2	 (1:1;	 v/v).	
El	As(V)	formado	en	la	etapa	de	digestión	fue	reducido	por	tratamiento,	durante	24	horas	
y	 en	 medio	 ácido,	 con	 la	 disolución	 reductora	 (yoduro	 potásico/ácido	 ascórbico	 al	 5%	
(m/v)).	 Para	 que	 esta	 reacción	 de	 reducción	 ocurriera	 satisfactoriamente,	 fue	 necesario	
eliminar	mediante	evaporación	en	rotavapor	la	mezcla	oxidante	procedente	de	la	etapa	de	
digestión.	
La	determinación	de	arsénico	 se	 llevó	a	 cabo	mediante	 calibración	convencional,	
bajo	 las	condiciones	de	operación	instrumental	recogidas	en	 la	Tabla	III.9.	y	en	términos	
de	 altura	 de	 pico,	 para	 una	 ganancia	 del	 detector	 de	 10.	 La	 concentración	 de	 arsénico	









Las	 características	 analíticas	 y	 los	 datos	 de	 calibración,	 obtenidos	 en	 la	
determinación	de	arsénico	por	 ICP‐MS,	 se	muestran	en	 la	Tabla	 IV.7.	El	L.D.	 se	calculó	a	
partir	de	 la	disolución	utilizada	 como	blanco	del	 calibrado	 (HNO3	 (20%;	v/v)	y	metanol	
(5%;	v/v)),	empleando	germanio	e	indio	como	patrón	interno.	La	precisión,	expresada	en	
términos	de	porcentaje	de	desviación	estándar	relativa	(%R.S.D.),	fue	evaluada	a	partir	de	
tres	 medidas	 de	 una	 disolución	 patrón	 conteniendo	 2	 µg	 L‐1	 de	 As.	 Los	 parámetros	 de	


















Las	muestras	 de	 algas	 se	mineralizaron	 siguiendo	 el	 procedimiento	desarrollado	
en	 el	 grupo	 de	 investigación	 del	 profesor	 Dr.	 Kevin	 A.	 Francesconi	 (Capítulo	 III,	
apartado	III.4.4.1).	La	exactitud	del	método	fue	evaluada	a	través	de	su	aplicación	al	CRM	
de	 alga	 NIES	 No.	 9	 Sargazo.	 El	 valor	 obtenido	 experimentalmente	 fue	 (116	 ±	 2)	 µg	 g‐1	












químicas	 del	 arsénico	 reconocidas	 por	 su	 mayor	 toxicidad	 (especies	 inorgánicas	 y	
orgánicas	 metiladas)	 son	 solubles	 en	 medio	 acuoso,	 por	 lo	 que	 el	 objetivo	 se	 centró	
inicialmente	en	la	determinación	de	estas	especies.	Posteriormente,	se	incorporaron	otras	




IV.2.1	 Determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	
mediante	el	acoplamiento	de	HPLC	a	detectores	atómicos	
IV.2.1.1	Acoplamientos	HPLC‐ICP‐AES	y	HPLC‐HG‐ICP‐AES	
Las	 primeras	 investigaciones	 en	 el	 campo	 de	 la	 especiación	 de	 arsénico	 se	
centraron	en	la	determinación	de	cuatro	de	las	especies	más	tóxicas	(As(III),	As(V),	MMA	y	
DMA).	 Para	 ello,	 se	 seleccionó	 el	 método	 de	 separación	 mediante	 HPLC,	 en	 modo	 de	
intercambio	 aniónico,	 desarrollado	 por	 López-Gonzálvez y col. (1995),	 estudiándose	 su	
acoplamiento	a	la	técnica	ICP‐AES.	
La	 separación	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 As(III),	 As(V),	MMA	 y	 DMA	 se	 llevó	 a	
cabo	sobre	una	columna	analítica	de	intercambio	aniónico	Hamilton	PRP‐X100,	compuesta	
por	una	 fase	estacionaria	de	poliestireno‐divinilbenceno	con	grupos	amonio	 cuaternario	
unidos	 covalentemente,	 empleando	 como	 fase	 móvil	 una	 disolución	 acuosa	 de	 fosfato	
amónico,	 en	 concentración	17	mmol	L‐1	 y	 a	pH	5,5,	 a	un	 caudal	de	1	mL	min‐1	 y	 con	un	
volumen	 de	 inyección	 de	 muestra	 de	 100	 L.	 En	 la	 Figura	 IV.1.	 se	 muestra	 un	









Bajo	 estas	 condiciones,	 se	 consiguió	 separar	 las	 cuatro	 especies	 de	 arsénico	
estudiadas	en	menos	de	13	minutos,	con	resolución	a	línea	base.	Los	tiempos	de	retención	






retenidas	 (catiónicas	 o	 neutras)	 que	 pudieran	 estar	 presentes	 en	 las	 muestras,	 no	
contempladas	en	estas	primeras	fases	del	estudio.	
En	 la	 Tabla	 IV.8.	 se	 recogen	 los	 datos	 de	 calibración	 obtenidos	 a	 partir	 de	
calibrados	 realizados	 con	 cinco	 disoluciones	 patrón	 de	 diferente	 concentración	















Especies k’	 (b	±	Sba)	(cps	L	μg‐1) r	
L.D.	
(ng	As) %R.S.D.b	
As(III)	 0,22		0,02	 24,7		0,6	 0,99892 22	 3,2	
DMA	 0,63		0,03	 24,1		0,7	 0,99871 16	 3,0	
MMA	 1,77		0,03	 23,3		0,7	 0,99872 22	 3,4	
As(V)	 3,65		0,02	 24,8		0,4	 0,99951 16	 2,8	
a	Sb	=	Error	típico	de	la	pendiente	(b)	obtenida	en	el	calibrado.	
b	Calculado	para	una	concentración	de	500	µg	L‐1	de	As	por	especie.	
El	 método	 desarrollado	 permite	 la	 determinación	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	
implicadas,	con	una	resolución	superior	a	1,5.	Las	pequeñas	diferencias	en	las	pendientes	
de	calibración,	y	por	tanto,	en	los	L.D.,	se	deben	a	las	características	de	elución,	ya	que	la	
eficiencia	de	 ionización	en	el	plasma	es	 la	misma	para	 las	 cuatro	especies.	 Sin	embargo,	
aunque	 el	 método	 presenta	 una	 buena	 precisión,	 con	 %R.S.D.	 inferiores	 al	 3,5%,	 no	
permite	 la	 cuantificación	 en	 las	 muestras	 a	 niveles	 de	 concentración	 inferiores	 al	 L.Q.	
(entre	 53	 y	 73	 ng	 de	 arsénico,	 en	 función	 de	 la	 especie),	 por	 lo	 que	 se	 estudió	 la	
introducción	de	muestra	mediante	generación	de	hidruros.	
El	 acoplamiento	 HPLC‐HG‐ICP‐AES	 se	 llevó	 a	 cabo	 empleando,	 como	 sistema	
generador	de	hidruros,	el	accesorio	VGA‐77	de	Varian.	La	eficiencia	en	 la	generación	del	
hidruro	 depende	 de	 la	 especie	 de	 arsénico	 implicada	 y	 de	 las	 concentraciones	 de	 ácido	
(HCl)	 y	 de	 reductor	 (NaBH4),	 que	 fueron	 optimizadas	 manteniendo	 las	 condiciones	 de	
separación	descritas	en	el	apartado	anterior,	para	el	acoplamiento	HPLC‐ICP‐AES.	
El	efecto	de	la	concentración	de	HCl	se	estudió	en	el	intervalo	comprendido	entre	
1	y	6	mol	L‐1.	 Los	 ensayos	 se	 realizaron	 empleando	 una	 disolución	 de	 NaBH4	 en	















La	 concentración	 de	 NaBH4	 se	 evaluó	 en	 el	 intervalo	 comprendido	 entre	




























































formación	 de	 mayores	 niveles	 de	 gas	 hidrógeno.	 Por	 esta	 razón,	 se	 eligió	 una	
concentración	de	NaBH4	de	0,5%	(m/v)	para	futuros	experimentos.	
En	 la	 Figura	 IV.4.	 se	 muestra	 el	 cromatograma	 obtenido	 mediante	
HPLC‐HG‐ICP‐AES,	para	una	disolución	acuosa	de	As(III),	DMA,	MMA	y	As(V)	conteniendo	






baja,	por	 la	menor	eficiencia	en	 la	reacción	de	generación	de	hidruros,	 frente	al	resto	de	
especies	 de	 arsénico	 estudiadas,	 y	 bajo	 las	 condiciones	 de	 reacción	 seleccionadas.	
Sin	embargo,	 este	 método	 solventa	 el	 problema	 del	 posible	 solapamiento	 de	 la	 especie	
As(III)	 con	 especies	 catiónicas	 o	 neutras	 que	 pudieran	 estar	 presentes	 en	 las	muestras,	
debido	a	que	solo	el	As(III)	puede	generar	la	arsina	bajo	las	condiciones	empleadas.	
En	 la	 Tabla	 IV.9.	 se	 muestran	 los	 datos	 de	 calibración	 obtenidos,	 a	 partir	 de	
calibrados	 realizados	 con	 cinco	 disoluciones	 patrón	 de	 diferente	 concentración	
(25‐1000	g	L‐1	de	arsénico	por	especie).	Además,	se	incluyen	las	características	analíticas	
y	 los	 factores	de	capacidad	para	cada	una	de	 las	especies	de	arsénico	objeto	de	estudio.	










Especies k’	 (b	±	Sba)	(cps	L	μg‐1) r	
L.D.	
(ng	As) %R.S.D.b	
As(III)	 0,22		0,02	 1033		12	 0,9998 0,50	 3,3	
DMA	 0,63		0,03	 140		3	 0,9994 2,0	 4,5	
MMA	 1,77		0,03	 534		15	 0,9988 1,0	 3,7	
As(V)	 3,65		0,02	 347		16	 0,9968 2,0	 4,8	
a	Sb	=	Error	típico	de	la	pendiente	(b)	obtenida	en	el	calibrado.	
b	Calculado	para	una	concentración	de	100	µg	L‐1	de	As	por	especie.	
Los	 resultados	 muestran	 una	 notable	 mejora	 en	 los	 L.D.,	 de	 entre	 uno	 y	 dos	
órdenes	de	magnitud,	para	el	acoplamiento	HPLC‐HG‐ICP‐AES	frente	a	la	introducción	de	
muestra	 por	 nebulización	 continua,	 lo	 que	 se	 corresponde	 con	 la	 mayor	 eficiencia	 de	
introducción	 de	 muestra.	 La	 diferencia	 en	 el	 valor	 de	 las	 pendientes	 de	 calibración	
obtenida	 para	 las	 distintas	 especies,	 y	 por	 extensión	 en	 los	 L.D.,	 puede	 atribuirse	 a	 las	
diferentes	 eficiencias	 de	 generación	 del	 hidruro	 correspondiente,	 que	 es	mayor	 para	 la	
especie	As(III),	seguido	de	la	especie	MMA,	y	considerablemente	inferior	para	las	especies	
As(V)	 y	 DMA.	 Los	 %R.S.D.	 obtenidos	 fueron	 en	 todos	 los	 casos	 menores	 al	 5%,	 lo	 que	
muestra	la	buena	precisión	del	método,	a	pesar	de	la	introducción	de	la	muestra	en	estado	
gas,	 lo	 que	 es	 atribuible	 a	 las	 condiciones	 de	 generación	 de	 hidruros	 seleccionadas,	
que	permiten	asegurar	la	estabilidad	del	plasma.	
IV.2.1.2	Acoplamiento	HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	
El	 acoplamiento	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 permitió	 incluir	 en	 los	 estudios	 especies	 de	
arsénico	no	generadoras	de	hidruros,	al	incorporar	un	sistema	de	foto‐oxidación,	con	el	fin	
de	 descomponer	 las	 especies	 organoarsenicales	 para	 su	 posterior	 detección	 mediante	
HG‐AFS.	 El	 sistema	 utilizado	 combinó	 la	 adición	 de	 un	 oxidante	 fuerte	 en	medio	 básico	
(persulfato	potásico	 (K2S2O8)	en	medio	hidróxido	sódico),	y	 calentamiento	por	 radiación	




La	 incorporación	 de	 un	 mayor	 número	 de	 especies	 de	 arsénico	 (aniónicas	 y	
catiónicas)	 a	 estos	 estudios,	 condujo	 a	 la	 necesidad	 de	 desarrollar	 nuevos	 métodos	
cromatográficos,	 tanto	 por	 intercambio	 aniónico	 como	 catiónico,	 así	 como	 evaluar	 las	
condiciones	de	foto‐oxidación	que	permitieran	la	descomposición	eficiente	de	las	especies	
implicadas.	 Para	 ello,	 se	 eligieron	 inicialmente	 las	 condiciones	 recomendadas	 por	 el	
fabricante	 (Gómez-Ariza y col., 1998),	 correspondiendo	 a	 una	 concentración	 de	 K2S2O8	 al	





PO4‐,	 SO3‐	 y	 SO4‐sug),	 en	primer	 lugar	 se	procedió	 a	 estudiar	 el	 efecto	del	 pH	de	 la	 fase	
móvil,	sobre	la	retención	de	los	analitos	de	interés.	Uno	de	nuestros	objetivos	fue	retrasar	
la	 elución	 de	 la	 especie	 As(III)	 y	 evitar	 así	 en	 lo	 posible	 su	 solapamiento	 con	 especies	
catiónicas	o	neutras	que	pudieran	estar	presentes	en	 las	muestras.	Por	ello,	 teniendo	en	
cuenta	el	valor	de	pKa1	del	ácido	arsenioso	(9,2),	así	como	estudios	previos	realizados	por	
Sanz y col. (2005b),	en	los	que	se	observó	una	mejora	en	la	resolución	entre	las	especies	AsB	y	
As(III)	a	pH	8,5,	se	evaluó	el	intervalo	de	pH	de	fase	móvil	entre	8,2	y	9,0,	empleando	una	
disolución	 de	 fosfato	 10	 mmol	 L‐1	 como	 fase	 móvil,	 a	 un	 caudal	 de	 1,0	mL	min‐1.	 Los	





























resolución	entre	 la	especie	As(III)	 y	 especies	 catiónicas	o	neutras	no	 retenidas	 (ensayos	
realizados	con	la	especie	AsB),	si	bien	no	se	alcanzó	una	resolución	a	línea	base.	
La	 incorporación	 de	 los	 arsenoazúcares	 Gly‐,	 PO4‐,	 SO3‐	 y	 SO4‐sug,	 mediante	 el	
empleo	 de	 una	 sub‐muestra	 del	 extracto	 de	 alga	 Fucus	 serratus,	 presentó	 dos	
inconvenientes.	Por	un	 lado,	se	detectó	el	solapamiento	de	 las	especies	Gly‐sug	y	As(III),	
que	 eluían	muy	próximas	 al	 volumen	muerto	 del	 sistema,	 y	 por	 tanto,	 a	 la	 especie	AsB.	
Por	otro	lado,	la	especie	más	retenida	(SO4‐sug)	presentaba	un	tiempo	de	elución	próximo	
a	25	minutos,	lo	que	aumentaba	considerablemente	el	tiempo	de	análisis.	Por	lo	tanto,	se	
estudió	 el	 efecto	 de	 la	 concentración	 de	 fosfato	 en	 la	 separación	 de	 las	 especies	 de	
arsénico,	en	el	intervalo	5‐100	mmol	L‐1,	manteniendo	el	pH	a	9,0.		
El	empleo	de	fosfato	5	mmol	L‐1	como	fase	móvil	permitió	retrasar	ligeramente	la	
elución	de	As(III),	mejorando	 la	 resolución	 entre	 las	 especies	Gly‐sug	 y	As(III).	 Por	 otra	
parte,	para	adelantar	la	elución	de	la	especie	SO4‐sug,	se	ensayaron	disoluciones	de	fosfato	
20,	 50	 y	 100	 mmol	 L‐1,	 eligiéndose	 la	 mayor	 concentración,	 ya	 que	 se	 reducía	
notablemente	el	tiempo	total	del	análisis,	si	bien	provocaba	el	solapamiento	del	resto	de	
especies	cuando	la	elución	se	llevaba	a	cabo	en	modo	isocrático.	De	esta	forma,	se	pensó	
en	 emplear	 un	 gradiente	 de	 tres	 concentraciones:	 5,	 20	 y	 100	mmol	 L‐1.	 Finalmente,	 se	
evaluó	el	tiempo	óptimo	de	mantenimiento	de	la	fase	móvil	de	fosfato	20	mmol	L‐1,	entre	
cuatro	 y	 ocho	 minutos,	 antes	 de	 introducir	 la	 fase	 móvil	 de	 fosfato	 100	 mmol	 L‐1,	
resultando	adecuado	un	tiempo	de	5	minutos.	
Por	 lo	 tanto,	 las	 condiciones	 de	 separación	 óptimas	 por	 intercambio	 aniónico	
consistieron	 en	 emplear	 inicialmente	 como	 fase	 móvil	 una	 disolución	 de	 fosfato	 en	
concentración	 5	mmol	 L‐1,	 a	 pH	 9,0	 y	 con	 un	 caudal	 de	 1,0	mL	min−1.	 Transcurrido	 un	
minuto,	 la	 concentración	 de	 la	 fase	 móvil	 se	 aumentó	 a	 20	 mmol	 L‐1,	 aplicando	 un	
gradiente	de	concentración	lineal	durante	0,1	minutos,	y	manteniendo	esta	concentración	
durante	5	minutos.	 Finalmente,	 la	 concentración	de	 fosfato	 se	 aumentó	 a	100	mmol	L‐1,	
aplicando	 el	 mismo	 gradiente	 de	 concentración	 lineal,	 que	 fue	 mantenida	 durante	
10	minutos	 más.	 En	 la	 Figura	 IV.6.	 se	 muestra	 el	 cromatograma	 obtenido	 por		
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	mediante	 intercambio	 aniónico	 (condiciones	 de	 operación	 recogidas	
en	 la	 Tabla	 III.13.,	 a	 una	 ganancia	 del	 detector	 de	 10),	 para	 una	 disolución	 acuosa	 de	
As(III),	DMA,	MMA	y	As(V),	 conteniendo	25	µg	 L‐1	 de	 arsénico	por	 especie,	 y	Gly‐,	 PO4‐,	
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SO3‐	 y	 SO4‐sug,	 conteniendo	 25;	 21,5;	 155	 y	 100	 µg	 L−1	 de	 arsénico	 por	 especie,	
respectivamente.	 Asimismo,	 se	 muestra,	 a	 modo	 de	 línea	 discontinua,	 la	 elución	 de	 la	
especie	 AsB	 (25	 µg	 L‐1	 de	 arsénico),	 cuyo	 tiempo	 de	 retención	 se	 corresponde	 con	 el	













determinaciones	 de	 la	 disolución	 patrón	 de	 menor	 concentración	 empleada	 en	 el	
calibrado.	 En	 el	 caso	de	 los	 arsenoazúcares,	 los	 L.D.	 se	 estimaron	mediante	 dilución	del	
extracto	 de	 Fucus	 serratus	 en	 agua	 desionizada	 (dilución	 1:10),	 conteniendo	
concentraciones	de	arsénico	de	2,5;	2,15;	1,5	y	1,0	µg	L−1,	para	Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	y	SO4‐sug,	
respectivamente.	 Las	 señales	 fueron	 cuantificadas	 en	 términos	 de	 área	 de	 pico.	









Especies k’	 (b	±	Sba)(cps	L	μg‐1) r	
L.D.
(pg	As) %R.S.D.b	
AsB	 ‐	 (51	±	1)·10 0,9976 18 3,1	
Gly‐sug	 0,10	±	0,01	 210	 7 0,9968 24	 3,4	
As(III)	 0,18	±	0,02	 361	 9 0,9986 15	 3,0	
DMA	 0,47	±	0,01	 (41	 1)·10 0,9982 5,0	 2,6	
PO4‐sug	 0,71	±	0,01	 261	 8 0,9976 38	 3,9	
MMA	 1,05	±	0,01	 279	 8 0,9981 21	 3,3	
SO3‐sug	 1,21±	0,02	 255	 9 0,9983 49	 4,2	
As(V)	 1,71	±	0,01	 (38	 2)·10 0,9937 22	 3,3	











base,	 lo	 que	 podría	 dificultar	 su	 cuantificación,	 en	 función	 del	 nivel	 de	 concentración	
presente	 en	 las	 muestras.	 Sin	 embargo,	 debido	 a	 las	 diferentes	 características	 de	 estas	
especies	 en	 cuanto	 a	 la	 generación	 de	 hidruros	 volátiles,	 sería	 posible	 llevar	 a	 cabo	
métodos	 complementarios	 de	 cuantificación.	 Por	 ejemplo,	 la	 eliminación	 de	 la	 etapa	 de	
foto‐oxidación	conduciría	a	que	la	reacción	de	generación	de	hidruros	sería	selectiva	para	
la	especie	As(III),	mientras	que	las	especies	catiónicas	o	neutras	no	se	detectarían.	
Por	otro	 lado,	puesto	que	el	 arsenoazúcar	Gly‐sug	eluye	 en	 las	proximidades	del	




Los	 estudios	 se	 realizaron	 utilizando	 una	 columna	 de	 intercambio	 catiónico	
Hamilton	PRP‐X200,	compuesta	por	una	 fase	estacionaria	de	poliestireno‐divinilbenceno	
con	grupos	sulfonato	unidos	covalentemente.	Basándonos	en	los	estudios	llevados	a	cabo	







ya	 que	 se	 observó	 una	 mejor	 relación	 señal/ruido	 para	 la	 detección	 por	 HG‐AFS.	
Los	estudios	 se	 realizaron	 bajo	 las	 condiciones	 indicadas	 en	 la	 Tabla	 III.13.	
Las	concentraciones	de	 los	 reactivos	 implicados	en	 la	 generación	de	hidruros	 fueron	 las	
mismas	que	las	empleadas	en	la	separación	por	intercambio	aniónico.	Sin	embargo,	para	la	
etapa	 de	 foto‐oxidación	 fue	 necesario	 aumentar	 la	 concentración	 de	 K2S2O8	 de	 2	 a	




3	 mmol	 L‐1	 provocaban	 un	 mayor	 solapamiento	 entre	 especies,	 por	 lo	 que	 se	 decidió	
emplear	una	concentración	de	piridina	de	2,5	mmol	L‐1.	Seguidamente	se	estudió	el	efecto	
del	 pH	 de	 la	 fase	 móvil	 sobre	 la	 retención	 de	 los	 analitos	 de	 interés,	 manteniendo	 la	
concentración	 seleccionada	 y	 un	 caudal	 1,0	 mL	 min‐1.	 Para	 ello,	 se	 registraron	 los	
cromatogramas	 de	 una	 disolución	 patrón	 conteniendo	 las	 especies	 As(III),	 As(V),	 AsB,	


























coelución	 de	 las	 especies	 más	 retenidas	 (TETRA	 y	 TMAO).	 La	 mejor	 resolución	 en	 la	
separación	de	estas	especies	se	obtuvo	para	un	pH	de	fase	móvil	de	2,65,	por	lo	que	este	
valor	de	pH	fue	seleccionado	para	futuros	experimentos.		














disoluciones	 patrón	 de	 diferente	 concentración	 (1‐500	 µg	 L‐1	 de	 arsénico	 por	 especie),	
para	una	ganancia	del	detector	de	100.	Además,	se	muestran	las	características	analíticas	y	
los	 factores	 de	 capacidad	 para	 cada	 una	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 objeto	 de	 estudio.	
Los	L.D.	se	calcularon,	para	un	volumen	de	inyección	de	muestra	de	100	µL,	a	partir	de	la	












As(III) ‐	 314	 8 0,9984 36 3,9	
As(V)	 0,24	±	0,01	 357	 9 0,9981 35	 3,8	
AsB	 0,71	±	0,01	 343	 11 0,9988 26	 3,4	
TETRA	 1,76	±	0,02	 221	 7 0,9987 53	 4,5	
TMAO	 2,10	±	0,02	 205	 7 0,9989 51	 4,4	
a	Sb	=	Error	típico	de	la	pendiente	(b)	obtenida	en	el	calibrado.	
b	Calculado	para	una	concentración	de	10	µg	L‐1	de	As	por	especie.	
El	 método	 desarrollado,	 mediante	 cromatografía	 de	 intercambio	 catiónico	
acoplada	a	(UV)‐HG‐AFS,	permite	llevar	a	cabo	la	separación	de	As(III),	As(V),	AsB,	TETRA	
y	 TMAO,	 en	 menos	 de	 14	 minutos,	 y	 con	 L.D.	 inferiores	 a	 53	 pg	 de	 arsénico,	 para	 un	
volumen	 de	 inyección	 de	 muestra	 de	 100	 µL.	 Las	 especies	 MMA	 y	 DMA	 coeluyen	 con	
As(III)	 y	As(V),	 respectivamente,	 si	 bien	 estas	 cuatro	 especies	pueden	 ser	determinadas	
mediante	 cromatografía	 de	 intercambio	 aniónico.	 Con	 respecto	 a	 los	 arsenoazúcares,	 su	
retención	en	la	columna	analítica	al	pH	de	fase	móvil	(2,65)	sugiere	que	a	este	valor	de	pH	
se	comportan	como	cationes,	 lo	que	está	de	acuerdo	con	 lo	propuesto	por	otros	autores	
(Raber y col., 2000).	 Los	 arsenoazúcares	 PO4‐sug	 y	 SO4‐sug	 coeluyen	 con	 As(V)	 y	 AsB,	
respectivamente,	mientras	que	SO3‐sug	y	Gly‐sug	eluyen	entre	AsB	y	TETRA.	Por	lo	tanto,	
los	 dos	 métodos	 cromatográficos	 desarrolladlos,	 mediante	 intercambio	 aniónico	 y	
catiónico,	 son	 complementarios,	 y	 permiten	 llevar	 a	 cabo	 la	 identificación	 de	 las	 once	









	 La	 aplicación	 de	 los	 métodos	 de	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	
desarrollados	 a	muestras	 reales,	 requiere	 el	 desarrollo	de	procedimientos	 de	 extracción	
que,	 además	 de	 ser	 eficaces,	 deben	 asegurar	 la	 conservación	 de	 la	 forma	 química	
originalmente	 presente	 en	 la	 muestra.	 Por	 otro	 lado,	 la	 eficiencia	 asociada	 al	 proceso	
depende	 en	 gran	medida	 del	 tipo	 de	muestra,	 haciendo	 necesaria	 la	 puesta	 a	 punto	 de	
métodos	 de	 extracción	 para	 cada	 matriz	 particular	 (McSheehy y col., 2003; Francesconi y 
Kuehnelt, 2004).	Por	ello,	los	estudios	de	optimización	de	métodos	de	extracción	de	especies	
de	 arsénico	 se	 llevaron	 a	 cabo	 separadamente,	 tanto	 sobre	 matrices	 de	 alga	 como	 de	
planta.	
La	eficiencia	de	los	procesos	de	extracción	se	evaluó	en	términos	de	porcentaje	de	
recuperación,	determinado	a	 través	de	 la	relación	entre	el	arsénico	total	presente	en	 los	
extractos	y	 la	concentración	total	presente	en	 la	muestra	tras	su	digestión.	Asimismo,	se	
evaluó	 la	 estabilidad	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 estudiadas	 durante	 el	 proceso	 de	
extracción,	 mediante	 estudios	 de	 recuperación	 de	 especies	 adicionadas	 a	 la	 muestra	




algas	 se	 realizaron	 sobre	 el	 material	 de	 referencia	 NIES	 No.	 9	 Sargazo,	 certificado	 en	
arsénico	total	(115	±	9	g	g‐1).	Los	parámetros	estudiados	fueron	la	naturaleza	del	agente	












como	metanol	 y	 mezclas	 agua/metanol	 en	 proporciones	 1:1	 y	 1:9	 (v/v).	 El	 número	 de	
etapas	 consecutivas	 de	 extracción	 también	 se	 evaluó,	 determinando	 el	 contenido	 de	
arsénico	 extraído	 en	 cada	 etapa	 de	 forma	 independiente.	 Los	 resultados	 mostraron	 la	
conveniencia	 de	 realizar	 tres	 etapas	 consecutivas,	 sin	 la	 obtención	 de	 concentraciones	
apreciables	en	subsiguientes	etapas.	A	este	respecto,	es	necesario	considerar	que	el	CRM	
utilizado	presentaba	un	elevado	contenido	de	arsénico,	por	lo	que	el	número	de	etapas	de	
extracción	 necesarias	 podría	 reducirse	 para	 muestras	 con	 contenidos	 de	 arsénico	
menores.	
Los	 resultados	 obtenidos	 sobre	 el	 CMR	 NIES	 No.	 9	 Sargazo,	 en	 términos	 de	
eficiencia	de	extracción	con	los	diferentes	extractantes	evaluados,	empleando	tres	etapas	
consecutivas	de	extracción	y	agitación	magnética	durante	30	minutos,	se	muestran	en	 la	
Tabla	 IV.12.	La	concentración	de	arsénico	 total	extraído	se	determinó	mediante	 ICP‐AES	
(condiciones	 de	 operación	 mostradas	 en	 la	 Tabla	 III.7.),	 a	 la	 longitud	 de	 onda	 de	
193,696	nm.	 En	 los	 estudios	 realizados	 con	 diferentes	 extractantes,	 no	 se	 observaron	
diferencias	 significativas,	 para	 un	 nivel	 de	 confianza	 del	 95%,	 entre	 las	 pendientes	 de	















Tris	 0,1	mol	L‐1	 58	±	3	0,3	mol	L‐1	 49	±	3	






Los	 resultados	 obtenidos	 mostraron	 la	 ausencia	 de	 mejoras	 significativas	 en	 la	
eficiencia	de	extracción	de	arsénico	obtenida	con	agua	desionizada,	a	través	del	empleo	de	
disoluciones	 acuosas	 de	 H3PO4	 o	 de	 Tris,	 independientemente	 de	 la	 concentración	
ensayada.	Por	lo	tanto,	se	descartó	su	empleo	con	el	fin	de	reducir	el	coste	del	proceso	y	
evitar	 un	 incremento	 de	 la	 fuerza	 iónica	 del	 extracto,	 lo	 que	 generalmente	 afecta	 a	 la	
separación	cromatográfica	por	intercambio	iónico.	Tampoco	se	observaron	mejoras	con	la	
mezcla	 agua/metanol	 (1:1;	 v/v),	 sino	 que	 la	 eficiencia	 de	 extracción	 disminuyó,	
aproximadamente	 en	 un	 50%,	 para	 elevados	 porcentajes	 de	 metanol	 (metanol	 solo	 o	
mezcla	agua/metanol	(1:9;	v/v)).	Este	hecho	parece	indicar	que	el	CRM	NIES	No.	9	Sargazo	
debe	 contener	 un	 elevado	porcentaje	 de	 arsénico	 inorgánico,	 ya	 que	 el	metanol	 ha	 sido	
reportado	 como	 un	 agente	 extractante	 más	 eficaz	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 extracción	 de	
especies	de	arsénico	metiladas	(Karthikeyan e Hirata, 2003).	
Asimismo,	 se	 evaluó	 el	 efecto	 de	 la	 relación	 masa	 de	 muestra/volumen	 de	
extractante,	 aumentando	el	 volumen	de	disolvente	desde	5	hasta	 10	mL,	 para	0,20	 g	de	
muestra	 y	 tres	 etapas	 consecutivas	 de	 extracción.	 Los	 estudios	 se	 realizaron	 tanto	 con	
agua	desionizada	como	con	la	mezcla	agua/metanol	(1:1;	v/v).	La	eficiencia	de	extracción	
varió	de	 (64	±	3)	 a	 (61	±	2)%,	para	 el	 empleo	de	5	y	10	mL	de	agua	desionizada	 como	





Los	 sistemas	 de	 extracción	 evaluados	 fueron	 la	 agitación	magnética,	 el	 baño	 de	




en	 el	 intervalo	 de	 15	 minutos	 a	 12	 horas.	 Los	 resultados	 obtenidos	 se	 muestran	 en	 la	











como	 con	 UPS.	 En	 los	 ensayos	 realizados	 con	 el	 baño	 de	 ultrasonidos,	 se	 mantuvo	 el	
tiempo	de	extracción	de	30	minutos,	mientras	que	para	el	empleo	de	UPS,	se	estudió	su	
influencia	en	el	intervalo	30	segundos‐5	minutos,	aplicando	una	amplitud	de	ultrasonidos	




























































que	 este	 es	 el	 volumen	 mínimo	 de	 disolvente	 recomendado	 en	 las	 condiciones	 de	
operación	del	horno	de	microondas	empleado,	si	bien	en	 los	estudios	previos	realizados	
con	 el	 resto	 de	 sistemas	 de	 extracción	 evaluados,	 se	 había	 comprobado	 la	 ausencia	 de	
influencia	 de	 este	 parámetro	 sobre	 la	 eficiencia	 de	 extracción.	 El	 efecto	 del	 tiempo	 de	







Los	 resultados	 obtenidos	 muestran	 una	 considerable	 mejora	 en	 la	 eficiencia	 de	
extracción	 de	 arsénico	 por	 calentamiento	 en	 horno	 de	 microondas,	 para	 todas	 las	
condiciones	evaluadas,	frente	al	empleo	de	la	agitación	magnética	o	UPS	como	sistemas	de	
extracción.	El	aumento	del	tiempo	de	calentamiento	no	proporciona	mejoras	significativas	
en	 la	 eficiencia	 de	 extracción,	 para	 ninguna	 de	 las	 temperaturas	 ensayadas.	 Por	 el	
contrario,	 los	mayores	 tiempos	 de	 calentamiento	 (20	minutos)	 parecen	 conducir	 a	 una	
retroextracción	de	los	compuestos	de	arsénico,	debido	a	la	disminución	observada	en	las	
eficiencias	de	extracción.	Esta	disminución	no	puede	ser	atribuida	a	pérdidas	de	analito,	al	
realizarse	 el	 proceso	 en	 sistema	 cerrado.	 Respecto	 a	 la	 temperatura,	 las	 mayores	















































confianza	 del	 95%,	 en	 las	 eficiencias	 de	 extracción	 de	 arsénico	 obtenidas	 mediante	
30	minutos	de	agitación	magnética	y	30	segundos	de	sonicación	focalizada,	mientras	que	
la	 sonicación	 convencional	 durante	 30	 minutos	 proporciona	 eficiencias	 ligeramente	
inferiores.	De	este	modo,	el	empleo	de	la	sonicación	focalizada	presenta	ventajas	frente	a	
la	 agitación	 magnética,	 debido	 a	 la	 importante	 reducción	 en	 el	 tiempo	 de	 extracción,	
aunque	 las	 muestras	 deben	 ser	 procesadas	 de	 una	 en	 una.	 Sin	 embargo,	 la	 extracción	





Los	análisis	de	especiación	mediante	HPLC	 implican	 la	 inyección	de	 los	extractos	






total	 presente	 en	 los	 extractos	 por	 ICP‐AES,	 antes	 y	 después	 del	 proceso	 de	 clean‐up.	
Además,	 el	 empleo	 de	 filtros	 de	 corte	 permitiría	 determinar	 la	 presencia	 de	
macromoléculas	 de	 arsénico	 en	 los	 extractos,	 posiblemente	 proteínas	 hidrosolubles,	
realizando	así	estudios	de	fraccionamiento	en	las	muestras.	
Los	resultados	obtenidos	sobre	el	extracto	del	CRM	NIES	No.9	Sargazo,	mostraron	
la	 ausencia	 de	 pérdidas	 de	 arsénico	 durante	 los	 procesos	 de	 limpieza	 ensayados,	 con	
recuperaciones	entre	el	97	y	el	101	%.	Además,	 los	ensayos	realizados	con	 los	 filtros	de	
corte	 molecular,	 permitieron	 asegurar	 la	 ausencia	 de	 compuestos	 de	 arsénico	
hidrosolubles	 con	 peso	molecular	 superior	 a	 10	 kDa	 en	 los	 extractos	 acuosos.	 Por	 otro	
lado,	se	prefirió	el	empleo	de	filtros	de	nylon	de	0,22	m	frente	a	0,20	m,	por	presentar	
menores	 problemas	 de	 saturación,	 y	 por	 tanto,	 bloqueo	 de	 los	 filtros.	 En	 definitiva,	 se	
decidió	utilizar	 los	 filtros	de	corte	molecular	de	10	kDa	para	 la	 limpieza	de	 los	extractos	
procedentes	 de	 otras	 muestras	 de	 alga,	 con	 el	 fin	 de	 comprobar	 la	 ausencia	 de	
macromoléculas	 de	 arsénico	 en	 otras	 especies	 de	 alga,	 aunque	 finalmente	 se	 eligió	 el	
empleo	de	filtros	de	jeringa	de	0,22	m	como	método	de	clean‐up.	
IV.2.2.1.2	 Análisis	 cromatográfico	 de	 los	 extractos	 y	 estudio	 de	 la	 estabilidad	 de	
especies	de	arsénico	durante	el	proceso	de	tratamiento	de	muestra	
Los	 buenos	 resultados	 obtenidos,	 en	 términos	 de	 eficiencia	 de	 extracción	 y	
ausencia	 de	 pérdidas	 de	 arsénico	 durante	 el	 proceso	 de	 clean‐up,	 no	 aseguraban	 la	
identificación	y	conservación	de	 las	especies	de	arsénico	extraídas.	Los	extractos	debían	
ser	analizados,	evaluando	la	posible	modificación	del	perfil	cromatográfico	por	efecto	de	la	
matriz,	 frente	 al	 obtenido	 con	 disoluciones	 patrón.	 Del	 mismo	 modo,	 fue	 necesario	
estudiar	la	ausencia	de	transformaciones	de	las	especies	originalmente	presentes	durante	
el	tratamiento	de	muestra.	


















L.D.	 L.Q.	 L.D. L.Q. L.D. L.Q. L.D.	 L.Q.
(µg	g‐1 As)
AsB	 ‐	 ‐	 ‐ ‐ 0,023 0,075 0,033	 0,11
Gly‐sug	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,030	 0,10	 ‐	 ‐	
As(III)	 28	 92	 0,63	 2,1	 0,019	 0,063	 0,045	 0,15
DMA	 20	 67	 2,5	 8,3	 0,006	 0,021	 ‐	 ‐	
PO4‐sug	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,048	 0,16	 ‐	 ‐	
MMA	 28	 92	 1,3	 4,2	 0,026	 0,088	 ‐	 ‐	
SO3‐sug	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,061	 0,20	 ‐	 ‐	
As(V)	 20	 67	 2,5	 8,3	 0,028	 0,092	 0,044	 0,15
SO4‐sug	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,075	 0,25	 ‐	 ‐	
TETRA	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,066	 0,22
TMAO	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 ‐	 0,064	 0,21
El	 análisis	 de	 los	 extractos	 acuosos	 del	 material	 de	 Sargazo	 mediante	 HPLC	
acoplado	a	ICP‐AES	y	a	HG‐ICP‐AES	(cromatogramas	mostrados	en	las	Figuras	IV.12.A	y	B,	
respectivamente,	 obtenidos	 bajo	 las	 condiciones	 de	 operación	 recogidas	 en	 la	
Tabla	III.12.),	permitió	identificar	tan	solo	la	especie	As(V),	debido	al	aumento	en	el	área	
de	pico	tras	la	adición	de	disoluciones	patrón	de	esta	especie.	La	cuantificación	mediante	
HPLC‐HG‐ICP‐AES,	 mostró	 la	 ausencia	 de	 diferencias	 significativas,	 para	 un	 nivel	 de	
confianza	 del	 95%,	 entre	 las	 pendientes	 obtenidas	 mediante	 calibrado	 convencional	 y	
adiciones	estándar,	por	lo	que	no	se	observó	efecto	matriz.	La	concentración	de	As(V)	fue	
de	 (72	±	3)	g	g‐1,	 constituyendo	el	 (64	±	3)%	del	 arsénico	 total	presente	 en	el	 extracto.	
Por	 lo	 tanto,	 parte	 del	 arsénico	 extraído	 no	 pudo	 ser	 identificado	 a	 través	 de	 estos	
acoplamientos,	bien	por	encontrarse	presente	a	niveles	de	concentración	inferiores	a	sus	
correspondientes	 L.D.,	 o	 bien	 por	 tratarse	 de	 especies	 no	 generadoras	 de	 hidruros	
volátiles	 (para	 el	 acoplamiento	 HPLC‐HG‐ICP‐AES).	 Asimismo,	 se	 consideró	 que	 estos	
compuestos	 podrían	 permanecer	 retenidos	 en	 la	 columna	 analítica,	 como	 por	 ejemplo	









El	 análisis	 del	 extracto	 acuoso	 del	 material	 de	 Sargazo,	 mediante	 los	 métodos	









Las	 especies	 de	 arsénico	 presentes	 en	 los	 extractos	 del	 material	 de	 Sargazo	 se	
identificaron	 por	 aumento	 en	 las	 áreas	 de	 pico	 al	 adicionar	 las	 correspondientes	
disoluciones	 patrón.	 En	 el	 caso	 de	 los	 arsenoazúcares,	 la	 identificación	 se	 llevó	 a	 cabo	
mediante	comparación	con	el	tiempo	de	retención	obtenido	para	las	especies	presentes	en	
el	extracto	de	Fucus	serratus.	



























para	 los	 arsenoazúcares,	 debido	 a	 que	 no	 existen	 disoluciones	 patrón	 de	 estas	 especies	
disponibles	 comercialmente.	 Para	 el	 resto	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 estudiadas,	 no	 se	
observaron	diferencias	significativas,	a	un	nivel	de	confianza	del	95%,	entre	las	pendientes	
obtenidas	 mediante	 ambos	 métodos	 de	 calibración.	 Las	 concentraciones	 de	 los	
arsenoazúcares	 se	 estimaron	 mediante	 calibración	 convencional,	 bien	 empleando	 dos	
diluciones	del	extracto	de	Fucus	serratus	(diluido	2	y	4	veces),	o	bien	mediante	calibración	
respecto	 a	 la	 especie	 arsénico	 de	 elución	 más	 próxima,	 que	 fueron	 DMA	 para	 Gly‐	 y	
PO4‐sug,	MMA	para	SO3‐sug,	y	As(V)	para	SO4‐sug.	
En	la	Tabla	IV.15.	se	muestran	las	concentraciones	obtenidas	para	las	especies	de	












g	g‐1)	 (%)a	 DMA	 As(V)	 Gly‐sug	 PO4‐sug	 SO4‐sug	 (%)b	
107	±	2	 98	±	2	 0,9	±	0,1	 70	±	1 1,0	±	0,2 1,4	±	0,2 7	±	2	 75	±	2
a	Calculado	por	comparación	entre	el	As	total	extraído	y	el	As	total	obtenido	mediante	digestión	en	
horno	de	microondas	y	determinación	por	ICP‐AES	(109	±	4	g	g‐1,	procedente	de	la	Tabla	IV.4.).	




acoplamiento	HPLC‐HG‐ICP‐AES,	y	con	 lo	reportado	por	otros	autores	 (Llorente-Mirandes y 





Llorente-Mirandes y col. (2010)	 y	 Ruiz-Chancho y col. (2010)	 encontraron	 el	 arsenoazúcar	
SO3‐sug	 en	 el	 extracto	 acuoso	 del	 material	 de	 Sargazo,	 a	 un	 nivel	 de	 concentración	 de	
aproximadamente	 2	 µg	 g‐1,	 aunque	 esta	 especie	 no	 fue	 detectada	 en	 este	 estudio,	 aun	
siendo	la	concentración	reportada	superior	al	L.Q.	para	esta	especie.	




desarrollado	 mediante	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 permitió	 aumentar	 la	 recuperación	 de	






presenten	 una	 matriz	 similar	 a	 la	 de	 las	 muestras	 objeto	 de	 estudio.	 Sin	 embargo,	 la	
ausencia	 de	 este	 tipo	 de	 CRMs	 hizo	 necesario	 realizar	 estos	 estudios	 con	 muestras	
adicionadas	con	compuestos	de	arsénico.	
Los	 estudios	 de	 estabilidad	 de	 especies	 durante	 el	 tratamiento	 de	 muestra	 se	




a	 través	 del	 acoplamiento	 HPLC‐HG‐ICP‐AES,	 por	 lo	 que	 solo	 se	 evaluaron	 las	 especies	
capaces	de	generar	hidruros	volátiles	(As(III),	As(V),	MMA	y	DMA).	Los	resultados	de	los	
análisis	de	especiación	del	alga	Hijiki	se	presentan	en	el	Capítulo	VI,	junto	con	el	resto	de	
algas	 comestibles	 analizadas	 (aunque	 a	 lo	 largo	 de	 este	 apartado	 se	 indican	 las	
concentraciones	de	las	especies	de	arsénico	presentes	en	la	muestra,	con	especial	atención	
a	 aquellas	 que	 afectan	 a	 estos	 estudios).	 En	 la	 Tabla	 IV.16.	 se	 muestran	 los	 resultados	










As(III) As(V)	 MMA	 DMA	
CRM	NIES	No.	9	
Sargazo	
50 97	±	3 102	±	4 95	±	4 101	±	5	
100 98	±	7 104	±	4 92	±	4 95	±	5	
Hijiki	 50 95	±	3 93	±	7 115	±	9 92	±	8	100 93	±	4 104	±	4 96	±	6 93	±	3	
El	método	de	análisis	empleado	permitió	evaluar	la	estabilidad	de	las	especies	de	
arsénico	 generadoras	 de	 hidruros	 volátiles	 sin	 interferencia	 de	 otras	 especies.	 Los	
resultados	 obtenidos	 mostraron	 recuperaciones	 entre	 el	 93	 y	 el	 115%,	 para	
concentraciones	adicionadas	de	50	y	100	g	g‐1	de	arsénico	por	especie.	Los	dos	niveles	de	
concentración	de	arsénico	por	especie	adicionados	a	las	muestras	sólidas	(50	y	100	g	g‐1)	
se	 eligieron	 alrededor	 de	 los	 niveles	 de	 concentración	 de	 la	 única	 especie	 de	 arsénico	
identificada	en	ambas	muestras	mediante	HPLC‐HG‐ICP‐AES	((72	±	3)	y	(62	±	2)	g	g‐1	de	
As(V),	para	el	material	de	Sargazo	y	el	alga	Hijiki,	respectivamente).	
Los	 ensayos	 de	 recuperación	 de	 las	 especies	 AsB,	 TETRA	 y	 TMAO,	 se	 realizaron	
después	 de	 haber	 desarrollado	 el	 método	 de	 determinación	 de	 estos	 compuestos,	
mediante	HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	(intercambio	catiónico).	Los	estudios	se	llevaron	a	cabo	solo	
sobre	 el	 alga	 Hijiki	 (un	 paquete	 comercial	 diferente),	 al	 no	 poder	 disponer	 de	 más	
porciones	 del	 CRM	 NIES	 No.	 9	 Sargazo.	 Las	 concentraciones	 de	 arsénico	 por	 especie	
adicionadas,	 fueron	 las	 mismas	 que	 para	 los	 estudios	 de	 recuperación	 de	 especies	
aniónicas	 (50	y	100	g	g‐1),	ya	que	el	alga	Hijiki	 (un	nuevo	paquete	comercial)	presentó	
una	 concentración	 de	 As(V)	 de	 (50,3	 ±	 0,4)	 g	 g‐1	 (junto	 con	 DMA	 y	 los	 cuatro	
arsenoazúcares	 estudiados,	 a	 niveles	 de	 concentración	 inferiores	 a	 2,7	 g	 g‐1).	 En	 la	













disoluciones	patrón	(Figura	IV.8.),	 los	arsenoazúcares	SO4‐sug	y	Gly‐sug	 interfieren	en	 la	
determinación	 de	 las	 especies	 AsB	 y	 TETRA,	 respectivamente.	 Por	 lo	 tanto,	 las	
recuperaciones	de	estas	especies	se	calcularon	por	diferencia	con	las	concentraciones	de	
ambos	 arsenoazúcares	 presentes	 en	 la	muestra	 ((2,7	 ±	 0,4)	 y	 (1,05	 ±	 0,03)	g	 g‐1	 para	
SO4‐sug	y	Gly‐sug	encontrados	en	el	alga	Hijiki,	respectivamente),	cuantificados	mediante	
intercambio	 aniónico,	 si	 bien	 se	 puede	 considerar	 que	 dicha	 interferencia	 es	
prácticamente	 despreciable,	 por	 constituir	 un	 porcentaje	 inferior	 al	 5%	 de	 las	
concentraciones	 de	 AsB	 y	 TETRA	 adicionadas.	 Los	 resultados	 obtenidos	 mostraron	
recuperaciones	entre	el	95	y	el	103%.	
Los	 estudios	 realizados	 confirmaron	 la	 ausencia	 de	 pérdidas	 o	 transformaciones	
significativas	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 aniónicas	 y	 catiónicas	 adicionadas,	 durante	 el	
proceso	de	 tratamiento	y	análisis	de	muestra.	Con	respecto	a	 los	arsenoazúcares,	no	 fue	
posible	 llevar	a	cabo	estudios	de	recuperación	de	estas	especies,	debido	a	 la	ausencia	de	
disoluciones	 patrón	 comerciales.	 Sin	 embargo,	 la	 estabilidad	 de	 estos	 compuestos	 en	
extractos	de	agua/metanol	(1:1;	v/v)	de	algas	ha	sido	reportada	por Tukai y col. (2002)	y	
Wei y col. (2003),	mediante	calentamiento	durante	5	minutos	a	70	°C	y	10	minutos	a	100	°C,	
respectivamente,	 por	 lo	que	 es	muy	probable	 que	 estas	 especies	 también	 se	mantengan	
estables	durante	el	proceso.	
	 En	conclusión,	el	método	desarrollado	permitió	llevar	a	cabo	la	determinación	de	
las	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 estudiadas	 en	 muestras	 de	 algas,	 asegurando	 la	







forma	 separada	 la	 raíz	 ((164	±	3)	g	g‐1	de	As)	y	 la	parte	 aérea	 ((62	±	2)	g	g‐1	de	As),	







fosfato	 0,1	 mol	 L‐1	 y	 pH	 7,2	 (Antosiewicz y col., 2008),	 realizados	 en	 nuestro	 grupo	 de	
investigación,	mostraron	exclusivamente	la	presencia	de	especies	de	arsénico	inorgánicas,	
con	predominancia	de	As(V).	Este	hecho	es	consistente	con	lo	publicado	por	otros	autores	
(Ruiz-Chancho y col., 2005 y 2007),	 aunque	 en	 algunos	 casos	 se	han	 identificado	pequeñas	
concentraciones	de	especies	metiladas,	debido	a	la	probable	acción	de	microrganismos	del	
suelo.	Por	ello,	nuestro	principal	objetivo	fue	determinar	la	fracción	de	arsénico	presente	
en	 forma	 de	 especies	 fácilmente	 extraíbles	 (generalmente	 especies	 inorgánicas	 y	
metiladas)	en	las	plantas,	debido	a	su	elevada	toxicidad	y	al	riesgo	que	implica	su	probable	
retorno	 al	 resto	 de	 compartimentos	medioambientales.	 La	 conocida	 solubilidad	 de	 este	
tipo	de	 especies	 en	 agua,	 junto	 con	 los	 buenos	 resultados	 conseguidos	 sobre	 el	 CRM	de	




variables	 que	 intervienen	 en	 un	 proceso,	 ya	 que	 al	 tratarlas	 de	 forma	 conjunta,	 ofrece	
información	acerca	de	las	posibles	interacciones	que	puedan	existir	entre	ellas,	así	como	el	
error	experimental	cometido.	El	método	proporciona	un	modelo	matemático	polinómico	
que	 describe	 el	 comportamiento	 del	 sistema	 objeto	 de	 estudio,	 dentro	 de	 los	 límites	 de	
trabajo	establecidos.	Las	etapas	generales	del	proceso	de	optimización	son:	elección	de	la	
variable	 respuesta	 a	 medir	 (función	 respuesta),	 de	 las	 variables	 objeto	 de	 estudio	
(factores)	y	de	su	intervalo	de	estudio	(niveles);	planificación,	realización	de	experimentos	
y	recogida	de	datos;	estudio	y	ajuste	de	 los	datos	experimentales	a	modelos	estadísticos	
(de	 primer	 y/o	 segundo	 orden);	 y	 análisis	 de	 los	 resultados	 y	 construcción	 de	 las	
superficies	de	respuesta	(Miller y Miller, 1993).	
El	 diseño	 de	 experimentos	 se	 realizó	 empleando	 el	 software	 StatGraphics	
Centurion	XV.	 Los	 estudios	 se	 llevaron	 a	 cabo	 de	 forma	 independiente	 para	 la	 raíz	 y	 la	
parte	aérea	de	la	planta	T.	zygis,	pretratada	tal	y	como	se	indica	en	el	Capítulo	III,	apartado	
III.4.1,	 con	 objeto	 de	 realizar	 estudios	 de	 especiación	 de	 arsénico	 separadamente,	 y	 así	
poder	 evaluar	 posibles	 diferencias	 entre	 las	 especies	 incorporadas	 desde	 el	 suelo	 a	 la	
























Temperatura	(T,	°C)	 A	 50	 70	 90	
Tiempo	(t,	min)	 B	 2,5	 5,0	 7,5	
Etapas	de	extracción	(EE)	 C	 1	 2	 3	
UPS	
Amplitud	(A,	%)	 A	 10	 20	 30	
Tiempo	(t,	min)	 B	 2,5	 5,0	 7,5	
Etapas	de	extracción	(EE)	 C	 1	 2	 3	
En	 la	 Tabla	 IV.19.	 se	 muestra	 la	 programación	 de	 las	 pruebas	 experimentales	
llevadas	a	cabo	sobre	la	raíz	de	T.	zygis,	empleando	MAE	y	agua	desionizada,	así	como	la	
matriz	representativa	del	diseño	factorial	realizado	con	los	valores	codificados.	Los	signos	
positivo	 y	 negativo	 representan	 el	 límite	 superior	 e	 inferior	 de	 cada	 variable,	
respectivamente,	mientras	 que	 los	 puntos	 centrales	 se	 designan	 como	 cero.	 Además,	 se	
muestra	 la	 eficiencia	 de	 extracción	 obtenida	 para	 cada	 uno	 de	 los	 experimentos	
mencionados.	La	realización	de	este	diseño	factorial	implicó	la	necesidad	de	realizar	ocho	








Experimento	 T	(°C)	 t	(min) EE A B C Eficiencia	de	extracción	(%)	
1	 70	 5	 2	 0 0 0 13,4	
2	 50	 7,5	 3	 ‐ + + 13,7	
3	 90	 2,5	 1	 + ‐ ‐ 21,2	
4	 70	 5	 2	 0 0 0 16,6	
5	 90	 2,5	 3	 + ‐ + 27,3	
6	 50	 2,5	 1	 ‐ ‐ ‐ 14,0	
7	 50	 2,5	 3	 ‐ ‐ + 13,3	
8	 90	 7,5	 1	 + + ‐ 19,0	
9	 70	 5	 2	 0 0 0 13,0	
10	 50	 7,5	 1	 ‐ + ‐ 8,90	
11	 90	 7,5	 3	 + + + 31,4	
12	 70	 5	 2	 0 0 0 15,4	
Ensayos	realizados	con	0,20	g	de	T.	zygis	(raíz),	empleando	MAE	y	8	mL	de	
agua	desionizada	por	etapa	de	extracción.	
Designación:	 A	 =	 T	 (°C);	 B	 =	 t	 (min);	 C	 =	 EE	 (número	 de	 etapas	 de	
extracción).	
El	 diseño	 empleado	 proporciona	 información	 sobre	 la	 influencia	 de	 todos	 los	
factores	 estudiados,	 a	 través	 de	 un	 número	 reducido	 de	 experimentos	 y	 sin	 pérdida	 de	





sobre	 la	 variable	 respuesta	 del	 diseño	 factorial	 de	 experimentos	 de	 primer	 orden.	
En	la	Tabla	 IV.20.	 se	 recogen	 los	 resultados	 obtenidos.	 El	 estadístico	 p‐valor	 (o	 bien	 la	
relación	 F)	 permite	 determinar	 la	 magnitud	 y	 existencia	 de	 efectos	 cruzados	 entre	 los	
factores	sobre	la	variable	respuesta.	La	obtención	de	un	p‐valor	inferior	a	0,05	(o	relación	
F	mayor	que	7),	indica	que	las	variables	son	significativas,	para	un	nivel	de	confianza	del	
95%	 (Miller y Miller, 1993).	 En	 este	 caso,	 cinco	 de	 las	 variables	 presentan	 p‐valores	
inferiores	a	0,05	(marcados	en	negrita),	mostrando	un	efecto	significativo	sobre	la	variable	













A	 300,125 1 300,125 137,67 0,0003	
B	 0,98	 1 0,98 0,45 0,5393	
C	 63,845	 1 63,845 29,29 0,0056	
AA+BB+CC	 42,6667 1 42,6667 19,57 0,0115	
AB	 5,445	 1 5,445 2,50 0,1892	
AC	 25,92	 1 25,92 11,89 0,0261	
BC	 17,405	 1 17,405 7,98 0,0476	
Error	total	 8,72	 4 2,18 	
Total	(corr.)	 465,107 11 	
Ensayos	realizados	con	0,20	g	de	T.	zygis	(raíz),	empleando	MAE	y	8	mL	de	
agua	 desionizada	 por	 etapa	 de	 extracción.	 Designación:	 A	 =	 T	 (°C);	
B	=	t	(min);	C	=	EE	(número	de	etapas	de	extracción).	
Los	 resultados	 del	 ANOVA	 también	 pueden	 ser	 evaluados	 a	 través	 de	 la	
representación	del	diagrama	de	Pareto	(Figura	IV.14.),	que	permite	visualizar	qué	efectos	
son	 o	 no	 estadísticamente	 significativos,	 así	 como	 su	 magnitud.	 En	 la	 figura,	 la	 línea	
vertical	corresponde	a	la	barrera	de	significación,	y	las	barras	que	sobrepasan	esta	línea,	






plantas	 mediante	 MAE,	 seguida	 del	 número	 de	 etapas	 de	 extracción	 (C),	 si	 bien	 la	
magnitud	 de	 su	 efecto	 es	 considerablemente	 menor.	 A	 continuación,	 se	 encuentran	 la	
suma	de	los	tres	factores	al	cuadrado	(AA+BB+CC),	el	efecto	cruzado	de	la	temperatura	y	
el	número	de	etapas	de	extracción	(AC),	y	del	tiempo	y	el	número	de	etapas	de	extracción	












(BC).	 Por	 otro	 lado,	 el	 tiempo	de	 extracción	 (B)	 y	 su	 efecto	 cruzado	 con	 la	 temperatura	
(AB)	no	influyen	en	la	eficiencia	de	extracción	de	arsénico.	
La	significación	estadística	de	la	suma	de	los	tres	factores	al	cuadrado	condujo	a	la	
necesidad	de	plantear	un	modelo	no	 lineal	de	 segundo	orden,	que	 tuviera	 en	 cuenta	 los	
términos	cuadráticos,	para	lo	que	fue	necesario	aumentar	el	número	de	ensayos.	
Diseño	factorial	de	experimentos	de	segundo	orden	
Cuando	 la	 respuesta	 de	 un	 sistema	 analítico	 depende	 de	 dos	 factores	 que	 son	
variables	continuas,	la	relación	entre	la	respuesta	y	los	niveles	de	los	dos	factores	se	puede	
representar	 por	 una	 superficie	 tridimensional,	 denominada	 superficie	 de	 respuesta.	
La	relación	cuantitativa	existente	entre	las	respuestas	y	los	factores	se	establece	a	través	
de	 modelos	 matemáticos,	 capaces	 de	 describir	 tanto	 superficies	 de	 respuesta	 lineales	
como	no	lineales.	Las	dependencias	no	lineales	pueden	ser	modeladas	si	los	niveles	de	los	
factores	que	se	investigan	son	al	menos	tres.	
Los	diseños	 factoriales	de	 tres	niveles	 se	 conocen	 como	diseños	de	 superficie	de	
respuesta,	y	se	utilizan	frecuentemente	para	estudiar	los	efectos	producidos	por	dos	o	tres	
factores.	Si	se	trata	de	un	número	superior,	el	número	de	experimentos	a	realizar	se	hace	
demasiado	 elevado.	 Estas	 desventajas	 han	 hecho	 que	 se	 desarrollen	 los	 denominados	
diseños	óptimos,	entre	los	cuales	los	más	importantes	son	el	diseño	compuesto	centrado	y	
el	diseño	de	Box‐Behnken	(Miller y Miller, 1993).	El	diseño	compuesto	centrado	suele	ser	el	
más	 empleado,	 ya	 que	 muestra	 buenas	 propiedades	 estadísticas,	 aunque	 presenta	 una	
importante	desventaja	desde	el	punto	de	vista	experimental,	ya	que	hace	que	aumenten	
los	niveles	de	 cada	 factor	y,	 en	ocasiones,	 el	 ajuste	de	estos	niveles	 es	difícil	 de	 llevar	 a	
cabo	experimentalmente.	Cuando	esto	ocurre,	 suele	utilizarse	el	diseño	de	Box‐Behnken	
(DBB)	 (Ferreira y col., 2007),	 en	 el	 que	 los	 puntos	 experimentales	 se	 localizan	 en	 una	
hiperesfera	 equidistante	 del	 punto	 central	 y	 los	 factores	 solo	 deben	 ajustarse	 entre	 dos	
niveles.	De	esta	 forma,	el	diseño	de	 tipo	DBB	de	 tres	 factores	con	 tres	niveles	 implica	 la	
realización	de	16	ensayos,	incluyendo	las	cuatro	réplicas	del	punto	central,	por	lo	que	fue	
seleccionado	para	este	estudio.	
En	 la	 Tabla	 IV.21.	 se	 muestra	 la	 matriz	 experimental	 representativa	 del	 diseño	
factorial	de	segundo	orden,	 junto	con	 los	valores	obtenidos	para	todos	 los	niveles	de	 los	
factores	 estudiados,	 así	 como	 la	 eficiencia	 de	 extracción	 de	 arsénico	 obtenida	 en	 cada	






Experimento	 T	(°C)	 t	(min) EE A B C Eficiencia	de	extracción	(%)	
1	 90	 5	 3	 + 0 + 30,3	
2	 70	 2,5	 3	 0 ‐ + 18,6	
3	 90	 2,5	 2	 + ‐ 0 22,7	
4	 50	 7,5	 2	 ‐ + 0 10,7	
5	 90	 7,5	 2	 + + 0 26,1	
6	 50	 2,5	 2	 ‐ ‐ 0 12,6	
7	 70	 5	 2	 0 0 0 13,4	
8	 70	 7,5	 3	 0 + + 21,7	
9	 70	 7,5	 1	 0 + ‐ 14,6	
10	 50	 5	 1	 ‐ 0 ‐ 11,3	
11	 70	 2,5	 1	 0 ‐ ‐ 13,5	
12	 50	 5	 3	 ‐ 0 + 14,2	
13	 70	 5	 2	 0 0 0 16,6	
14	 70	 5	 2	 0 0 0 13,0	
15	 70	 5	 2	 0 0 0 15,4	
16	 90	 5	 1	 + 0 ‐ 18,5	
Ensayos	realizados	con	0,20	g	de	T.	zygis	(raíz),	empleando	MAE	y	8	mL	de	
agua	desionizada	por	etapa	de	extracción.	
Designación:	 A	 =	 T	 (°C);	 B	 =	 t	 (min);	 C	 =	 EE	 (número	 de	 etapas	 de	
extracción).	
En	la	Tabla	IV.22.	se	recogen	los	resultados	obtenidos	en	el	análisis	de	la	varianza	









A	 297,68	 1 297,68 163,30 0,0000	
B	 4,06125 1 4,06125 2,23 0,1861	
C	 90,4513 1 90,4513 49,62 0,0004	
AA	 24,01	 1 24,01 13,17 0,0110	
AB	 7,0225	 1 7,0225 3,85 0,0973	
AC	 19,8025 1 19,8025 10,86 0,0165	
BB	 3,8025	 1 3,8025 2,09 0,1988	
BC	 1,0	 1 1,0 0,55 0,4869	
CC	 9,3025	 1 9,3025 5,10 0,0646	
Error	total	 10,9375 6 1,82292 	
Total	(corr.)	 468,07	 15 	
Ensayos	realizados	con	0,20	g	de	T.	zygis	(raíz),	empleando	MAE	y	8	mL	de	





de	 extracción	 (C),	 así	 como	 el	 efecto	 al	 cuadrado	 de	 la	 temperatura	 (AA)	 y	 el	 efecto	
cruzado	de	la	temperatura	y	el	número	de	etapas	de	extracción	(AC),	presentan	un	efecto	
significativo	sobre	la	eficiencia	de	extracción	de	arsénico	en	la	raíz	de	T.	zygis,	utilizando	





factorial,	 se	 ajustaron	 mediante	 regresión	 no	 lineal	 múltiple,	 obteniendo	 la	 siguiente	
ecuación	del	modelo	experimental:	
%࡭࢙ࡾ ൌ 51,9625 െ 0,9075 ൈ T െ 3,53 ൈ t െ 11,525 ൈ EE ൅ 0,006125 ൈ	Tଶ	








de	 arsénico	 en	 la	 raíz	 de	T.	 zygis,	 empleando	MAE	 y	 agua	 desionizada,	 siempre	 que	 las	
condiciones	 experimentales	 se	 encuentren	 dentro	 del	 intervalo	 estudiado.	 Si	 bien,	 para	
asegurar	 la	 validez	 del	modelo,	 es	 necesario	 realizar	 el	 análisis	 de	 los	 residuos	 y	 de	 los	
resultados	 experimentales	 frente	 a	 los	 valores	 predichos	 por	 el	 modelo,	 así	 como	
comprobar	que	los	residuos	siguen	una	distribución	normal.	
Efecto estandarizado





































































La	 gráfica	 de	 probabilidad	 normal	 (Figura	 IV.18.)	 muestra	 que	 los	 residuos	 se	
ajustan	 adecuadamente	 a	 una	 línea	 recta,	 por	 lo	 que	 se	 puede	 afirmar	 que	 siguen	 una	
distribución	 normal,	 corroborándose	 así	 la	 hipótesis	 de	 normalidad	 de	 los	 residuos	 del	
modelo	propuesto.	
La	 ecuación	 del	modelo	 experimental	 obtenido	 puede	 ser	 analizada	mediante	 el	
empleo	de	las	superficies	de	respuesta,	que	permiten	visualizar	el	efecto	global	de	los	tres	
factores	sobre	la	eficiencia	de	extracción	de	arsénico.	Además,	son	útiles	para	encontrar	la	



































representa	 una	 isostera,	 es	 decir,	 una	 curva	 de	 eficiencia	 de	 extracción	 de	 arsénico	
constante.	Este	procedimiento	se	llevó	a	cabo	para	optimizar	la	eficiencia	de	extracción	de	

















































Los	 resultados	 obtenidos	 mostraron	 que,	 para	 ambos	 sistemas,	 las	 mejores	
condiciones	de	extracción	correspondieron	a	las	más	energéticas,	dentro	de	las	estudiadas	










el	 empleo	 del	 horno	 de	microondas,	 frente	 a	 la	 sonda	 de	 ultrasonidos	 focalizada,	 tanto	
para	 la	raíz	como	para	 la	parte	aérea	de	 la	planta.	Este	hecho	está	de	acuerdo	con	otros	
autores,	que	proponen	 la	extracción	asistida	por	microondas	a	 temperaturas	por	debajo	
del	 punto	 de	 ebullición	 del	 disolvente,	 por	 su	 eficiencia	 y	 rapidez,	 fundamentalmente	
debido	 a	 que	 el	 calentamiento	 ocasionado	 por	 la	 radiación	 de	 microondas	 da	 lugar	 a	
corrientes	de	convección,	que	a	su	vez	inducen	la	agitación	de	la	muestra,	facilitando	así	la	
extracción	de	arsénico	(Montperrus y col., 2002; Quaghebeur y col., 2003).	Por	lo	tanto,	el	horno	
de	microondas	fue	seleccionado	para	futuros	experimentos	como	sistema	de	extracción,	lo	
que	permitió	aprovechar	otra	 importante	ventaja	 frente	a	UPS,	 como	es	 la	 capacidad	de	
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procesar	 varias	 muestras	 simultáneamente,	 reduciendo	 así	 el	 tiempo	 total	 requerido	
cuando	el	proceso	de	extracción	se	aplica	a	más	de	una	muestra.	
	 Respecto	 a	 los	 porcentajes	 de	 arsénico	 extraídos,	 los	 valores	 obtenidos	 para	 la	
planta	 T.	 zygis	 apenas	 superaron	 el	 33%,	 frente	 a	 las	 recuperaciones	 cuantitativas	
conseguidas	sobre	el	CRM	NIES	No.	9	Sargazo,	lo	que	podría	asociarse	a	una	baja	eficiencia	
del	 proceso.	 No	 obstante,	 la	 elevada	 solubilidad	 en	 agua,	 reconocida	 para	 las	 especies	
hidrosolubles	 de	 arsénico	 objeto	 de	 estudio,	 parece	 indicar	 que	 las	 plantas	 terrestres	
presentan	 bajos	 porcentajes	 de	 arsénico	 en	 forma	 de	 compuestos	 fácilmente	 extraíbles	
(especies	 inorgánicas	y	metiladas).	Este	hecho	es	positivo,	 ya	que	estas	 especies	 son	 las	
que	presentan	una	mayor	toxicidad	y	movilidad,	pudiendo	ser	desorbidas	de	los	tejidos	de	
las	plantas	y	regresar	al	suelo	o	al	agua,	 lo	que	en	 función	del	nivel	de	concentración	de	
arsénico	en	 las	plantas,	podría	 constituir	un	problema	medioambiental.	Por	 lo	 tanto,	 los	
resultados	obtenidos	parecen	indicar	que	gran	parte	del	arsénico	presente	en	la	planta	se	
encuentra	 en	 forma	 de	 compuestos	 más	 fuertemente	 unidos	 a	 la	 matriz,	 lo	 que	 podría	
estar	 asociado	 a	 un	 proceso	 de	 biotransformación,	 probablemente	 relacionado	 con	 un	
mecanismo	 de	 defensa	 de	 la	 planta,	 al	 desarrollarse	 en	 suelos	 con	 elevados	 niveles	 de	




en	 distintas	 proporciones	 (9:1,	 1:1	 y	 1:9;	 v/v),	 así	 como	 disoluciones	 acuosas	 de	 ácido	
acético	 (CH3COOH),	 ácido	 fosfórico	 (H3PO4)	 e	 hidróxido	 de	 tetrametilamonio	 (TMAH),	 a	
dos	 niveles	 de	 concentración	 (0,1	 y	 0,5	 mol	 L‐1).	 Las	 extracciones	 se	 llevaron	 a	 cabo	




extracción	 de	 arsénico	 ligeramente	 inferiores	 a	 las	 obtenidas	 con	 agua	 desionizada	
(alrededor	del	33%	en	cada	parte	de	 la	planta),	 siendo	más	evidente	esta	disminución	a	
proporciones	de	metanol	superiores	al	50%.	Este	hecho	parece	indicar	que,	en	la	planta,	la	










H2O/CH3OH	 CH3COOH	 H3PO4	 TMAH	
(9:1)	 (1:1)	 (1:9)	 0,1	M	 0,5	M	 0,1	M	 0,5	M	 0,1	M	 0,5	M	
R	 23	±	4	 16	±	3	 16	±	3	 56	±	5 78	±	5 77	±	4 80	±	5 80	±	3	 92	±	3	
PA	 26	±	3	 21	±	2	 18	±	3	 57	±	3 78	±	9 73	±	2 79	±	4 54	±	4	 83	±	8	
Ensayos	 realizados	 con	 0,20	 g	 de	 T.	 zygis,	 empleando	 MAE	 y	 8	 mL	 de	 agente	
extractante	(tres	etapas	consecutivas)	y	un	volumen	final	de	25	mL.	
	 El	 empleo	 de	 disoluciones	 acuosas	 de	 CH3COOH,	 H3PO4	 y	 TMAH	 proporciona	
mayores	eficiencias	de	extracción,	respecto	a	las	obtenidas	con	agua	desionizada.	Además,	
en	 todos	 los	 casos,	 los	 mejores	 resultados	 se	 consiguieron	 al	 emplear	 la	 disolución	 de	
mayor	 concentración	 (0,5	 mol	 L‐1).	 Por	 lo	 tanto,	 este	 tipo	 de	 disolventes	 permite	 la	
extracción	 de	 compuestos	 de	 arsénico	 más	 fuertemente	 unidos	 a	 la	 matriz,	 siendo	
necesario	evaluar	 la	ausencia	de	 transformaciones	de	 las	 formas	químicas	originalmente	
presentes	en	 las	muestras,	a	 través	de	ensayos	de	recuperación	de	especies	adicionadas,	
así	 como	 el	 efecto	 de	 estos	 extractantes	 sobre	 la	 separación	 cromatográfica,	 debido	 al	
aumento	de	la	fuerza	iónica	de	los	extractos.		
	 Para	 observar	 el	 efecto	 de	 los	 distintos	medios	 extractantes	 sobre	 la	 separación	
cromatográfica,	se	prepararon	disoluciones	patrón	conteniendo	las	especies	As(III),	As(V),	
MMA	y	DMA	 (25	g	L‐1	 de	 arsénico	por	 especie),	 en	 cada	medio	 extractante	 (CH3COOH,	
H3PO4	 y	 TMAH,	 0,5	 mol	 L‐1),	 y	 se	 registraron	 los	 cromatogramas	 mediante	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 de	 intercambio	 aniónico.	 Los	 resultados	 obtenidos	 con	 H3PO4	
mostraron	que	 la	elución	de	As(V)	 se	producía	 en	 forma	de	una	banda	ancha,	pudiendo	
provocar	 el	 solapamiento	 entre	 especies,	 mientras	 que	 el	 medio	 TMAH	 causaba	 la	
oxidación	de	la	especie	As(III),	aun	sin	haber	sido	sometido	al	proceso	de	calentamiento	en	
microondas.	 Sin	 embargo,	 los	 perfiles	 cromatográficos	 obtenidos	 en	 CH3COOH	 fueron	
similares	 a	 los	 obtenidos	 con	 agua	 desionizada,	 por	 lo	 que	 este	 medio	 fue	 también	






IV.2.2.2.2	 Análisis	 cromatográfico	 de	 los	 extractos	 y	 estudio	 de	 la	 estabilidad	 de	
especies	de	arsénico	durante	el	proceso	de	tratamiento	de	muestra	
	 Los	 cromatogramas	 obtenidos	 mediante	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 de	 intercambio	
aniónico,	para	los	extractos	acuosos	y	de	ácido	acético	0,5	mol	L‐1	de	la	especie	de	planta	
T.	zygis,	correspondientes	a	la	raíz	y	parte	aérea,	se	muestran	en	las	Figuras	IV.20.	y	IV.21.,	











fueron	As(III)	 y	As(V),	 con	diferentes	 áreas	de	pico,	 y	por	 tanto,	nivel	de	 concentración.	



































































































































R	 164	±	3	 48	±	3	 29	±	2	 5,7	±	0,4	 37,2	±	0,9 89	±	6	
PA	 62	±	2	 19	±	3	 31	±	5	 0,31	±	0,02 18	±	1	 96	±	6	
	 CH3COOH	0,5	mol	L‐1	
R	 164	±	3	 129	±	8	 79	±	5	 0,63	±	0,05 66	±	5	 52	±	5	
PA	 62	±	2	 52	±	6	 84	±	9	 0,91	±	0,08 33	±	2	 65	±	8	










del	 total	 extraído.	 Además,	 los	 porcentajes	 de	 arsénico	 identificado	 bajo	 la	 forma	 de	
especies	hidrosolubles,	variaron	entre	el	89	y	el	96%	para	los	extractos	acuosos	de	ambas	
partes	 de	 la	 planta,	 obteniendo	 recuperaciones	 de	 columna	prácticamente	 cuantitativas.	
Sin	 embargo,	 estos	 porcentajes	 disminuyeron	 significativamente	 en	medio	 ácido	 acético	
0,5	mol	 L‐1	 (52‐65%),	 por	 lo	que	no	 fue	posible	 identificar	 como	especies	una	parte	del	
arsénico	 total	 extraído.	 Esto	 puede	 deberse	 a	 la	 probable	 presencia	 en	 el	 extracto	 de	
acético	 de	 biomoléculas,	 como	 los	 complejos	 As(III)‐fitoquelatinas,	 que	 han	 sido	





Por	 otro	 lado,	 la	 mayor	 concentración	 de	 especies	 inorgánicas	 generalmente	
encontrada	en	el	extracto	de	ácido	acético,	podría	asociarse	a	 la	descomposición	de	este	
tipo	 de	 compuestos,	 que	 son	 muy	 inestables	 (Wood y Feldmann, 2012).	 Sin	 embargo,	 la	
especie	As(III)	ha	sido	reportada	como	 la	 forma	química	preferentemente	asociada	a	 las	
fitoquelatinas	(As(III)‐PC),	por	lo	que	su	descomposición	debería	provocar	un	aumento	en	
la	 concentración	 de	 esta	 especie.	 Este	 hecho	 fue	 observado	 solo	 en	 la	 parte	 aérea	 de	 la	
planta,	donde	 la	concentración	de	arsenito	en	el	extracto	ácido	aumentó	en	un	 factor	de	
tres,	 frente	 a	 la	 encontrada	 en	 el	 extracto	 acuoso.	 El	 efecto	 opuesto	 se	 detectó	 en	 el	
extracto	de	la	raíz	y	de	forma	significativa,	ya	que	la	concentración	de	As(III)	encontrada	










mediante	 ensayos	 de	 recuperación	 de	 especies	 de	 arsénico	 adicionadas	 sobre	 la	 parte	
aérea	 de	 la	 planta	T.	 zygis,	 a	 dos	 niveles	 de	 concentración,	 correspondientes	 al	 doble	 y	
cuádruple	de	las	concentraciones	encontradas	de	As(III)	y	As(V),	mientras	que	en	el	caso	
de	 las	 especies	 no	 detectadas	 en	 el	 extracto	 de	 T.	 zygis,	 se	 adicionaron	 las	 mismas	
cantidades	 que	 en	 el	 caso	 del	 As(V).	 Los	 estudios	 se	 realizaron	 para	 los	 dos	 agentes	
extractantes	empleados	(agua	desionizada	y	ácido	acético	0,5	mol	L‐1),	bajo	las	condiciones	
específicas	 de	 operación	 indicadas	 en	 el	 Capítulo	 III,	 apartado	 III.4.6.1.	 Los	 resultados	














As(III)* As(V)	 MMA	 DMA	
H2O	 40 93	±	4a 99	±	3 94	±	3 103	±	6	80 95	±	6b 101	±	2 97	±	5 98	±	5	










H2O	 40 98	±	1 93	±	2 95	±	5	80 97	±	4 96	±	6 98	±	3	
CH3COOH	0,5	mol	L‐1 60 97	±	2 96	±	6 96	±	1	120 100	±	4 99	±	3 102	±	3	
Las	 recuperaciones	 obtenidas	 variaron	 entre	 92	 y	 103%,	 por	 lo	 que	 no	 se	
observaron	 pérdidas	 o	 transformaciones	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 adicionadas,	
permitiendo	 asegurar	 su	 estabilidad	 durante	 el	 proceso	 de	 extracción	 en	 horno	 de	
microondas	y	en	presencia	de	la	matriz	estudiada,	al	emplear	tanto	agua	desionizada	como	
ácido	acético	0,5	mol	L‐1	como	agente	extractante.	
En	 conclusión,	 la	 mayor	 concentración	 de	 la	 especie	 As(V)	 encontrada	 en	 los	
extractos	 ácidos,	 no	 puede	 ser	 atribuida	 a	 la	 oxidación	 del	 As(III)	 procedente	 de	 una	
posible	 descomposición	 de	 los	 complejos	 As(III)‐fitoquelatinas,	 al	 menos	 debido	 al	
procedimiento	de	tratamiento	de	muestra	empleado.	En	cualquier	caso,	el	estudio	de	los	





IV.3	 DESARROLLO	 DE	 UN	 MÉTODO	 ANALÍTICO	 PARA	 LA	
DETERMINACIÓN	 DE	 ESPECIES	 DE	 ARSÉNICO	 LIPOSOLUBLES	 EN	
MUESTRAS	DE	ALGAS	
	 El	 arsénico	 también	 puede	 estar	 presente	 bajo	 la	 forma	 de	 compuestos	
liposolubles,	comúnmente	llamados	arsenolípidos,	especialmente	en	organismos	marinos.	
Sin	embargo,	estos	compuestos	han	sido	estudiados	en	menor	extensión	que	las	especies	
de	 arsénico	 hidrosolubles,	 principalmente	 por	 no	 ser	 consideradas	 altamente	 tóxicas.	
Otros	motivos	 atienden	a	 los	bajos	niveles	de	 concentración	 en	que	 generalmente	 están	
presentes	 en	 las	muestras (Schmeisser y col., 2005),	 así	 como	a	 la	ausencia	de	disoluciones	
patrón	disponibles	 comercialmente,	 lo	 que	dificulta	 tanto	 la	 puesta	 a	 punto	de	métodos	
analíticos	como	su	identificación	y	cuantificación	en	las	muestras.	
	 Las	 investigaciones	 dirigidas	 hacia	 la	 determinación	 de	 especies	 de	 arsénico	
liposolubles	 en	 muestras	 de	 algas,	 se	 llevaron	 a	 cabo	 en	 el	 Departamento	 de	 Química	
Analítica	del	Instituto	de	Química	de	la	Universidad	Karl‐Franzens	de	Graz	(Austria),	en	el	
Grupo	 de	 Investigación	 Trace	 Element	 Metabolomics	 (TEM),	 dirigido	 por	 el	 profesor	
Dr.	Kevin	A.	Francesconi.		
En	 primer	 lugar	 fue	 necesario	 abordar	 la	 extracción	 selectiva	 y	 eficaz	 de	
arsenolípidos	en	muestras	de	algas,	mediante	la	puesta	a	punto	de	métodos	de	extracción	
y	 purificación	 de	 los	 extractos.	 En	 segundo	 lugar,	 se	 estudió	 la	 determinación	 de	
arsenolípidos,	 para	 lo	 que	 fue	 necesario	 el	 empleo	 de	 acoplamientos	 instrumentales	 de	




realizaron	 sobre	 las	 muestras	 de	 algas	 Hijiki	 (Hizikia	 fusiformis)	 y	 Wakame	 (Undaria	
pinnatifida),	 procedentes	 de	 Japón	 y	 adquiridas	 en	 el	 mercado	 español	 como	 algas	
comestibles	 desecadas.	 El	 alga	 Hijiki	 fue	 seleccionada	 por	 su	 elevado	 contenido	 de	
arsénico	total	(113	±	5	g	g‐1),	mientras	que	el	alga	Wakame	((40	±	3)	g	g‐1	de	As	total)	se	
eligió	 porque	 desde	 hace	 años	 se	 conoce	 que	 esta	 especie	 contiene	 al	 menos	 un	




una	 mezcla	 cloroformo/metanol	 en	 proporción	 2:1	 (v/v)	 como	 agente	 extractante	
(procedimiento	 descrito	 en	 el	 Capítulo	 III,	 apartado	 III.4.7.1),	 en	 base	 a	 la	 experiencia	
previa	del	grupo	de	investigación	(Taleshi y col., 2010),	así	como	al	habitual	empleo	de	este	
tipo	 de	 mezclas	 para	 la	 extracción	 de	 lípidos	 en	 muestras	 biológicas,	 como	 tejidos	 de	
pescado	 (Bligh y Dyer, 1959).	 El	 arsénico	 total	 presente	 en	 los	 extractos	 de	
cloroformo/metanol	 se	 determinó	 mediante	 ICP‐MS,	 bajo	 las	 condiciones	 de	 operación	
indicadas	 en	 la	 Tabla	 III.11.,	 previa	 evaporación	 de	 los	 extractos	 hasta	 sequedad	 y	
mineralización	 en	 horno	 de	 microondas	 (UltraCLAVE)	 (procedimiento	 descrito	 en	 el	
Capítulo	 III,	 apartado	 III.4.4).	 La	 eliminación	del	disolvente	 fue	necesaria	no	 solo	por	 su	
naturaleza	orgánica,	que	afecta	a	la	mineralización	en	horno	de	microondas,	sino	también	
con	objeto	de	evitar	la	interferencia	de	la	especie	poliatómica	40Ar35Cl+	en	la	determinación	
de	 75As	 por	 ICP‐MS,	 debido	 a	 la	 presencia	 de	 cloro	 en	 el	 disolvente	 empleado	 en	 la	
extracción	(cloroformo).	
El	empleo	de	metanol	en	 la	mezcla	extractante	 implica	 la	probable	extracción	de	
especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles,	 no	 deseadas	 en	 este	 estudio,	 junto	 con	 los	
arsenolípidos.	 Por	 ello,	 se	 procedió	 al	 lavado	 de	 los	 extractos	 de	 cloroformo/metanol	
utilizando	 disolventes	 polares,	 y	 por	 tanto	 de	 mayor	 afinidad	 hacia	 las	 especies	
hidrosolubles.	 Los	 primeros	 ensayos	 se	 realizaron	 con	 agua	 desionizada,	 aunque	 se	
observó	la	aparición	de	emulsiones	entre	las	fases	acuosa	y	orgánica,	que	dificultaban	su	
separación.	Por	este	motivo,	se	evaluó	el	empleo	de	disoluciones	acuosas	de	bicarbonato	
amónico	 al	 1%	 (m/v),	 lo	 que	 permitió	 una	 mejor	 separación	 de	 ambas	 fases.	
El	procedimiento	de	lavado	se	realizó	dos	veces	(Capítulo	III,	apartado	III.4.7.1),	con	objeto	
de	asegurar	 la	eliminación	de	 las	especies	de	arsénico	hidrosolubles	extraídas	 junto	 con	
los	arsenolípidos.	El	arsénico	total	presente	en	los	extractos	orgánicos,	antes	y	después	del	
proceso	 de	 lavado,	 se	 determinó	 mediante	 ICP‐MS.	 En	 la	 Tabla	 IV.28.	 se	 muestran	 los	
resultados	obtenidos.	
Los	 bajos	 niveles	 de	 concentración	 de	 arsénico	 encontrados	 en	 los	 extractos	 de	
cloroformo	lavados	(Fo3),	indican	que	solo	el	(1,6	±	0,1)%	del	arsénico	total	presente	en	el	
alga	 Hijiki	 y	 el	 (6,7	 ±	 0,4)%	 para	 Wakame,	 se	 encuentra	 en	 forma	 de	 compuestos	










µg	g‐1	 %b	 µg	g‐1	 %b	
Hijiki	 4,91	±	0,09	 4,35	±	0,08	 1,8	±	0,1	 1,6	±	0,1	
Wakame	 6,83	±	0,08	 17,1	±	0,2	 2,7	±	0,2	 6,7	±	0,4	
a	Después	del	lavado	del	extracto	de	CHCl3/CH3OH	con	una	disolución	de	NH4HCO3	1%	(m/v)	(Fo3).	
b	Calculado	como	la	relación	entre	la	concentración	de	arsénico	en	el	extracto	y	la	concentración	




estas	 especies	 implica	 la	 necesidad	 de	 emplear	 técnicas	 de	 identificación	 basadas	 en	 la	
determinación	 de	 la	 masa	 molecular	 de	 estos	 compuestos,	 como	 el	 acoplamiento	
HPLC‐ESI‐MS.	 Sin	 embargo,	 este	 tipo	 de	 técnicas	 requieren	 la	 introducción	 de	 extractos	









distinta	 proporción,	 y	 mezclas	 de	 metanol	 con	 agua,	 ácido	 sulfhídrico,	 mercaptoetanol,	
ditiotreitol,	ácido	fórmico	y	amoniaco,	en	distinta	proporción.	
Los	 resultados	más	 satisfactorios,	 en	 términos	 de	 recuperación	de	 arsénico	 y	 de	
eliminación	de	los	componentes	de	la	matriz,	se	obtuvieron	con	los	siguientes	disolventes	
o	mezclas	de	disolvente,	en	 función	del	 tipo	de	proceso	realizado.	Así,	para	redisolver	el	





de	 sílice	 se	 llevó	 a	 cabo	 empleando	 una	 secuencia	 de	 disolventes	 en	 orden	 creciente	 de	
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polaridad.	 Primero,	 se	 utilizó	 acetona/cloroformo	 (1:1;	 v/v)	 con	 1%	 (v/v)	 de	 ácido	
fórmico	 (5	 mL),	 seguido	 de	 metanol	 (3	 mL)	 y,	 finalmente,	 metanol	 con	 1%	 (v/v)	 de	
amoniaco	(10	mL),	recogiéndose	18	fracciones	de	1	mL	para	cada	réplica	de	cada	muestra	
procesada.	
El	 arsénico	 total	 presente	 en	 cada	 fracción	 SPE	 se	monitorizó	mediante	 GF‐AAS	
(procedimiento	 descrito	 en	 el	 Capítulo	 III,	 apartado	 III.4.7.3).	 En	 la	 Figura	 IV.22.	 se	









Como	 se	 observa,	 los	 mayores	 contenidos	 de	 arsénico	 se	 encontraron	 entre	 las	
fracciones	 11	 y	 14,	 correspondientes	 al	 empleo	 de	metanol	 con	 1%	 (v/v)	 de	 amoniaco.	
De	este	 modo,	 se	 consigue	 un	 mayor	 grado	 de	 purificación	 del	 eluato	 conteniendo	 los	
arsenolípidos,	al	realizar	su	elución	en	las	últimas	etapas	del	proceso	SPE.	Por	lo	tanto,	se	
consiguió	eliminar	 los	componentes	de	 la	matriz	menos	polares	y	mayoritarios,	a	 través	
del	 empleo	 de	 la	 disolución	 de	 acetona/cloroformo	 (1:1;	 v/v)	 con	 1%	 (v/v)	 de	 ácido	
fórmico,	 mientras	 que	 la	 elución	 con	 metanol	 permitió	 eliminar	 los	 componentes	 más	
polares	 presentes	 en	 la	 matriz.	 La	 mayor	 retención	 de	 los	 arsenolípidos	 sobre	 la	 sílice	
puede	 atribuirse	 a	 la	 probable	 protonación	 del	 grupo	 dimetilarsinil	 ((CH3)2‐As‐OH+),	
común	 a	 todos	 los	 arsenolípidos	 conocidos,	 lo	 que	 favorece	 una	 unión	más	 fuerte	 a	 los	





Las	 fracciones	 SPE	 10‐14	 de	 cada	 muestra	 de	 alga	 se	 combinaron	 y	 liofilizaron	
(se	incluyó	 la	 fracción	10	para	 asegurar	 la	presencia	del	 arsénico	presente	 en	 la	 facción	
11),	 redisolviéndose	 finalmente	 en	 metanol	 (procedimiento	 descrito	 en	 el	 Capítulo	 III,	
apartado	 III.4.7.2).	 La	 determinación	 del	 arsénico	 total	 presente	 en	 estas	 fracciones	 se	
llevó	 a	 cabo	 mediante	 ICP‐MS,	 previa	 evaporación	 a	 sequedad	 y	 mineralización	
(Capítulo	III,	 apartado	 III.4.7.3).	 Los	 resultados	obtenidos	mostraron	 concentraciones	de	
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donde:	Masa	seca	 fracciones	SPE	es	 la	masa	del	residuo	seco	de	las	fracciones	SPE	10‐14	














en	 las	 muestras	 de	 algas.	 Para	 la	 separación,	 se	 eligió	 la	 cromatografía	 de	 fase	 inversa	
empleando	 columnas	de	 sílice	modificada	 covalentemente.	 Se	 evaluaron	 tanto	 columnas	




disoluciones	 acuosas	 (ácido	 acético	 10	mmol	 L‐1	 a	 pH	 6,0;	 ácido	 fórmico	 20	mmol	 L‐1	 a	
pH	3,0;	y	ácido	malónico	10	mmol	L‐1	a	pH	5,6;	ajustando	el	pH	con	amoniaco	en	los	tres	
casos)	 y	disolventes	orgánicos	 (metanol	 y	 etanol).	 La	 elución	en	 gradiente	 fue	ensayada	
variando	el	porcentaje	de	disolvente	orgánico	entre	el	20	y	el	95%	a	distintos	tiempos.	Los	
estudios	se	realizaron	registrando	la	señal	transitoria	a	relación	m/z	75,	para	los	extractos	
de	 las	 algas	 Hijiki	 y	 Wakame,	 eligiendo	 las	 condiciones	 que	 proporcionaron	 la	 mejor	
resolución	entre	picos	a	través	del	estudio	de	los	perfiles	cromatográficos	obtenidos.	
Los	mejores	 resultados	 se	 obtuvieron	 con	 la	 columna	 Zorbax	 Eclipse	 XDB‐C8,	 y	
acetato	 amónico	 10	 mmol	 L‐1	 a	 pH	 6	 y	 metanol	 como	 fases	 móviles,	 a	 un	 caudal	 de	
1	mL	min‐1	 y	 con	 un	 volumen	 de	 inyección	 de	 muestra	 de	 40	 µL.	 La	 elución	 en	 modo	
gradiente	 comenzó	 con	 un	 porcentaje	 de	metanol	 del	 50%,	 que	 aumentó	 hasta	 95%	 en	
25	minutos,	manteniendo	esta	composición	durante	15	minutos.	El	tiempo	total	de	análisis	




muestra	 en	estos	 cromatogramas,	 en	 todos	 los	 casos	 se	observó	 la	presencia	de	un	pico	
cromatográfico,	 eluyendo	 en	 el	 volumen	 muerto	 del	 sistema	 (aproximadamente	 2	 mL),	







































































































































Los	 resultados	 obtenidos	 revelaron	 la	 presencia	 de	 hasta	 10	 y	 8	 picos	
cromatográficos	 conteniendo	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles,	 para	 las	 algas	 Hijiki	 y	
Wakame,	 respectivamente.	 La	 comparación	 entre	 los	 cromatogramas	 obtenidos	 antes	 y	
después	 de	 su	 purificación	mediante	 SPE,	 permitió	 concluir	 que	 el	 método	 de	 clean‐up	
desarrollado	no	condujo	a	variaciones	sustanciales	en	los	perfiles	cromatográficos,	por	lo	




(HPLC‐ICP‐MS	 y	 HPLC‐ESI‐MS)	 por	 separado,	 empleando	 las	 mismas	 condiciones	
cromatográficas	 en	 los	 análisis	 elemental	 y	 molecular	 del	 extracto	 de	 cloroformo	
purificado	 (fracciones	 SPE	 10‐14).	 Sin	 embargo,	 esta	 modalidad	 de	 análisis	 secuencial	
requería	un	tiempo	muy	elevado.	Por	ello,	y	en	base	al	trabajo	previo	de	Amayo y col. (2011),	
se	llevó	a	cabo	la	detección	simultánea	mediante	ICP‐MS	y	ESI‐MS.	Para	ello,	fue	necesario	
emplear	 un	 sistema	 de	 división	 del	 caudal	 (split)	 a	 la	 salida	 de	 la	 columna	 analítica,	
utilizando	el	dispositivo	active	splitter	Agilent	G1968D,	de	forma	que	el	10%	del	efluente	
cromatográfico	 se	 dirigía	 al	 ICP‐MS	 y	 el	 90%	 restante	 se	 dirigía	 al	 ESI‐MS.	 Esta	






























utilizadas	 para	 los	 compuestos	 encontrados	 los	 designan	 como	 hidrocarburos	 que	




























A	 U1c	 ‐	 ‐	
B	 U2c	 ‐	 ‐	
C	 As‐HC332d	 ‐	 C17H37OAs	













H	 As‐PL1014	 ‐C(O)(CH2)16CH3	‐C(O)(CH2)16CH3	 C49H97O14PAs	
I	 As‐PL1042	 ‐C(O)(CH2)16CH3	‐C(O)(CH2)18CH3	 C51H101O14PAs	













17	 y	 19	 carbonos.	 Los	 dos	 primeros,	 de	 masas	 moleculares	 332	 y	 360	 (picos	
cromatográficos	 C	 y	 D)	 fueron	 detectados	 en	 las	 dos	 algas	 analizadas,	 y	 han	 sido	
identificados	por	otros	autores	en	diferentes	tipos	de	aceites	de	pescado	(Taleshi y col., 2008 
y 2010; Arroyo-Abad y col., 2010; Amayo y col., 2011).	 Además,	 en	 este	 trabajo	 se	 ha	
identificado	 por	 primera	 vez	 un	 nuevo	 hidrocarburo	 que	 contiene	 arsénico,	 con	 masa	
molecular	388	(eluyendo	en	el	pico	cromatográfico	E),	presente	solo	en	el	alga	Wakame.	
Respecto	 a	 los	 fosfolípidos	 que	 contienen	 arsenoazúcares,	 también	 llamados	
arsenoazúcares	liposolubles,	el	compuesto	con	masa	molecular	de	958	uma	(eluyendo	en	
el	 pico	 cromatográfico	 F)	 fue	 la	 especie	mayoritaria	 de	 este	 tipo	 en	 ambas	muestras	 de	
algas.	Este	compuesto	corresponde	al	fosfatidil	arsenoazúcar	identificado	por	primera	vez	
en	algas	por	Morita y Shibata (1988).	El	resto	de	fosfolípidos	que	contienen	arsenoazúcares	
identificados	corresponden	a	compuestos	de	la	misma	familia,	que	se	diferencian	en	28,	26	
o	 24	 unidades	 de	masa	 (eluyendo	 en	 los	 picos	 cromatográficos	 E,	 F,	 G,	 H,	 I	 y	 J),	 lo	 que	




	 La	 cuantificación	 de	 los	 arsenolípidos	 identificados	 se	 llevó	 a	 cabo	 mediante	 el	
acoplamiento	 HPLC‐ICP‐MS,	 en	 términos	 de	 área	 de	 pico	 y	 mediante	 calibración	
convencional,	 utilizando	 disoluciones	 patrón	 de	 As(V),	 de	 concentración	 entre	 100	 y	
2000	µg	L‐1,	y	aplicando	el	método	de	compensación	de	gradiente	desarrollado	por	Raber y 
col. (2010).	 Este	 método	 consiste	 en	 la	 introducción	 de	 un	 disolvente	 orgánico	 volátil	
directamente	en	la	cámara	de	expansión	del	instrumento	ICP‐MS,	con	objeto	de	saturar	el	
sistema	 de	 introducción	 de	 muestra	 con	 vapores	 orgánicos.	 De	 este	 modo,	 la	
concentración	de	carbono	en	el	sistema	permanece	constante,	evitando	fluctuaciones	en	la	
señal	 de	 arsénico	 en	 ICP‐MS	 originadas	 por	 la	 elución	 en	 gradiente	 con	 aumento	 del	
porcentaje	 de	metanol	 (Raber y col., 2010).	 El	 calibrado	 convencional	 de	 As(V)	 se	 llevó	 a	





empleada	 consistió	 en	 una	 mezcla	 de	 disolución	 acuosa	 de	 acetato	 y	 metanol	 en	
proporción	1:4	(v/v).	En	 la	Tabla	 IV.30.	 se	muestran	 las	concentraciones	obtenidas	para	
las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles	 identificadas	 en	 los	 extractos	 de	 las	 algas	 Hijiki	 y	
Wakame,	mediante	HPLC‐ICP‐MS	de	 fase	 inversa,	 junto	con	 la	 recuperación	de	columna,	
calculada	 como	 la	 relación	 entre	 la	 concentración	 de	 arsénico	 detectada	 en	 forma	 de	
especies	 en	 el	 cromatograma	 (incluyendo	 especies	 polares	 y	 arsenolípidos	 no	







C	 As‐HC332	 (31	±	2)·10	 22	±	3	
D	 As‐HC360	 35	±	9	 (8	±	4)·10	
E	 As‐HC388	 ‐	 (4	±	1)·102	
As‐PL930	 22	±	2	
F	 As‐PL958	 (25	±	4)·10	 (4	±	1)·102	As‐PL984	 85	±	3	 (14	±	5)·10	
G	 As‐PL986	 58	±	9	 (20	±	7)·10	
As‐PL1012	
H	 As‐PL1014	 (5	±	1)·10	 (23	±	7)·10	
I	 As‐PL1042	 (3	±	1)·10	 (3	±	1)·10	
J	 As‐PL1070	 21	±	3	 <	20	
Recuperación	de	columna	(%)a 86	±	6	 90	±	3	
a	Calculado	por	comparación	entre	 la	 suma	de	 las	concentraciones	de	
las	 especies	 de	 As	 (incluyendo	 el	 arsénico	 polar	 y	 los	 arsenolípidos	
desconocidos)	y	el	As	total	presente	en	las	fracciones	SPE	10‐14.	
Los	 resultados	 obtenidos	 mostraron	 la	 presencia	 predominante	 del	
arsenofosfolípido	As‐PL958	en	el	alga	Wakame,	que	representó	el	28%	del	arsénico	total	
inyectado	 en	 la	 columna	 analítica	 (fracciones	 SPE	 10‐14).	 Este	 alga	 también	 presentó	
cantidades	 significativas	 de	 las	 especies	 As‐HC388	 y	 As‐PL930	 (pico	 cromatográfico	 E),	
representando	 el	 27%	 del	 arsénico	 total	 inyectado.	 En	 el	 caso	 del	 alga	 Hijiki,	 el	
arsenolípido	 mayoritario	 fue	 el	 hidrocarburo	 que	 contiene	 arsénico	 As‐HC332,	 que	







idoneidad	 del	 método	 de	 análisis	 propuesto	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 determinación	 de	
arsenolípidos	en	muestras	de	algas	marinas.	
IV.3.3	 Confirmación	 mediante	 GC‐MS	 y	 HR‐MS	 de	 las	 masas	
moleculares	de	las	especies	de	arsénico	liposolubles	identificadas	
Las	 masas	 moleculares	 de	 las	 especies	 de	 arsénico	 liposolubles,	 determinadas	
mediante	 análisis	on	 line	 por	HPLC‐ICP‐MS/ESI‐MS,	 se	 confirmaron	mediante	 el	 análisis	
por	 GC‐MS	 y/o	 HR‐MS,	 para	 hidrocarburos	 de	 arsénico	 y	 arsenofosfolípidos,	
respectivamente.	Estos	análisis	fueron	realizados	por	investigadores	del	Departamento	de	
Química	Analítica	del	Instituto	de	Química	de	la	Universidad	Karl‐Franzens	(Graz,	Austria)	
y	 del	 HEALTH‐Institute	 for	 Biomedicine	 and	 Health	 Sciences,	 Joanneum	 Research	 (Graz,	





La	 técnica	 GC‐MS	 se	 empleó	 para	 confirmar	 las	 masas	 moleculares	 de	 los	
hidrocarburos	 que	 contienen	 arsénico,	 debido	 a	 su	 carácter	 volátil.	 Asimismo,	 estos	
compuestos	 se	 analizaron	 mediante	 HR‐MS,	 por	 la	 elevada	 selectividad	 de	 la	 técnica.	
La	detección	se	llevó	a	cabo	en	modo	de	adquisición	scan,	en	el	intervalo	de	m/z	entre	20	y	
500,	 y	 en	 modo	 de	 adquisición	 SIM	 a	 las	 relaciones	 m/z	 105,	 106,	 316,	 344	 y	 372.	
Al	inyectarse	en	el	sistema,	 los	hidrocarburos	que	contienen	arsénico	pierden	el	oxígeno	
del	 grupo	 dimetilarsinil,	 presumiblemente	 a	 través	 de	 un	 doble	 proceso	 de	
pirolisis/reducción,	 por	 lo	 que	 las	 especies	 que	 finalmente	 se	 analizan	 por	 GC	 son	 las	
arsinas	correspondientes	a	cada	hidrocarburo,	de	masa	molecular	M‐16	(Raber y col., 2009).	
En	 la	 Figura	 IV.26.	 se	 muestran	 los	 cromatogramas	 obtenidos	 mediante	 GC‐MS	 de	 una	
disolución	 patrón	 del	 hidrocarburo	 As‐HC332	 sintetizado	 en	 el	 laboratorio	















que	 contienen	 arsénico	 de	 masa	 molecular	 332	 y	 360,	 respectivamente	 (determinados	
mediante	 GC‐MS	 a	m/z	 316	 y	 344,	 debido	 a	 la	 pérdida	 de	 oxígeno	 durante	 el	 proceso).	
Ambas	especies	fueron	identificadas	en	los	extractos	de	las	algas	Hijiki	y	Wakame.	El	pico	
cromatográfico	 con	 tiempo	 de	 retención	 próximo	 a	 28	 minutos	 corresponde	 al	
hidrocarburo	 que	 contiene	 arsénico	 de	 masa	 molecular	 388	 (detectado	 a	 m/z	 372	
mediante	GC‐MS),	que	solo	fue	identificado	en	el	extracto	del	alga	Wakame.	Por	lo	tanto,	el	












HF9 #60-103 RT: 0.89-1.53 AV: 44 NL: 9.43E6
T: FTMS + c ESI Full ms [50.00-500.00]









































































de	 Hijiki	 analizada,	 al	 igual	 que	 ocurre	 en	 las	 Figuras	 IV.28.C,	 E	 y	 F	 con	 los	 fosfatidil	
arsenoazúcares	As‐PL944	y	982,	As‐PL958	y	984,	y	As‐PL986	y	1012,	respectivamente.	
WF16 #381-420 RT: 3.79-4.37 AV: 40 NL: 1.06E7
T: FTMS + c ESI Full ms [100.00-400.00]





























































WF24 #17-75 RT: 0.46-1.32 AV: 59 NL: 8.25E7
T: FTMS + c ESI Full ms [100.00-410.00]


















































































alta	 resolución,	 correspondientes	 al	 valor	 obtenido	 experimentalmente	 frente	 al	 valor	
teórico,	para	las	masas	moleculares	protonadas	de	cada	arsenolípido,	así	como	la	relación	
entre	 la	 diferencia	 de	 la	masa	molecular	 teórica	 y	 la	 experimental,	 y	 la	masa	molecular	
teórica	(Δm),	expresada	en	partes	por	millón	(ppm).	
Tabla	IV.31.	Resultados	obtenidos	en	los	análisis	de	masas	de	alta	resolución.	
Abreviatura	 [M+H]+experimental	 [M+H]+teórica	 Δm	(ppm)	
As‐HC332	 333,2128	 333,2133	 1,50	
As‐HC360	 361,2444	 361,2446	 0,55	
As‐HC388	 389,2755	 389,2759	 1,03	
As‐PL930	 931,4887	 931,4883	 ‐0,46	
As‐PL944	 945,5032	 945,5036	 0,49	
As‐PL956	 957,5044	 957,5048	 0,43	
As‐PL958	 959,5200	 959,5195	 ‐0,52	
As‐PL982	 983,5200	 983,5192	 ‐0,90	
As‐PL984	 985,5357	 985,5345	 ‐1,22	
As‐PL986	 987,5513	 987,5506	 ‐0,80	
As‐PL1012	 1013,5670	 1013,5663	 ‐0,72	
As‐PL1014	 1015,5826	 1015,5822	 ‐0,44	
As‐PL1042	 1043,6139	 1043,6136	 ‐0,30	
As‐PL1070	 1071,6452	 1071,6431	 ‐1,97	
Los	resultados	obtenidos	mediante	HR‐MS	confirmaron	las	asignaciones	de	masas	


















DETERMINATION OF TOTAL ARSENIC AND 
HEAVY METALS (Cd, Cr, Cu, Ni, Pb AND 












The	 determination	 of	 total	 arsenic	 contents	 in	 the	 samples	 studied	 is	 a	 previous	 and	
necessary	 step	 to	 carry	 out	 the	 subsequent	 arsenic	 speciation	 studies.	 Thereby,	 it	 is	
possible	 to	 quantify	 the	 efficiency	 of	 the	 extraction	 methods	 applied,	 as	 well	 as	 the	
percentage	 of	 the	 arsenic	 identified	 as	 species.	On	 the	 other	 hand,	 the	 determination	 of	
other	 elements,	 such	as	heavy	metals,	 some	of	 them	 toxics,	 allowed	us	 to	 evaluate	 their	
accumulator	capacity,	and	led	us	to	a	better	characterization	of	the	samples.		
In	 this	 chapter,	 the	 results	obtained	 in	 the	application	of	 the	developed	methods	
for	 the	 determination	 of	 arsenic	 and	 heavy	 metals	 (specifically	 cadmium,	 copper,	
chromium,	nickel,	lead	and	zinc)	are	shown	within	two	sections:	
First,	 the	 studies	 carried	 out	 on	 edible	 marine	 alga	 samples	 are	 included.	 The	
analyses	 were	 focused	 on	 the	 determination	 of	 arsenic	 and	 heavy	 metal	 concentration	
levels	 in	 these	 food	 products,	 due	 to	 their	 known	 ability	 for	 biosorption,	 assessing	 the	
relation	 between	 the	 element	 contents	 and	 the	 alga	 species,	 as	 well	 as	 their	 origins	




Finally,	 the	 results	 obtained	 after	 the	 analysis	 of	 terrestrial	 plant	 samples	 are	
presented.	Researches	were	aimed	at	investigating	their	accumulating	capacity,	in	order	to	
be	 used	 for	 phytoremediation	 strategies	 on	 soils	 polluted	 by	 arsenic	 and	 heavy	metals.	
Then,	bioavailability,	translocation	and	accumulation	factors	of	the	elements	studied	were	
evaluated	on	different	native	plant	species	from	soils	polluted	by	mining	activities	without	






V.1	 BIOSORPTION	 OF	 ARSENIC	 AND	HEAVY	METALS	 BY	 EDIBLE	
MARINE	ALGAE	
It	 is	 known	 that	 seaweeds	 constitute	 a	 food	 product	 rich	 in	 fiber,	 minerals,	
proteins,	vitamins	and	other	specific	nutrients	as	polyunsaturated	fatty	acids.	 Interest	 in	
seaweeds	 has	 increased	 in	Western	 countries	 in	 recent	 years	 because	 of	 their	 nutritive	
value,	 although	macroalgae	have	been	 traditionally	 consumed	 in	Asia.	As	 algal	 elements	
display	 great	 bioavailability,	 seaweeds	 may	 represent	 important	 alternative	 dietary	
sources	of	macro,	trace	and	ultratrace	elements	(Bocanegra et al., 2009).	
Research	 in	 this	 field	 is	 of	 great	 scientific	 importance	 because	 algae	 are	 able	 to	
bioaccumulate	 essential	 elements,	 such	 as	 chromium,	 copper,	 nickel	 and	 zinc,	 at	 higher	
rates	than	land	vegetation	(Rupérez, 2002).	However,	as	a	result	of	environmental	pollution,	
algae	 can	 also	 concentrate	 not	 essential	 elements,	 such	 as	 arsenic,	 lead	 and	 cadmium	
(Ródenas de la Rocha et al., 2009).	More	 information	on	marine	 algae	would	benefit	 future	
nutritional	studies.	
V.1.1	Multielement	 characterization	 of	 alga	 samples	 by	 ICP‐AES	
analysis	
Total	 arsenic	 and	 trace	 element	 concentrations	 in	 marine	 alga	 samples	 from	
France,	 Japan	 and	 Spain	 were	 determined	 by	 ICP‐AES	 after	 microwave	 digestion	 with	
nitric	acid	and	hydrogen	peroxide,	following	the	method	previously	described	(Chapter	III,	
sections	III.4.1	and	III.4.2).	
Results	 of	 total	 arsenic	 and	 trace	 element	 analysis,	 expressed	 in	 terms	 of	 dry	
weight	 (dw),	 for	 the	 twelve	 alga	 samples	 analyzed	 (ten	 brown	 and	 two	 red	 algae)	 are	
summarized	in	Table	V.1.		
Arsenic	was	the	major	element	between	those	analyzed	in	all	alga	samples	studied,	
followed	 by	 zinc,	 except	 for	 Sea	 spaghetti	 and	 all	 two	 Nori	 samples	 (for	 which	 arsenic	
contents	were	lower	than	zinc	contents),	as	well	as	for	Fucus,	with	similar	concentration	
levels	of	both	elements.	Arsenic	concentrations	varied	within	a	wide	range	(23‐126	µg	g‐1),	
similarly	 to	 values	 reported	 in	 the	 literature	 on	 edible	 algae	 (8‐150	 µg	 g‐1)	 (Domínguez-








Cd	 Cr	 Cu	 Ni	 Pb	 Zn	
ICP‐MS*	 ICP‐AES	
Eisenia	arborea	 Arame	 Japan	 35	±	9	 26	±	1	 0.65	±	0.01	 0.22	±	0.03	 1.20	±	0.06	 <LOD	 <LOD	 11.8	±	0.7	
Fucus	vesiculosus	 Fucus	 France	 n.a.	 47	±	2	 0.64	±	0.03	 25	±	1	 1.8	±	0.3	 11.4	±	0.2	 1.5	±	0.3	 45	±	2	
Himanthalia	elongata	 Sea	spaghetti	 Spain	 23	±	1	 24	±	2	 0.20	±	0.02	 1.11	±	0.05	 2.07	±	0.03	 1.9	±	0.1	 <LOD	 43.1	±	0.1	
Hizikia	fusiformis	 Hijiki	 Japan	 93	±	4	 98	±	5	 0.86	±	0.01	 1.15	±	0.01	 <LOD	 1.5	±	0.2	 <LOD	 3.7	±	0.1	
Laminaria	ochroleuca	 Kombu	
France	 n.a.	 42	±	5	 0.18	±	0.01	 2.82	±	0.01	 <LOD	 <LOD	 <LOD	 8.5	±	0.6	
Japan	 86	±	5	 97	±	6	 1.39	±	0.01	 0.36	±	0.08	 0.31	±	0.05	 1.1	±	0.3	 <LOD	 8.1	±	0.4	
Spain	 46	±	2	 46	±	4	 0.63	±	0.01	 0.67	±	0.05	 <LOD	 <LOD	 <LOD	 26	±	2	
Laminaria	digitata	 Laminaria	 France	 n.a.	 126	±	5	 0.11	±	0.01	 1.51	±	0.09	 0.46	±	0.08	 <LOD	 0.6	±	0.1	 28	±	1	
Undaria	pinnatifida	 Wakame	
Japan	 40	±	3	 37	±	2	 1.61	±	0.04	 0.18	±	0.04	 <LOD	 <LOD	 <LOD	 11.6	±	0.8	
Spain	 33	±	4	 37	±	1	 0.13	±	0.01	 0.49	±	0.04	 0.33	±	0.01	 1.5	±	0.3	 <LOD	 21	±	1	
Porphyra	umbilicalis	 Nori	
Japan	 30	±	7	 23	±	3	 0.10	±	0.02	 3.96	±	0.09	 6.7	±	0.2	 2.0	±	0.1	 <LOD	 39	±	2	






The	 highest	 arsenic	 concentrations	 were	 found	 in	 the	 brown	 algae	 Laminaria	
(126	µg	 g‐1),	 followed	 by	 Hijiki	 and	 Kombu	 algae	 from	 Japan	 (both	 about	 100	µg	g‐1),	
whereas	 the	 lowest	 arsenic	 concentration	 levels	 were	 found	 in	 the	 red	 alga	 Nori	 from	
Japan	 (23	 µg	 g‐1)	 and	 the	 brown	 algae	 Sea	 spaghetti	 and	 Arame	 (24	 and	 26	 µg	 g‐1,	
respectively).	According	 to	 these	results,	 arsenic	contents	 in	Phaeophytes	 (brown	algae)	
were	 generally	 higher	 than	 those	 found	 in	 Rhodophytes	 (red	 algae),	 following	 previous	
reports	of	a	relation	between	arsenic	content	and	algal	division,	in	essence,	brown	>	red	>	
green	(Morita and Shibata, 1990;	Almela et al., 2006).	On	the	other	hand,	results	obtained	for	
total	arsenic	determinations	by	ICP‐AES	and	ICP‐MS	were	statistically	comparable,	due	to	
the	absence	of	significant	differences	at	the	95%	confidence	level.	This	fact,	together	with	
results	 shown	 in	 the	 previous	 chapter	 for	 the	 CRM	 NIES	 No.	 9	 Sargasso	 (Chapter	 IV,	
section	 IV.1.1),	 confirm	 the	 accuracy	 of	 the	 methods	 used	 here	 to	 determine	 the	 total	
arsenic	concentration	in	these	kinds	of	samples.	
Cadmium	 concentrations	 ranged	 between	 0.10	 (for	 Spanish	 Nori)	 and	 2.9	 µg	 g‐1	
(for	Japanese	Nori).	Therefore,	algae	division	seems	to	have	a	smaller	impact	on	cadmium	
uptake	 than	on	arsenic	uptake,	because	all	highest	and	 lowest	values	were	 found	 in	 red	
algae.	 Regarding	 lead	 concentrations,	 values	 ranged	 within	 the	 limit	 of	 detection	
(LOD	=	0.60	µg	g‐1)	 and	 1.5	 µg	 g‐1,	 found	 for	 Fucus.	 Other	 authors	 have	 reported	 similar	
lead	 levels,	 generally	 lower	 than	 1.4	 µg	 g‐1	 (Domínguez-González et al., 2005;	Almela et al., 




from	 both	 Spain	 and	Asian	 countries	 (Domínguez-González et al., 2005; Almela et al., 2006; 








values.	 Levels	 found	 for	 chromium	 are	 in	 agreement	 with	 other	 authors	 who	 reported	
chromium	 concentrations	 lower	 than	 2	 µg	 g‐1	 in	 marine	 algae (Van Netten et al., 2000;	
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Domínguez-González et al., 2005;	 Ródenas de la Rocha et al., 2009).	 The	 Fucus	 alga	 is	 an	
exception,	since	it	presented	a	chromium	concentration	of	25	µg	g‐1.	
Copper	 concentrations	 ranged	 between	 values	 below	 LOD	 (0.30	 µg	 g‐1)	 and	
14	µg	g‐1,	 found	 in	 Spanish	 Nori.	 The	 copper	 levels	 for	 Laminaria,	 Japanese	 Kombu	 and	




red	algae	from	different	countries	(Van Netten et al., 2000;	Dawczynski et al., 2007;	Rupérez, 
2002). However,	 significantly	 higher	 levels	 of	 zinc	 (46.6‐158.5	µg	g‐1)	 were	 found	 by	
Domínguez-González et al. (2005) in	 red	algae	 from	Spain	 (Palmaria	palmata	 and	Porphyra	






Wakame	and	Nori	 are	between	 the	 limits	of	detection	and	quantification	 (3.7	µg	g‐1),	 so	
they	are	only	indicative.	Domínguez-González et al. (2005)	and	Ródenas de la Rocha et al. (2009)	
found	 maximum	 nickel	 concentrations	 about	 3	 µg	 g‐1,	 whereas	Van Netten et al. (2000)	
found	higher	nickel	concentrations	in	Arame	and	Nori	(8.15	and	10.2	µg	g‐1,	respectively),	
similar	to	the	nickel	level	found	in	Fucus.	
The	 high	 element	 content	 of	 algae	 is	 due	 to	 the	 selective	 adsorption	 of	 marine	
elements	 by	 their	 cell	 wall	 polysaccharides	 and	 proteins,	 containing	 anionic	 carboxyl,	
sulfate	 and	 phosphate	 groups	 that	 are	 appropriate	 binding	 sites	 for	 metal	 retention.	
Therefore,	 differences	 in	 the	 biosorption	 of	 metals	 by	 seaweeds	 could	 be	 explained	 by	
differences	in	the	amount	and	composition	of	these	compounds	in	their	cell	walls	(Davis et 
al., 2003).	 The	main	 cell	wall	 components	 of	 brown	 algae	 are	 cellulose,	 fucoidan,	 alginic	
acids	and	alginates,	fucans	and	laminarans	being	the	most	important	ones.	Consequently,	
their	 main	 active	 groups	 are	 functionally	 negatively	 charged,	 such	 as	 carboxyl	 and	
sulphate.	 Red	 algae	 also	 contain	 cellulose,	 but	 their	 biosorption	 properties	 are	
characterized	 by	 their	 content	 in	 sulphated	 polysaccharides	made	 of	 galactans,	 such	 as	




be	 able	 to	 establish	 reliable	 conclusions	 in	 this	 sense.	 Although	 the	 highest	 arsenic	
concentrations	 were	 found	 in	 brown	 algae,	 several	 species	 showed	 similar	 or	 lower	
arsenic	levels	than	those	found	in	red	algae.	Regarding	heavy	metals,	significantly	higher	
copper	levels	were	found	in	red	algae	Nori	from	different	origins,	but	as	mentioned	above,	






pH,	 salinity,	 turbidity,	 nutrient	 content,	 heavy	metal	 contamination,	 etc.)	 determine	 the	
metal	 content	 that	 they	 are	 able	 to	 absorb.	 However,	 under	 similar	 environmental	
conditions,	mineral	 composition	 and	 content	 differ	 greatly	 among	 the	different	 families,	
genera	 and	 alga	 species,	 and	 vary	 according	 to	 their	 geographical	 origin	 and	harvesting	
time	(Marinho-Soriano et al., 2006).	In	addition,	the	relative	abundance	of	a	certain	element	
in	seawater	and	its	bioavailability	may	affect	electrostatic	adsorption,	and	the	presence	of	
others	metals	in	the	seawater	can	also	modulate	seaweed	metal	content	(Sánchez Rodríguez 
et al., 2001).	 Regarding	 the	 comparison	 between	 the	 results	 obtained	 for	 the	 same	 alga	
species	 from	 different	 origins,	 the	 same	 arsenic	 concentration	 levels	 were	 found	 for	
Japanese	and	Spanish	Wakame,	together	with	similar	copper	and	nickel	levels,	since	they	




approximately	 two	 times	 higher.	 On	 the	 other	 hand,	 and	 similarly	 to	 the	 behavior	
observed	 for	Wakame	algae,	 chromium	and	 zinc	 levels	were	higher	 for	 Spanish	Kombu,	
and	even	higher	chromium	levels	were	found	for	French	Kombu,	whereas	cadmium	level	
was	 significantly	 higher	 in	 Japanese	 alga.	 This	 fact	 could	 be	 linked	 to	 their	 origin,	
suggesting	 a	 relation	 with	 sea	 levels	 of	 cadmium,	 chromium	 and	 zinc.	 However,	 the	
opposite	 behavior	 was	 observed	 for	 Nori	 algae	 (cadmium	 level	 was	 higher	 for	 Spanish	





behaviors	 observed,	 so	 it	 would	 be	 necessary	 to	 expand	 the	 number	 of	 samples	 from	
different	origins,	as	well	as	to	have	more	information	on	the	surrounding	environments.	
Other	 important	 factors	 regarding	 concentrations	 of	 some	 metals	 in	 seaweeds	
include	the	sampling	seasonality	and	the	age	of	the	fronds,	which	become	more	retentive	
over	time	 (Vasconcelos and Leal, 2001; Farías et al., 2002).	Since	the	samples	were	obtained	
from	 local	 markets	 or	 research	 centers,	 it	 is	 not	 possible	 to	 establish	 a	 clear	 relation	





absorb	 elements	 directly	 from	 sea	 water	 and	 there	 are	 some	 factors	 influencing	 the	
arsenic	 and	 heavy	 metal	 levels	 in	 these	 marine	 organisms,	 such	 as	 the	 light	 intensity,	
turbidity,	 temperature,	depth,	 salinity,	nutrient	uptake,	etc.	 (Llorente-Mirandes et al., 2010).	
These	 factors	may	contribute	 to	 the	differences	observed	 in	 total	element	concentration	
levels	in	the	algae	studied.	





and	 it	 improves	 international	 trade.	Risk	 assessment	 is	 a	 continuously	 evolving	process	
since	 information	 on	 contaminants,	 the	 health	 effects	 involved	 and	 their	 occurrence	 in	
food	are	all	factors	that	should	be	continuously	studied	and	monitored	(Kuhnlein and Chan, 
2000).	 However,	 the	 absence	 of	 data	 concerning	 the	 consumption	 of	 algae	 in	 Western	
countries	makes	it	difficult	to	calculate	intake	levels,	and	most	estimates	are	based	on	the	
consumption	of	the	Japanese	population,	with	a	daily	average	consumption	of	brown	algae	
of	2‐3	g	dw	and	a	maximum	consumption	of	12	g	dw	(Sakurai et al., 1997).		
According	 to	 FESNAD	 (Federación	 Española	 de	 Sociedades	 de	 Nutrición,	
Alimentación	 y	Dietética;	 Spanish	 Federation	 of	 Nutrition,	 Food	 and	Dietetics),	 the	 daily	




into	account	 the	average	alga	consumption	of	3	g	day‐1,	 the	 intake	of	 the	algae	analyzed	
would	 represent	 a	 maximum	 of	 4	 and	 2%	 of	 the	 medium	 DRI	 for	 copper	 and	 zinc,	
respectively.	Furthermore,	the	World	Health	Organization	(WHO)	recommended	that	the	
adult	population	mean	intake	of	essential	elements	such	as	chromium,	copper,	nickel	and	
zinc	 should	 not	 exceed	 0.25,	 10,	 0.6	 and	 45	 mg	 day‐1,	 respectively	 (WHO, 1996).	
Considering	 the	 average	 alga	 consumption	of	 3	 g	 day‐1,	 the	 intake	of	 the	 algae	 analyzed	





in	 the	 canned	 vegetables	 group	 in	 Spanish	 legislation	 (Real Decreto 2420/1978),	 which	
established	a	maximum	 limit	 for	 total	arsenic,	 lead	and	copper	of	1,	1	and	10	µg	g‐1	dw,	
respectively.	Nevertheless,	the	Commission	Regulation	(EU)	No	420/2011	established	that	
the	 default	 maximum	 levels	 for	 lead	 and	 cadmium	 in	 fruit	 and	 vegetables	 (0.10	 and	
0.05	mg	kg‐1	wet	weight)	were	not	realistic	enough	for	seaweed,	which	may	contain	higher	
levels	 in	 nature	 (Commission Regulation (EU) No 420/2011).	 Thus,	 marine	 algae	 were	
exempted	from	these	default	maximum	levels,	because,	according	to	EU,	more	occurrence	
data	should	be	collected	before	taking	solid	decisions	about	the	need	for	more	specific	and	
realistic	 maximum	 levels	 of	 lead	 and	 cadmium	 in	 seaweed.	 Regarding	 arsenic,	 total	
contents	are	not	appropriate	for	correctly	assigning	the	levels	of	risk	in	these	kinds	of	food	
products,	since	they	are	primary	arsenic	accumulators	 in	the	marine	environment.	From	
the	 point	 of	 view	 of	 health	 considerations,	 according	 to	 the	 Food	 and	 Agriculture	
Organization	of	the	United	Nations	(FAO/WHO)	and	the	Joint	Expert	Committee	on	Food	
Additives	(JECFA),	the	tolerable	daily	intake	(TDI)	for	an	adult	weighing	70	kg	is	150,	67	
and	250	µg	day‐1	 for	 inorganic	 arsenic,	 cadmium	and	 lead	 (WHO, 1972, 1989 and 2000).	
Therefore,	 the	 maximum	 cadmium	 intake	 from	 algae	 analyzed	 would	 be	 8.7	 µg	 day‐1	
(corresponding	 to	 the	 cadmium	 concentration	 found	 in	 Spanish	Nori	 (2.9	 µg	 g‐1)),	 for	 a	
mean	 consumption	 of	 algae	 of	 3	 g	 day‐1,	 which	 accounted	 for	 just	 13%	 of	 the	
corresponding	TDI.	 In	 the	 case	of	 lead,	 concentrations	 found	here	were	 lower	 than	LOQ	
(2.0	g	g‐1),	so	considering	the	maximum	alga	consumption,	the	daily	intake	of	lead	from	
these	 food	 products	 would	 be	 lower	 than	 24	 g	 day‐1	 (approximately	 10%	 of	 TDI).	
Therefore,	 the	 alga	 species	 studied	 cannot	 be	 considered	 a	 health	 risk	 regarding	 these	





NATIVE	 PLANT	 SPECIES	 FROM	 SOILS	 POLLUTED	 BY	 MINING	
ACTIVITIES	
Some	 plants	 that	 grow	 on	 metalliferous	 soils	 have	 developed	 the	 ability	 to	
accumulate	high	levels	of	metals	in	their	tissues	without	symptoms	of	toxicity	(Lasat, 2002; 
Pilon-Smits, 2005).	 Those	 plants	 that	 are	 able	 to	 take	 up	 and	 accumulate	 high	
concentrations	 of	 heavy	 metals	 and	 metalloids	 are	 called	 hyperaccumulators	 (Kabata-
Pendias, 2001; Haque et al., 2008).	Research	on	arsenic	and	heavy	metal	hyperaccumulator	
plants	has	been	extensively	developed	 (Alkorta et al., 2004; Padmavathiamma and Li, 2007; 
Butcher, 2009; Vamerali et al., 2010).	 The	 most	 proficient	 plants	 at	 accumulating	 arsenic	
seem	to	be	 fern	species	such	as	Pteris	vittata	 and	Pityrogramma	calomelanos,	which	can	
accumulate	 more	 than	 8·103	 μg	 g−1	 of	 arsenic	 in	 the	 fronds.	 Nevertheless,	 most	 of	 the	
known	 hyperaccumulator	 plants	 present	 serious	 limitations	 because	 they	 are	 usually	
specific	for	one	particular	metal	and	grow	under	specific	environmental	conditions	(Gisbert 
et al., 2008).	Therefore,	 the	 identification	of	hyperaccumulator	plants from	native	species	
spontaneously	growing	on	polluted	soils	is	interesting.	
Native	 plants	 species	 growing	 in	 metalliferous	 soils	 may	 have	 exceptional	
properties	that	make	them	interesting	for	phytoremediation	because	they	are	often	better	
suited	 for	 survival,	 growth	and	reproduction	under	environmental	 extremes	 than	plants	
introduced	 from	 other	 environments	 (Pilon-Smits, 2005; Mahmud et al., 2008).	 As	 such,	
soil/plant	 metal	 transfer	 in	 native	 plant	 species	 growing	 in	 areas	 polluted	 by	 mining	
activities	 has	 been	 previously	 studied,	 such	 as	 in	Cistus	 ladanifer	 (Alvarenga et al., 2004),	
Calamagrostis	 arundinacea	 and	 Stachys	 sylvatica	 (Antosiewicz et al., 2008),	 Baccharis	
sarothroides	 Gray	 (Haque et al., 2008),	 or	 Salix	 atrocinerea	 and	 Digitalis	 thapsi	 (Moreno-
Jiménez et al., 2009).	
V.2.1	Characterization	and	multielement	analysis	of	soil	and	plant	
samples	by	ICP‐AES	
Soil	 samples	 were	 characterized	 by	 members	 of	 our	 research	 group	 TEMATMA	
(Tecnología	 de	 Materiales	 y	 Medio	 Ambiente)	 for	 physicochemical	 parameters.	 Results	





percentages	 (>4	mm)	 of	 25‐46%,	 sand	 percentages	 (4‐0.063	mm)	 of	 49–70%,	 and	 very	





surroundings,	 as	 well	 as	 three	 of	 them	 from	 potentially	 unpolluted	 sites,	 in	 order	 to	
consider	 the	background	concentration	 levels	of	 the	area.	Plant	samples	were	processed	
and	 digested	 by	microwave	 digestion	with	 nitric	 acid	 and	 hydrogen	 peroxide,	 following	
the	 procedures	 previously	 described	 (Chapter	 III,	 sections	 III.4.1	 and	 III.4.2).	 Arsenic	
concentrations	lower	than	LOQ	in	ICP‐AES	were	analyzed	by	HG‐AFS	(procedure	indicated	
in	Chapter	III,	section	III.4.3)	These	elements	were	also	determined	in	the	corresponding	
soil	 below	 every	 plant,	 following	 a	 microwave	 digestion	 method	 with	 aqua	 regia	
developed	 in	 our	 laboratory	 and	 validated	 against	 the	 certified	 reference	 materials	
CRM048‐050	(Sand	soil).		
















R	 AP	 S	 R	 AP	 S	
R	 AP	 S	
Arrhenatherum	album	 12.2	±	0.6	 0.204	±	0.006	 18.2	±	0.5	 8.5	±	0.1	 0.27	±	0.01 4.23	±	0.09	 93	±	1	 10	±	1	 20.6	±	0.2	
Corrigiola	telephiifolia	 13.5	±	0.6	 21.1	±	0.4	 3.1	±	0.1	 3.8	±	0.2	 3.3	±	0.2	 1.48	±	0.05	 1.8	±	0.2	 4.0	±	0.7	 14	±	3	
Cynosurus	echinatus	 8.1	±	0.2	 0.60	±	0.02	 49.3	±	0.8	 4.0	±	0.2	 1.24	±	0.01 53.1	±	0.7	 15	±	2	 9.7	±	0.7	 18.6	±	0.1	
Digitalis	thapsi	 0.94	±	0.05 3.56	±	0.02	 49.7	±	0.9	 105.3	±	0.5 40.0	±	0.3	 53.5	±	0.5	 9.0	±	0.7	 10.8	±	0.4	 18.7	±	0.1	
Holcus	mollis	 3.97	±	0.04 0.28	±	0.01	 10.83	±	0.09	 3.1	±	0.1	 0.34	±	0.02 2.84	±	0.06	 82	±	3	 4.0	±	0.3	 28	±	1	
Jasione	montana	 1.50	±	0.04 0.83	±	0.03	 26.9	±	0.1	 90.6	±	0.6	 39.2	±	0.7	 2.69	±	0.03	 7.2	±	0.1	 7.1	±	0.7	 17.0	±	0.2	
Plantago	lanceolata	 3.99	±	0.04 1.87	±	0.03	 61.13	±	0.08	 3.75	±	0.06 1.5	±	0.2	 48.91	±	0.02	 9.3	±	0.1	 5.4	±	0.1	 13.7	±	0.6	
Rumex	acetosella	 11.2	±	0.3	 2.83	±	0.07	 325	±	4	 4.9	±	0.4	 3.61	±	0.04 9.9	±	0.1	 6	±	1	 4.8	±	0.4	 27.3	±	0.4	
Thymus	zygis	 1.64	±	0.03 0.62	±	0.02	 3.0	±	0.1	 1.88	±	0.04 1.34	±	0.04 1.44	±	0.04	 29.8	±	0.2	 5.2	±	0.4	 12	±	2	











x	10	 x	102	 x	102	 x	102	
S	 S	 R	 AP	 S	
Arrhenatherum	album	 427	±	3	 9.3	±	0.3	 22.1	±	0.4	 480	±	7	 11.5	±	0.3	 17.7	±	0.3	 23.2	±	0.5	 0.87	±	0.02	 3.3	±	0.5	
Corrigiola	telephiifolia	 136	±	6	 141	±	5	 2.59	±	0.06 137	±	5	 209	±	9	 1.2	±	0.2	 2.40	±	0.07 3.10	±	0.09	 0.94	±	0.06
Cynosurus	echinatus	 47	±	2	 4.8	±	0.5	 309	±	6	 128	±	5	 11	±	2	 275	±	3	 3.07	±	0.06 1.38	±	0.05	 153	±	3	
Digitalis	thapsi	 95	±	1	 193	±	2	 312	±	5	 171	±	6	 206	±	2	 278	±	4	 7.70	±	0.01 12.38	±	0.09	 157	±	4	
Holcus	mollis	 95	±	3	 6.3	±	0.5	 6.80	±	0.03 65	±	3	 1.8	±	0.2	 8.3	±	0.3	 2.69	±	0.08 0.99	±	0.03	 2.0	±	0.1	
Jasione	montana	 16.4	±	0.2	 9.3	±	0.3	 16.1	±	0.5	 26.1	±	0.5	 12	±	1	 32.4	±	0.6	 3.09	±	0.05 5.21	±	0.09	 2.5	±	0.1	
Plantago	lanceolata	 123	±	1	 66	±	4	 295.8	±	0.1 121	±	8	 65	±	5	 271	±	5	 8.27	±	0.08 4.13	±	0.05	 159	±	1	
Rumex	acetosella	 78	±	5	 50	±	1	 109	±	1	 122	±	7	 90	±	5	 211	±	4	 1.80	±	0.06 1.62	±	0.05	 4.64	±	0.07
Thymus	zygis	 46	±	1	 14.6	±	0.2	 2.54	±	0.07 9.5	±	0.08	 6.4	±	0.9	 1.0	±	0.3	 0.77	±	0.01 1.63	±	0.04	 0.92	±	0.05










	 	 Arrhenatherum	album Plantago lanceolata Rumex	acetosella	
As	
R	 7.8	±	0.4	 25	±	1 <	LOQ	
AP	 <	LOQ	 7.3	±	0.5 <	LOQ	
S	 32	±	3	 39	±	2 38	±	2	
Cd	
R	 0.21	±	0.02	 0.77	±	0.01 0.56	±	0.04	
AP	 <	LOQ	 0.27	±	0.05 0.39	±	0.06	
S	 2.13	±	0.04	 1.55	±	0.03 1.95	±	0.01	
Cr	
R	 4.2	±	0.4	 3.9	±	0.2 3.0	±	0.3	
AP	 3.8	±	0.5	 3.1	±0.5 1.1	±	0.2	
S	 27	±	1	 21±	2 25.4	±	0.6	
Cu	
R	 2.26	±	0.04	 10.6	±	0.6 2.1	±	0.2	
AP	 <	LOQ	 3.0	±	0.2 2.40	±	0.04	
S	 13.8	±	0.3	 22.5	±	0.6 13.1	±	0.4	
Pb	
R	 4.4	±	0.2	 4.7	±	0.8 3.4	±	0.7	
AP	 <	LOQ	 <	LOQ <	LOQ	
S	 21.4	±	0.5	 13.9	±	0.7 20	±	1	
Zn	
R	 35	±	1	 98	±	4 44	±	2	
AP	 21	±	1	 29	±	4 48	±	2	
S	 (1.3	±	0.3)·102 73	±	8 96.8	±	0.2	
Limits	of	quantification	 (LOQs)	are	 shown	 in	Table	 IV.3.;	LOQ	 for	As	 (by	HG‐AFS)	was	
0.01	µg	g‐1.	
From	 the	 results	 obtained	 in	 soils	 from	 polluted	 areas	 (Table	 V.2.),	 chromium	
concentrations	were	lower	than	the	VR90	in	CAM	(32	µg	g‐1),	whereas	cadmium,	copper,	
lead	and	zinc	concentration	levels	were	generally	higher	than	the	corresponding	reference	
values	 (0.22,	 20,	 30	 and	 73	 µg	 g‐1	 for	 cadmium,	 copper,	 lead	 and	 zinc,	 respectively),	
although	 they	 did	 not	 exceed	 maximum	 allowable	 concentrations	 (MAC)	 for	 industrial	
uses	 in	 CAM	 (3·102,	 8·103,	 2.7·103	 and	 1·105	 µg	 g‐1	 for	 cadmium,	 copper,	 lead	 and	 zinc,	
respectively)	 (Orden 2770/2006),	except	 in	the	case	of	 lead	 for	soils	corresponding	to	the	
species	 C.	 echinatus,	 D.	 thapsi,	 P.	 lanceolata	 and	 T.	 ovatum.	 Regarding	 arsenic	
concentrations	in	soils,	they	ranged	from	3·102	to	3·104	µg	g‐1.	Therefore,	all	soil	samples	
exceeded	the	established	MAC	for	industrial	areas	by	CAM	(40	µg	g‐1).	These	results	agreed	
with	those	reported	by	Moreno-Jiménez et al. (2010),	who	found	arsenic	concentrations	up	to	
3·103	µg	g‐1	 in	soils	near	this	mine.	 It	 is	noteworthy	that	the	soil	below	the	plant	species	
R.	acetosella	 presented	 the	 highest	 arsenic	 concentration	 (approximately	 3·104	 µg	 g‐1).	
This	 soil	 sample	was	 from	 an	 old	 slagheap	 area	 of	 the	Mónica	mine,	 so	 it	 could	 not	 be	
considered	 representative	 of	 the	 general	 contamination	 level	 of	 the	mine	 surroundings.	
In	the	case	of	soils	from	unpolluted	areas	(Table	V.3.),	element	concentrations	found	were	
lower	 than,	 or	 close	 to,	 the	 reference	 values	 in	 CAM,	 except	 for	 zinc	 (concentrations	
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between	 73‐130	 µg	 g‐1)	 and	 cadmium	 (concentrations	 between	 1.5‐2.1	 µg	 g‐1),	 although	







zinc	 (400	 µg	 g‐1)	 (Haque et al., 2008; Padmavathiamma and Li, 2007).	 However,	 element	
concentrations	in	plant	species	from	unpolluted	areas	(Table	V.3.)	were	lower	than	these	
maximum	 concentrations	 considered	 normal	 in	 plants,	 with	 the	 exception	 of	 arsenic	 in	
some	cases.	
Cadmium,	chromium	and	copper	were	found	mainly	in	roots.	The	highest	cadmium	








aboveground	 parts,	 respectively)	 and	 C.	 telephiifolia	 (approximately	 140	 µg	 g‐1	 in	 both	
parts).	This	species,	together	with	P.	lanceolata	and	R.	acetosella,	showed	copper	levels	in	
aboveground	 parts	 higher	 than	 those	 considered	 normal	 in	 plants.	 Regarding	 zinc,	 four	
plant	 species	 in	 roots	 and	 three	 in	 aboveground	 parts	 exceeded	 the	 normal	 levels	 in	
plants.	The	highest	zinc	concentrations	were	found	in	the	roots	of	A.	album	(2,320	µg	g‐1)	
and	 in	 the	 aboveground	parts	 of	D.	 thapsi	 (1,238	µg	 g‐1).	Only	 the	 species	D.	 thapsi	 and	
J.	montana	 showed	 an	 efficient	 translocation	 of	 zinc	 at	 high	 concentration	 levels.	 In	 the	
case	 of	 lead	 and	 arsenic,	 all	 plant	 species	 collected	 from	 polluted	 areas	 exceeded	 the	
normal	levels	in	plants,	with	the	exception	of	 lead	for	the	aboveground	parts	of	H.	mollis	
and	 T.	 ovatum.	 The	 highest	 lead	 concentrations	 were	 found	 in	 the	 roots	 of	 A.	 album	








Therefore,	 many	 of	 the	 plant	 samples	 growing	 in	 polluted	 soils	 showed	 high	
concentration	levels	of	arsenic	and	heavy	metals,	mainly	in	roots,	due	to	soil‐plant	transfer	
processes.	 In	 some	 plant	 species,	 metal	 retention	 in	 roots	 has	 been	 attributed	 to	
metal‐binding	 components,	 probably	 proteins,	 which	 have	 been	 claimed	 to	 play	 an	
important	role	in	the	metal‐tolerance	of	species	growing	in	metal	polluted	environments	
(Alvarenga et al., 2004).	 Zinc	 showed	a	more	efficient	 transfer	 from	roots	 to	 aboveground	
parts,	probably	because	it	is	required	in	metabolic	functions	such	as	carbohydrate,	nucleic	
acid	and	 lipid	metabolism	 (Kabata-Pendias, 2004).	The	species	D.	thapsi	 and	C.	telephiifolia	
showed	the	highest	copper,	lead	and	arsenic	levels	in	their	aboveground	parts,	due	to	an	
efficient	 transfer	 from	roots.	The	essentiality	and	biological	 functions	of	 copper	are	well	





described	 and	 discussed	 by	 several	 authors.	 From	 these	 works,	 three	 ratios	 of	
concentration	 for	a	 certain	element	were	 found	 to	be	significant	 (Baker, 1981; Farago and 
Merha, 1991):	
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The	bioavailability,	 translocation	 and	 accumulation	 factors	 for	 arsenic,	 cadmium,	

















According	 to	 Baker (1981),	 a	 translocation	 factor	 (AP/R)	 higher	 than	 1	 is	
characteristic	 of	 accumulator	 plants.	 In	 this	 study,	 significant	 root‐aboveground	 part	
transfer	was	observed	in	 four	plant	species	 for	zinc	(C.	telephiifolia,	D.	thapsi,	 J.	montana	
and	 T.	 zygis),	 one	 for	 copper	 (D.	 thapsi)	 and	 two	 for	 arsenic,	 chromium	 and	 lead	
(C.	telephiifolia	and	D.	thapsi).	 In	the	case	of	cadmium,	none	of	 the	plant	samples	studied	
showed	 translocation	 of	 this	 element.	 However,	 the	 translocation	 factor	 should	 not	 be	
considered	 the	 only	 feature	 of	 accumulator	 plants.	 The	 AP/S	 concentration	 ratio	
(accumulation	factor)	is	another	important	factor	when	considering	the	phytoremediator	
potential	 of	 a	 plant	 species,	 as	 well	 as	 high	 element	 contents	 in	 aboveground	 parts	
(Alvarenga et al., 2004; Haque et al., 2008).	 From	 these	 considerations,	 only	 the	 species	
J.	montana	 for	 zinc	 and	 C.	 telephiifolia	 for	 arsenic	 and	 lead	 could	 be	 considered	
accumulator	plants.	
In	 the	 case	 of	 J.	 montana,	 the	 translocation	 (Figure	 V.2.)	 and	 accumulation	
(Figure	V.3.)	 factors	 for	zinc	were	(1.69		0.06)	and	(2.08		0.06),	respectively,	although	
zinc	 concentration	 in	 aboveground	 parts	 exceeded	 in	 only	 about	 100	 µg	 g‐1	 the	 normal	
levels	 found	 in	 plants.	 This	 plant	 species	 can	 be	 considered	 a	 zinc	 accumulator,	 but	 its	
behavior	 is	 not	 remarkable	due	 to	 the	moderately	high	 levels	 found,	 as	well	 as	 because	
zinc	is	an	essential	element	for	plants.	
On	 the	 other	 hand,	 J.	montana	 presented	 high	 accumulation	 and	 bioavailability	
factors	 for	 cadmium	 (14.6		 0.3	 (Figure	V.3.)	 and	33.7		 0.4	 (Figure	V.1.),	 respectively),	
although	it	was	not	considered	a	cadmium	accumulator	since	its	translocation	factor	was	
lower	 than	 1	 (0.433		 0.008,	 Figure	 V.2.).	 However,	 this	 plant	 species	 seems	 to	 reduce	
cadmium	 concentration	 level	 in	 soil,	 due	 to	 its	 high	 R/S	 ratio,	 and	 the	 total	 cadmium	
concentration	found	in	 its	soil	(2.69	±	0.03	µg	g‐1,	Table	V.2.),	which	 is	one	of	 the	 lowest	
total	cadmium	concentration	in	polluted	soils	studied.	
The	 accumulation	 of	 lead	 in	 C.	 telephiifolia	 satisfied	 all	 the	 above‐mentioned	
criteria.	This	species	presented	a	high	concentration	level	in	the	aboveground	parts	(about	
300	µg	g‐1),	with	a	translocation	factor	of	1.53		0.09	(Figure	V.2.),	and	a	high	accumulation	






The	 case	 of	 arsenic	 accumulation	 in	 C.	 telephiifolia	 is	 notable.	 Its	 accumulation	
factor	(6.8		0.4,	Figure	V.3.)	was	much	higher	than	the	range	of	AP/S	values	for	arsenic	




the	 lowest	 total	 arsenic	 concentration	 from	 polluted	 soils	 and	 the	 highest	 arsenic	
bioavailability	 factor	 (R/S	 ratio	 =	 4.4		 0.2,	 Figure	 V.1.).	 This	 fact	made	 us	 suspect	 that	
C.	telephiifolia	might	 have	 solubilized	 arsenic	 from	 soil,	making	 it	more	 bioavailable	 for	
uptake,	and	therefore	reducing	the	arsenic	concentration	level	in	soil.	
On	the	other	hand,	the	species	D.	thapsi	has	been	previously	reported	as	cadmium	
and	 zinc	 accumulator	 (Moreno-Jiménez et al., 2009).	 This	 fact	 was	 not	 observed	 in	 this	
research,	 but	 the	 behavior	 shown	 by	 this	 species	 was	 worthy	 of	 attention.	 Although	
D.	thapsi	 presented	 the	 highest	 cadmium	 concentration	 level	 found	 in	 plants,	 cadmium	
translocation	 was	 not	 observed.	 This	 species	 also	 showed	 the	 highest	 copper	 and	 zinc	
contents,	as	well	as	high	arsenic,	chromium	and	lead	concentration	levels	in	aboveground	
parts,	 together	with	 translocation	 factors	higher	 than	1	 for	 these	elements	 (Figure	V.2.).	
However,	 taking	 into	 account	 that	 the	 accumulation	 factors	 were	 very	 low	 (<1	 for	
chromium	 and	 <0.1	 for	 arsenic,	 copper,	 lead	 and	 zinc;	 Figure	 V.3.),	 it	 could	 not	 be	
considered	 an	 accumulator	 plant.	 According	 to	Alvarenga et al. (2004),	 low	 accumulation	
factors	may	be	due	to	the	saturation	of	metal	uptake	when	internal	concentrations	were	
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In	 the	 present	 chapter,	 the	 results	 obtained	 in	 the	 application	 of	 the	 arsenic	
speciation	methods	developed	to	edible	marine	algae	and	terrestrial	plants	are	included.	
It	has	been	divided	in	two	sections:	
‐ Firstly,	 the	 studies	 carried	 out	 on	 marine	 algae	 are	 presented.	 The	 results	
obtained	have	been	divided	in	three	subsections:	(1)	Results	for	water‐soluble	
arsenic	 species	analysis,	which	usually	 constitute	 the	most	part	of	 the	arsenic	
compounds	present	in	alga	samples,	including	stability	tests	of	total	arsenic	and	
water‐soluble	 arsenic	 species	 on	 both	 solid	 algae	 and	 their	 water	 extracts;	







water‐soluble	 arsenic	 species	 determination	 in	 terrestrial	 plants	 are	 shown,	













al., 2006).	 Marine	 algae	 are	 considered	 environmental	 bioindicators,	 as	 well	 as	 food	
products.	Therefore,	 the	knowledge	of	occurrence	of	 the	predominant	arsenic	 species	 in	
this	kind	of	samples	has	a	double	interest.		
VI.1.1	 Determination	 of	 water‐soluble	 arsenic	 species	 in	 alga	
samples	
Water‐soluble	arsenic	species	determination	in	food	products	is	relevant	because	
the	 most	 toxic	 arsenic	 species	 are	 included.	 In	 marine	 algae,	 arsenosugar	 compounds,	
which	are	considered	to	be	probably	non‐toxic	(Sakurai et al., 1997; Francesconi et al., 2002a; 
Feldmann and Krupp, 2011),	have	been	reported	to	be	the	most	abundant	species	(Karthikeyan 
and Hirata, 2004).	 However,	 some	 algae	 are	 known	 to	 contain	 high	 percentages	 of	 the	
potentially	 toxic	 inorganic	 arsenic	 (Phillips, 1990).	 Therefore,	 information	 about	 the	
distribution	 and	 concentration	 of	 the	 arsenic	 species	within	 algae	will	 not	 only	 help	 to	
understand	how	algae	 transform	and	metabolize	 arsenic,	but	 is	 also	necessary	 to	assess	
the	 risk	 associated	 with	 the	 entry	 of	 arsenic	 into	 the	 wildlife	 and	 human	 food	 chains	
(Quaghebeur et al., 2003).	
VI.1.1.1	Preliminary	studies by	HPLC‐ICP‐AES	and	HPLC‐HG‐ICP‐AES	
Arsenic	 speciation	 analyses	 in	 alga	 samples	 were	 initially	 carried	 out	 by	 anion	
exchange	 HPLC‐ICP‐AES	 (procedure	 described	 in	 Chapter	 III,	 section	 III.4.5.3),	 for	 the	
determination	 of	 the	 most	 toxic	 arsenic	 species	 (As(III),	 As(V),	 MMA	 and	 DMA).	
The	 extraction	 method	 based	 on	 ultrasonic	 probe	 sonication	 previously	 developed	
(Chapter	III,	section	III.4.5.1)	was	applied	to	the	material	Bioma‐6	(Chlorella	vulgaris)	and	
the	commercial	alga	sample	Hijiki	(Hizikia	fusiformis),	with	total	arsenic	concentrations	of	
(39	±	3)	 and	 (88	 ±	 6)	 µg	 g−1,	 respectively	 (procedure	 described	 in	 Chapter	 III,	 section	
III.4.2).	 The	 extraction	 efficiencies,	 calculated	 as	 the	 ratio	 between	 the	 total	 arsenic	
extracted	 and	 the	 total	 arsenic	 concentrations	 present	 in	 samples,	 and	 expressed	 as	
percentage,	were	(64		3)	and	(69		4)%	for	Chlorella	and	Hijiki,	respectively.	Therefore,	
the	extraction	efficiencies	by	UPS	were	very	similar	 to	 those	obtained	 for	 the	CRM	NIES	

















method.	 The	 As(V)	 species	 concentrations	 in	 Hijiki	 and	 Chlorella	 were	 (46	 ±	 2)	 and	
(9	±	1)	µg	 g‐1,	 respectively,	 whereas	 the	 DMA	 species	 concentration	 in	 Chlorella	 was	
(13	±	1)	µg	g‐1.	 It	 is	remarkable	that	concentrations	of	the	species	found	in	Chlorella	alga	
were	 lower	 than	 LODs	 of	 the	 method	 (Table	 IV.14.).	 Thus,	 they	 must	 be	 considered	
estimated	values.	However,	in	these	hyphenated	techniques,	LODs	are	calculated	from	the	
lowest	 arsenic	 concentration	 per	 species	 standard	 used	 in	 the	 calibration	 curve	
(0.250	mg	L‐1,	which	corresponded	to	31.25	g	g‐1,	for	0.2	g	of	sample	and	a	final	volume	of	
25	 mL),	 since	 it	 was	 not	 possible	 to	 distinguish	 the	 blank	 signal	 from	 the	 baseline.	




in	 the	 extract	 injected	 into	 the	 column,	 were	 75	 and	 88%	 for	 Hijiki	 and	 Chlorella,	
respectively.	Therefore,	 the	 sample	matrix	 seems	 to	be	an	 important	aspect	 to	 consider,	
because	it	may	cause	the	retention	of	part	of	the	arsenic	extracted	on	the	HPLC	column,	for	
example	macromolecules	 such	 as	 arsenic	 bound	 to	water	 soluble	 proteins	 (Řezanka and 
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Sigler, 2008),	 although	 smaller	 than	 10	 kDa.	 Another	 explanation	 for	 this	 might	 be	 that	
arsenic	species	are	present	at	concentration	levels	lower	than	LODs	of	the	HPLC‐ICP‐AES	
method.	
From	 the	 results	 obtained,	 it	 can	 be	 concluded	 that	 the	 use	 of	 HPLC	 coupled	 to	
ICP‐AES	is	adequate	for	arsenic	speciation	in	algae	containing	relative	high	arsenic	species	
concentration	levels.		
Better	 results,	 in	 terms	 of	 extraction	 efficiencies,	 were	 obtained	 by	 the	 MAE	
method	developed	later	(procedure	described	in	Chapter	III,	section	III.4.5.1),	as	well	as	in	
terms	 of	 sensitivity,	 by	 the	 anion	 exchange	 HPLC‐HG‐ICP‐AES	 determination	 method	
optimized	(procedure	described	in	Chapter	III,	section	III.4.5.3).	
The	 extraction	 efficiencies	 obtained	 by	 the	 MAE	 method	 were	 (88	 	 5)	 and	
(85		5)	%	 for	Hijiki	 and	 Chlorella,	 respectively.	 Therefore,	 a	 substantial	 increase	 in	 the	
arsenic	extraction	efficiency	was	obtained	with	MAE,	comparing	it	with	the	UPS	method,	
similarly	as	for	Sargasso	material,	which	was	quantitative	((98	±	5)%,	from	Table	IV.13.).	















Species	 quantification	 by	 HPLC‐HG‐ICP‐AES	 was	 carried	 out	 by	 both	 external	
calibration	 and	 standard	 additions	 methods.	 The	 statistical	 comparison	 between	 the	
calibration	slopes	obtained	by	both	methods,	at	 the	95%	confidence	level,	confirmed	the	















(%)b	As(III)	 DMA MMA	 As(V)	
Hijiki	 77	±	3 88	±	5	 n.d. n.d. n.d. 62	±	2 80	±	3	
Chlorella	 33	±	5 85	±	5	 6.1	±	0.4 15	±	2 2.2	±	0.3 11.8	±	0.5 106	±	9	
a	 Calculated	 as	 the	 ratio	 between	 the	 total	 As	 extracted	 and	 the	 total	 As	 concentrations	
obtained	after	microwave	digestion	of	alga	samples	((88	±	6)	and	(39	±	3)	µg	g−1,	for	Hijiki	and	
Chlorella,	respectively).	









higher	 than	 LODs	 of	 the	 HPLC‐HG‐ICP‐AES	 method	 (Table	 IV.14.),	 although	 the	 MMA	
concentration	 was	 lower	 than	 the	 corresponding	 LOQ.	 Therefore,	 this	 concentration	
should	be	considered	an	indicative	value.	
Column	recoveries	obtained	are	also	shown	in	Table	VI.1.,	and	were	80	and	106%	
for	 Hijiki	 and	 Chlorella,	 respectively.	 Therefore,	 the	 column	 recovery	 for	 Hijiki	was	 not	
quantitative,	 similarly	 as	 for	 Sargasso	 material	 (about	 64%).	 Several	 causes	 could	
contribute	 to	 this	 fact.	On	 the	one	hand,	 the	arsenic	 species	studied	might	be	present	 in	
this	alga	at	concentration	levels	lower	than	LODs	of	the	method	used.	On	the	other	hand,	
other	 water‐soluble	 arsenic	 compounds,	 different	 to	 those	 studied	 and	 which	 do	 not	
generate	hydrides,	might	be	present	 at	 low	 concentration	 levels,	 because	 they	were	not	
detected	 by	 HPLC‐ICP‐AES	 (as	 it	 is	 shown	 in	 Figure	 VI.1.),	 or	 be	 retained	 on	 the	 HPLC	
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column	 (Řezanka and Sigler, 2008).	 However,	 in	 the	 case	 of	 Chlorella	 alga,	 all	 the	 arsenic	
extracted	was	identified	as	species,	which	confirm	the	capability	of	the	developed	method	
for	 the	 determination	 of	 the	 four	 toxic	 arsenic	 species	 studied,	 although	 it	 presents	 the	
limitation	of	sensibility	of	the	detection	system	used.	
VI.1.1.2	 Water‐soluble	 arsenic	 species	 determination	 in	 edible	 algae	 by	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	
The	 water	 extracts	 of	 alga	 samples	 were	 analyzed	 for	 the	 determination	 of	
water‐soluble	 arsenic	 species	 by	 both	 anion	 and	 cation	 exchange	 HPLC	 coupled	 to	
(UV)‐HG‐AFS	(procedures	described	in	Chapter	III,	section	III.4.5.4).	Only	two	of	the	three	
samples	included	in	the	preliminary	studies	were	analyzed,	the	CRM	NIES	No.9	Sargasso	
(results	 shown	 in	 Chapter	 IV,	 as	 application	 of	 developed	method,	 in	 Figure	 IV.12.	 and	
Table	IV.15.)	and	Hijiki	alga	(a	new	commercial	package).	The	material	Bioma‐6	(Chlorella	
vulgaris)	 was	 not	 included	 due	 to	 the	 unavailability	 of	 new	 amounts	 of	 sample.	 The	
samples	analyzed	were	nine	 commercially	available	edible	marine	algae	 from	 Japan	and	
Spain,	 together	with	 three	marine	algae	 from	France,	which	have	been	characterized	 for	
arsenic	and	heavy	metal	contents	in	the	previous	chapter	(Table	V.1.).	
Figure	VI.3.	 shows,	as	examples,	 the	chromatograms	obtained	by	anion	exchange	
HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 for	 the	 water	 extracts	 of	 the	 brown	 algae	 Fucus	 from	 France	
(Figure	VI.3.A),	 Sea	 spaghetti	 from	 Spain	 (Figure	 VI.3.B)	 and	 Hijiki	 from	 Japan	
(Figure	VI.3.C),	as	well	as	of	the	red	alga	Nori	from	Japan	(Figure	VI.3.D).	





dead	 volume	of	 the	 anion	 exchange	method	 (for	AsB,	 TMAO	and	TETRA).	 This	 fact	was	
confirmed	 by	 cation	 exchange	 chromatography	 (chromatograms	 not	 shown).	 Therefore,	
















































































































Concentrations	 of	 the	 arsenic	 species	 found	 in	 the	 water	 extracts	 of	 the	 alga	




from	 Chapter	 V,	 Table	 V.1.),	 as	 well	 as	 arsenic	 extraction	 efficiencies,	 calculated	 as	 the	
ratio	of	total	arsenic	in	the	water	extracts	to	total	arsenic	in	the	algae.	
Arsenic	extraction	efficiencies	ranged	 from	49	 to	93%	for	 Japanese	Wakame	and	





samples,	depending	on	the	particular	alga	species	(McSheehy et al., 2003).	On	the	other	hand,	
the	 arsenic	 fraction	 not	 extracted	 with	 water	 could	 correspond	 to	 arsenic	 bound	 to	
compounds	 such	 as	 lipids,	which	might	 account	 for	 up	 to	 50%	 of	 total	 arsenic	 in	 algae	
(Francesconi, 2003).	
From	the	speciation	analysis	results,	As(V)	was	found	in	all	alga	samples	analyzed	
(2‐77	 µg	 g‐1),	 with	 the	 exception	 of	 both	 Nori	 algae,	 and	 represents	 between	
8‐84%	of	total	arsenic	extracted.	In	fact,	As(V)	was	the	predominant	species	in	six	of	the	
ten	 brown	 alga	 samples	 analyzed. Therefore,	 the	 two	 red	 algae	 Nori	 are	 the	 only	 alga	
samples	between	those	studied	where	As(V)	was	not	detected	(Figure	VI.3.D),	which	is	in	
agreement	with	Wei et al. (2003),	who	did	not	detect	As(V)	in	the	water/methanol	extracts	
of	different	Porphyra	algae	originating	from	China.	However,	a	relation	between	the	alga	
division	 (brown	 or	 red)	 and	 the	 presence	 of	 As(V)	 cannot	 be	 established	 since	 some	
authors	 have	 reported	 its	 presence	 in	 families	 different	 from	 Porphyra,	 such	 as	
Laurencia	sp.,	Ceramium	 sp.	 and	Polisyphonia	 sp.,	 belonging	 to	 Rhodophyta	 alga	 division	




















(%)c	g	g‐1)a	 DMA	 As(V)	 Gly‐sug	 PO4‐sug	 SO3‐sug	 SO4‐sug	
Arame Japan	 26	±	1	 20	±	2 77	±	8 0.48	±	0.04 7.0	±	0.1	 1.5	±	0.1 2.04	±	0.01 n.d. n.d. 55	±	5	
Fucus France	 47	±	2	 36	±	2 76	±	5 0.55	±	0.07 11	±	1	 2.6	±	0.1 0.8	±	0.1 0.6	±	0.1 7.2	±	0.1 63	±	4	
Sea	spaghetti Spain	 24	±	2	 18	±	2 75	±	9 n.d. 2.0	±	0.1	 4.5	±	0.4 0.11	±	0.01 4.2	±	0.9 n.d. 60	±	8	
Hijiki Japan	 98	±	5	 72	±	1 73	±	4 0.44	±	0.06 50.3	±	0.4	 1.05	±	0.03 0.4	±	0.1 0.7	±	0.1 2.7	±	0.4 77	±	1	
Kombu	
France	 42	±	5	 39	±	2 93	±	9 0.40	±	0.04 24	±	1	 3.1	±	0.2 4.04	±	0.04 n.d. n.d. 81	±	5	
Japan	 97	±	6	 72	±	2 74	±	5 0.36	±	0.03 32	±	3	 4.7	±	0.3 22	±	1 n.d. n.d. 82	±	5	
Spain	 46	±	4	 40	±	2 87	±	9 n.d. 11	±	2	 11	±	3 1.9	±	0.3 n.d. n.d. 60	±	9	
Laminaria France	 126	±	5	 92	±	2 73	±	3 n.d. 77	±	3	 10.2	±	0.7 3.5	±	0.1 n.d. n.d. 99	±	4	
Wakame	 Japan	 37	±	2	 18	±	3 49	±	8 0.025	±	0.007 4.5	±	0.3	 2.68	±	0.03 10.10	±	0.05 n.d. n.d. 96	±	16	
Spain	 37	±	1	 27	±	3 73	±	8 n.d. 2.2	±	0.1	 14.3	±	0.2 1.5	±	0.1 n.d. n.d. 67	±	7	
Nori	 Japan	 23	±	3	 14	±	2 61	±	9 0.064	±	0.005 n.d.	 1.02	±	0.07 13	±	1 n.d. n.d. 101	±	16	








Regarding	 arsenosugars,	 Gly‐sug	 and	 PO4‐sug	 were	 found	 in	 all	 alga	 samples	
analyzed,	 whereas	 SO3‐sug	 and	 SO4‐sug	 were	 detected	 only	 in	 a	 few	 samples.	 Gly‐sug	
concentrations	ranged	from	1.02	to	14.3	µg	g‐1	(1.5‐53%	of	total	As	extracted),	being	the	
predominant	species	in	the	Spanish	Wakame,	as	well	as	one	of	the	major	arsenic	species	
found	 in	 the	 others	 brown	 Spanish	 algae	 (Sea	 spaghetti	 and	 Kombu).	 In	 the	 case	 of	
PO4‐sug,	concentrations	ranged	from	0.11	to	22	µg	g‐1	(0.6‐93%	of	total	As	extracted)	and	
it	 is	 the	 major	 species	 in	 the	 Japanese	 Wakame,	 as	 well	 as	 in	 both	 Nori	 samples.	 The	
arsenic	 species	 SO3‐sug	 was	 only	 detected	 in	 Fucus	 (Figure	 VI.3.A),	 Sea	 spaghetti	
(Figure	VI.3.B)	 and	 Hijiki	 (Figure	 VI.3.C)	 samples,	 each	 one	 from	 different	 origins,	 at	
concentration	 levels	 between	 0.6	 and	 4.2	 µg	 g‐1	 (1‐23%	 of	 total	 As	 extracted).	 Finally,	





Japanese	 sample,	 as	 it	 is	 shown	 in	 Figure	 IV.3.D),	 PO4‐sug	 being	 the	 major	 species,	
followed	by	Gly‐sug,	as	it	was	reported	by	Wei et al. (2003).	In	the	case	of	brown	algae,	toxic	




The	 values	 obtained	 for	 column	 recoveries	 ranged	 between	 55	 and	 101%,	
depending	on	the	alga	species	and	their	origin.	The	lowest	column	recovery	was	found	for	
the	Arame	alga,	which	presented	only	26	g	g‐1	of	total	arsenic	and	an	extraction	efficiency	
of	 77%;	whereas	 the	 Laminaria	 alga,	 containing	 the	 highest	 total	 arsenic	 concentration	
(126	 g	 g‐1)	 but	 similar	 extraction	 efficiency	 (73%),	 showed	 a	 quantitative	 column	
recovery	(99%).	Therefore,	a	relation	between	the	column	recovery	and	the	total	arsenic	
concentration	 in	 seaweed,	 as	well	 as	with	 the	 extraction	 efficiency,	was	 not	 found.	 The	
matrix	 composition	 is	 a	 determinant	 factor	 in	 the	 global	 efficiency	 of	 any	 analytical	
method,	 even	 between	 samples	 of	 similar	 nature,	 such	 as	 algae,	 due	 to	 the	 great	
morphological	variability	and	structural	complexity	between	different	species,	as	well	as	
the	 environmental	 conditions	 under	 which	 they	 grew,	 so	 that	 chemical	 differences	
between	them	are	related	to	the	substances	present	and	the	chemical	composition	of	the	
cell	walls	(Rubio et al., 2010).	Low	column	recoveries	could	indicate	the	presence	of	water‐
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soluble	 species	 different	 from	 those	 studied,	 which	 cannot	 be	 detected	 with	 the	
chromatographic	separations	used,	such	as	arsenic	species	present	at	concentration	levels	
lower	than	the	 limits	of	detection	of	 the	methods,	or	arsenic	species	that	are	not	able	 to	
elute	 from	 the	analytical	 column,	 for	example	macromolecules	 such	as	 arsenic	bound	 to	
water	 soluble	 proteins	 (Řezanka and Sigler, 2008),	 because	 of	 any	 unknown	 peak	 was	
detected	in	the	chromatograms.	
The	 comparison	 between	 arsenic	 species	 found	 in	 the	 same	 alga	 species	 from	
different	 origins	 is	 interesting.	 In	 both	Nori	 samples,	 a	 similar	 pattern	 can	be	 observed,	
since	PO4‐sug	was	the	major	species	(80	and	93%	of	total	arsenic	extracted	in	Nori	from	
Spain	 and	 Japan,	 respectively)	 and	 the	 other	 arsenosugar	 found	 in	 both	 samples	 was	




Japanese	 and	 Spanish	 Nori,	 respectively).	 Therefore,	 most	 of	 the	 arsenic	 extracted	 was	
identified	as	species	in	Nori	samples.	
On	 the	 other	 hand,	 different	 patterns	 were	 observed	 for	 Kombu	 and	 Wakame	
samples	 from	 different	 origins.	 In	 the	 case	 of	 Wakame,	 different	 extraction	 efficiencies	
were	 found	 in	 Japanese	 and	 Spanish	 samples	 (about	 50	 and	70%,	 respectively),	 despite	
the	same	total	arsenic	concentrations	present	(37	µg	g‐1).	Regarding	arsenic	species,	As(V),	
Gly‐sug	and	PO4‐sug	were	detected	in	both	samples,	but	DMA	was	again	only	detected	in	
the	 Japanese	 alga.	 However,	 the	 most	 remarkable	 difference	 is	 about	 the	 predominant	




Wakame	 (96%),	 but	 it	 was	 considerably	 lower	 in	 the	 Spanish	 sample	 (67%).	 This	 fact	
could	be	related	with	the	higher	extraction	efficiency	found	in	the	Spanish	alga,	since	the	
sum	 of	 arsenic	 concentrations	 found	 as	 species	 were	 similar	 for	 both	 samples	 (about	
18	µg	g‐1).	 Therefore,	 part	 of	 the	 water	 soluble	 arsenic	 species	 in	 the	 Spanish	Wakame	
could	not	be	identified	with	the	method	used.	
Regarding	Kombu,	As(V),	Gly‐sug	and	PO4‐sug	were	detected	in	all	three	algae,	and	






and	 44%	 of	 total	 arsenic	 extracted,	 respectively,	 whereas	 in	 Spanish	 Kombu	 the	 same	
concentration	 levels	 were	 found	 for	 As(V)	 and	 Gly‐sug	 (about	 28%	 of	 total	 arsenic	
extracted).	 In	 fact,	 different	 distribution	 of	 arsenosugars	was	 found	 in	 all	 three	 Kombu	
samples:	Gly‐sug	and	PO4‐sug	concentration	levels	were	similar	in	French	Kombu	(8	and	
10%	 of	 total	 arsenic	 extracted,	 respectively),	 whereas	 PO4‐sug	 concentration	 was	
considerably	higher	in	Japanese	Kombu	(30%	of	total	arsenic	extracted)	and	Gly‐sug	was	
the	 predominant	 arsenosugar	 in	 Spanish	 Kombu	 (28%	 of	 total	 arsenic	 extracted).	
Considering	 total	 arsenic	 concentrations,	 French	 and	Spanish	 samples	presented	 similar	
levels	 (about	 45	 µg	 g‐1),	 but	 it	was	 approximately	 two	 times	 higher	 in	 Japanese	Kombu	
(97	µg	g‐1).	This	higher	total	arsenic	concentration	was	reflected	in	a	considerable	increase	
in	PO4‐sug	concentration,	which	was	about	 five	and	ten	times	higher	than	 in	French	and	




In	 conclusion,	 toxic	 arsenic	 species	 were	 detected	 in	 all	 brown	 algae	 analyzed,	
especially	as	As(V),	representing	between	6	and	51%	of	the	total	arsenic	present	in	algae,	
whereas	low	DMA	concentration	levels	were	found	in	four	brown	(0.1‐1.8%)	and	one	red	
(0.3%)	 algae.	 Regarding	 arsenosugars,	 Gly‐sug	 and	 PO4‐sug	 were	 found	 in	 all	 algae	
analyzed,	representing	1‐39%	and	0.4‐59%,	respectively,	of	the	total	arsenic	present,	but	
SO3‐sug	and	SO4‐sug	were	detected	only	 in	 a	 few	samples	 (between	0.7	 and	18%	of	 the	
total	arsenic).	In	addition,	differences	found	between	the	same	algal	species	from	different	
origins	 were	 more	 pronounced	 for	 brown	 than	 red	 algae	 (although	 it	 is	 necessary	 to	
consider	 the	 higher	 number	 of	 brown	 algae	 analyzed),	 and	 were	 more	 noticeable	 for	
arsenic	species	concentration	levels	than	species	identified.	On	the	other	hand,	regarding	
origin	influence	and	independently	of	the	alga	species,	it	is	remarkable	that	in	all	Japanese	
algae,	 the	 species	 DMA	 was	 detected	 and	 As(V)	 was	 the	 predominant	 arsenic	 species,	
except	 for	 Japanese	Wakame	and	Nori.	From	all	 three	French	algae	analyzed,	As(V)	was	
also	 the	major	 species,	 and	 DMA	was	 detected	 in	 two	 of	 them.	 However,	 arsenosugars	
were	the	species	predominant	in	Spanish	algae,	and	DMA	was	not	detected	in	any	of	them.	
It	 was	 not	 possible	 to	 establish	 a	 relation	 between	 the	 predominance	 of	 toxic	 arsenic	
species	 and	 total	 concentration	 level	 in	 alga	 samples,	 since	 As(V)	 was	 found	 to	 be	 the	
major	 arsenic	 species	 in	 the	 most	 of	 Japanese	 and	 all	 French	 brown	 algae	 analyzed,	
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independently	 of	 total	 arsenic	 concentration	 levels	 present.	 Regarding	 arsenosugars	





The	 achievement	 of	 reliable	 results	 in	 speciation	 analysis	 requires	 not	 only	
sensitive	 techniques	 but	 also	 sureness	 of	 species	 stability.	 Therefore,	 it	 is	 necessary	 to	






However,	 there	 is	 no	 general	 agreement	 on	 these	 procedures,	 mainly	 because	 arsenic	
species	 stability	 depends	 on	 the	 sample	matrix,	 the	 concentration	 level	 and	 the	 sample	
treatment	procedure,	so	it	is	necessary	to	assess	the	arsenic	species	stability	for	each	case.	
The	 stability	 Rx,	 expressed	 as	 a	 percentage,	 was	 evaluated	 as	 the	 ratio	 of	 the	
average	of	three	concentration	measurements	made	under	each	storage	condition	(Cx)	to	
the	mean	value	(Cref)	of	ten	different	measurements	made	at	reference	time	(t	=	0	days),	as	
follows	(Segura et al., 2000; Moreno et al., 2002):	
ܴ௫ ൌ 	 ஼ೣ஼ೝ೐೑ 	ൈ 	100	 	 	 eq.VI.1	
	
The	uncertainty	Ux	of	the	ratio	Rx	was	obtained	from	the	coefficient	of	variation	of	
each	set	of	measurements	according	to	the	following	expression	(Segura et al., 2000; Moreno 
et al., 2002):	










conclude	the	species	stability	(Segura et al., 2000; Moreno et al., 2002).	





Preliminary	 arsenic	 species	 stability	 tests	were	 carried	out	by	HPLC‐HG‐ICP‐AES	
for	 the	As(V)	 species.	 It	was	not	possible	 to	perform	 these	 studies	on	 the	Chlorella	 alga	
(containing	As(III),	DMA	and	MMA	species	as	well),	due	to	the	unavailability	of	the	sample	
amount	 needed	 for	 this	 kind	 of	 studies.	 However,	 since	 As(V)	 was	 the	 only	 species	
detected	in	both	samples,	stability	studies	were	performed	again	in	Hijiki	alga	(a	different	
commercial	package)	by	HPLC‐(UV)‐HG‐AFS,	because	this	technique	allowed	us	to	identify	
five	 arsenic	 compounds	 more,	 which	 were	 DMA	 and	 the	 arsenosugars	 Gly‐,	
PO4‐,	 SO3‐	 and	 SO4‐sug.	 It	 was	 not	 possible	 to	 carry	 out	 the	 corresponding	 studies	 by	




















































The	 results	 obtained	 allowed	 us	 to	 conclude	 that	 the	 As(V)	 species	 was	 stable	
when	the	samples	were	stored	in	polystyrene	containers	at	+20	°C,	 for	at	 least	one	year,	
without	 any	 differences	 between	 lyophilized	 and	 dry	 samples.	 Therefore,	 the	 storage	 of	
solid	alga	samples	could	be	carried	out	without	any	special	consideration,	in	polystyrene	
containers	at	+20	°C.	
Arsenic	 species	stability	was	subsequently	assessed	 in	 the	dry	Hijiki	alga	 sample	




concentration	 values,	 Cref	 (t	 =	 0	 days,	 n	 =	 10)	 used	 in	 the	 stability	 test,	 of	 the	 arsenic	
species	 As(V),	 DMA,	 Gly‐sug,	 PO4‐sug,	 SO3‐sug	 and	 SO4‐sug	 for	 Hijiki	 sample	 were	
(50.9	±	0.8),	 (0.50	 ±	 0.05),	 (1.17	 ±	 0.04),	 (0.5	 ±	 0.1),	 (0.6	 ±	 0.1)	 and	 (2.4	 ±	 0.2)	 µg	 g‐1,	
respectively.	 The	 results	 obtained	 in	 the	 dry	 alga	 Hijiki	 after	 1,	 7,	 15,	 30,	 90,	 180	 and	
365	days	of	storage	are	shown	in	Figure	VI.6.	
	 	


















































































































	 Stability	 studies	 of	 total	 arsenic	 and	 arsenic	 species	 in	 water	 extracts	 were	
performed	following	the	experimental	procedure	described	in	Chapter	III,	section	III.4.6.3.	
The	 storage	 conditions	 evaluated	 were	 two	 temperatures	 (‐18	 and	 +4	 °C)	 and	 two	
different	containers	(amber	glass	and	polystyrene),	maintaining	the	samples	 in	the	dark.	
The	 temperature	 of	 +20	 °C	was	 excluded	 in	 order	 to	 avoid	 the	microbiological	 activity,	




the	water	 extracts	were	 (94	±	 5)	 and	 (72	±	 4)	 µg	 g‐1,	 for	 the	 Sargasso	material	 and	 the	
Hijiki	alga,	respectively.	Figure	VI.7.	shows	the	results	obtained	for	total	arsenic	stability	in	




at	 +4	 °C	 in	 both	 kind	 of	 containers,	 was	 stable	 for	 at	 least	 15	 days,	 in	 spite	 of	 the	





Total	 arsenic	 losses	 observed	 in	 the	 water	 extracts	 from	 the	 Sargasso	 material,	
stored	 in	 glass	 containers	 at	 ‐18	 °C,	 could	 be	 associated	 with	 interactions	 with	 the	
container	material	by	adsorption	processes	or	precipitation	of	arsenic	compounds,	which	
were	not	 reversed	on	melting	 (Gómez-Ariza et al., 2000a).	 Since	 total	 arsenic	 losses	were	
not	 observed	 at	 +4	 °C,	 the	 storage	 temperature	 seems	 to	 be	 a	 factor	 to	 consider.	 The	
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species,	 in	 the	 preliminary	 studies	 performed	 by	 HPLC‐HG‐ICP‐AES.	 Reference	
concentration	values,	Cref	(t	=	0	days,	n	=	10)	used	in	the	stability	test,	of	As(V)	species	for	
Sargasso	and	Hijiki	water	extracts,	were	(72	±	4)	and	(62	±	7)	µg	g‐1,	respectively.	
Figure	 VI.8.	 shows	 the	 results	 obtained	 for	 As(V)	 species	 stability	 in	 the	 water	
extracts	of	CRM	NIES	No.	9	Sargasso	and	Hijiki	after	1,	4,	7,	10	and	15	days	of	storage.	
The	 results	 obtained	 for	 Sargasso	 extracts	 (Figure	 VI.8.A)	 showed	 that	 As(V)	
species	 remained	 stable	 for	 at	 least	 15	 days	 when	 extracts	 were	 stored	 in	 polystyrene	
containers	 at	 both	 temperatures	 tested.	 However,	 in	 amber	 glass	 containers,	 As(V)	
remained	stable	at	‐18	°C,	whereas	significant	losses	were	observed	at	+4	°C	after	10	days	
of	 storage.	 Therefore,	 a	 relation	between	 the	 stability	 of	 total	 arsenic	 and	As(V)	 species	
present	in	Sargasso	extracts	stored	in	glass	containers	was	not	found.	Total	arsenic	losses	
observed	 at	 ‐18	 °C	 and	 As(V)	 species	 stability	 at	 this	 same	 temperature	 could	 be	
associated	with	precipitation	or	adsorption	processes	of	arsenic	species	different	to	those	
found	(Gómez-Ariza et al., 2000a).	On	the	other	hand,	As(V)	species	instability	observed	at	
+4	°C	cannot	be	related	to	similar	processes,	due	to	total	arsenic	stability	observed	under	
these	conditions.	Furthermore,	since	no	new	peak	was	detected	in	the	chromatograms	by	
HPLC‐ICP‐AES	 and	 HPLC‐HG‐ICP‐AES,	 a	 species	 transformation	 cannot	 be	 confirmed.	
However,	 As(V)	 species	 instability	 is	 coincident	 with	 the	 extract	 decomposition,	 so	 a	
fraction	of	 this	species	 is	 likely	 to	be	 transformed	or	captured	as	a	complex	 form,	which	
can	be	retained	in	any	step	of	the	chromatographic	method,	or	simply	not	detected	by	the	
analytical	technique	used	in	this	preliminary	study.	
Regarding	Hijiki	 extracts	 (Figure	VI.8.B),	 the	 results	 obtained	 showed	 that	As(V)	
species	remained	stable	for	at	least	15	days	at	both	temperatures	tested	and	in	both	types	
of	 containers.	As	previously	commented,	 the	differences	observed	between	 the	Sargasso	
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The	 new	 arsenic	 species	 detected	 in	 the	 Hijiki	 water	 extract	 was	 assigned	 to	
As(III),	 which	 was	 found	 in	 the	 extracts	 stored	 in	 both	 amber	 glass	 and	 polystyrene	
containers	in	a	concentration	about	(3.4	±	1.5)	µg	g‐1	and	was	stable	for	the	remaining	time	
of	 the	 study.	 The	 appearance	 of	 the	 As(III)	 species	 cannot	 be	 the	 result	 of	 the	 As(V)	




The	 stability	 of	 the	 arsenic	 species	 present	 in	 the	Hijiki	water	 extracts	was	 also	
evaluated	by	HPLC‐(UV)‐HG‐AFS,	under	the	same	conditions	as	in	the	preliminary	stability	
studies.	The	As(V)	species	was	 included	 in	 the	 test	again,	because	 the	Hijiki	 sample	was	
from	a	different	commercial	package.	The	reference	concentration	values,	Cref	(t	=	0	days,	
n	=	10),	of	the	arsenic	species	As(V),	DMA,	Gly‐sug,	PO4‐sug,	SO3‐sug	and	SO4‐sug	found	in	
the	 Hijiki	 water	 extract	 were	 (50.9	 ±	 0.8),	 (0.50	 ±	 0.05),	 (1.17	 ±	 0.04),	 (0.5	 ±	 0.1),	
(0.6	±	0.1)	and	(2.4	±	0.2)	µg	g‐1,	respectively.	The	results	obtained	for	the	stability	of	these	
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The	 results	 obtained	 for	 the	 Hijiki	 water	 extract	 showed	 that	 the	 species	 As(V)	
(Figure	VI.10.),	Gly‐sug	(Figure	VI.12.)	and	SO4‐sug	(Figure	VI.15.)	remained	stable	for	at	
least	15	days,	when	extracts	were	stored	at	both	temperatures	tested	and	in	both	types	of	




The	 instability	 observed	 for	 DMA,	 PO4‐sug	 and	 SO3‐sug	 species	 cannot	 be	
associated	 to	precipitation	or	adsorption	processes	of	 these	 species,	due	 to	 total	arsenic	
stability	 observed	 under	 storage	 conditions,	 which	 was	 confirmed	 because	 the	 Hijiki	
sample	was	from	a	different	commercial	package	(data	not	shown	because	no	differences	
were	observed	from	the	preliminary	studies).	On	the	other	hand,	species	transformations	
cannot	 be	 confirmed	 since	 the	 chromatographic	 analysis	 by	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 did	 not	
show	 the	 presence	 of	 new	 arsenic	 species.	 However,	 it	 must	 be	 considered	 that	
approximately	 the	 20%	 of	 the	 arsenic	 present	 in	 the	 Hijiki	 water	 extract	 could	 not	 be	
identified,	so	that	it	is	possible	that	a	fraction	of	these	species	is	transformed	or	captured	
as	 a	 complex	 form,	which	 can	 be	 retained	 in	 any	 step	 of	 the	 chromatographic	method.	
Furthermore,	 the	 instability	 of	 DMA,	 PO4‐sug	 and	 SO3‐sug	 is	 coincident	with	 the	 lowest	













inorganic	 arsenic	 (As(V))	 present	 in	 seawater	 (Francesconi and Edmonds, 1997).	 Although	
most	of	the	arsenic	compounds	identified	so	far	have	been	water‐soluble	species,	the	early	
work	 on	 arsenic	 marine	 chemistry	 focused	 on	 lipid‐soluble	 compounds,	 so	 called	
arsenolipids	 (Lunde, 1973; Cooney et al., 1978; Wrench and Addison, 1981).	 However,	 the	
identification	of	these	kinds	of	compounds	proved	difficult,	and	it	was	not	until	1988	that	
an	 arsenolipid	 was	 first	 rigorously	 characterized	 and	 identified	 as	 an	 arsenosugar‐
containing	 phospholipid	 (Morita and Shibata, 1988).	 Subsequently,	 the	 range	 of	 naturally	
occurring	 arsenolipids	 has	 been	 extended	with	 the	 discovery	 of	 arsenic‐containing	 fatty	
acids	 in	 fish	 oils	 (Rumpler et al., 2008)	 and	 arsenic‐containing	 hydrocarbons	 in	 fish	 oils	
(Taleshi et al., 2008), fish	liver	(Arroyo-Abad et al., 2010),	sashimi	tuna	(Taleshi et al., 2010)	and	




the	 twelve	 marine	 algae	 previously	 analyzed	 for	 water‐soluble	 arsenic	 species,	 which	






















(µg	g‐1)	 (%)c	 (µg	g‐1)	 (%)c	
Arame	 Japan	 35	±	9	 3.6	±	0.2	 10.4	±	0.6 1.4	±	0.4	 4	±	1	
Sea	spaghetti	 Spain	 23	±	1	 2.06	±	0.06 8.9	±	0.2	 0.7	±	0.1	 3.0	±	0.5	
Kombu	 Japan	 86	±	5	 4.1	±	0.2	 4.8	±	0.2	 0.47	±	0.07	 0.55	±	0.08
Spain	 46	±	2	 3.4	±	0.1	 7.4	±	0.3	 1.2	±	0.2	 2.5	±	0.4	
Wakame	 Spain	 33	±	4	 3.7	±	0.3	 11.1	±	0.8 1.2	±	0.2	 3.7	±	0.7	
Nori	 Japan	 30	±	7	 4.6	±	0.2	 15.2	±	0.8 0.56	±	0.03	 1.9	±	0.1	
Spain	 40	±	3	 3.2	±	0.2	 8.1	±	0.4	 0.79	±	0.04	 1.98	±	0.09
a	After	washing	the	CHCl3/CH3OH	extracts	with	a	1%	(w/v)	bicarbonate	solution	(Fo3).	




From	 the	 results	obtained	 for	 the	washed	extracts	 (Fo3),	 only	between	0.55	and	
4%	of	the	total	arsenic	in	alga	is	present	under	the	form	of	lipid‐soluble	compounds,	which	
includes	the	1.6%	obtained	for	Hijiki	alga	and	is	slightly	lower	than	the	6.7%	found	for	the	
Japanese	Wakame	 (Table	 IV.28.).	 Therefore,	 the	 arsenic	 present	 in	 form	of	 lipid‐soluble	
compound	was	very	low	for	all	alga	samples	studied,	below	7%.	Regarding	the	comparison	
between	 the	 results	 obtained	 for	 the	 same	 alga	 species	 from	 different	 origins,	 both	 red	





behavior	 in	 relation	 to	 their	origins.	According	 to	 these	results,	between	60	and	89%	of	
the	arsenic	extracted	by	the	chloroform/methanol	mixture	corresponded	to	water‐soluble	
arsenic	 compounds,	which	 had	 been	 extracted	 probably	 due	 to	 the	 presence	 of	 a	 polar	
solvent	 (methanol)	 in	 the	 extracting	 mixture	 and	 were	 removed	 of	 the	 extract	 by	 the	
washing	step	with	the	bicarbonate	solution.	
Half	 of	washed	 chloroform	 extracts	 (Fo3/2)	were	 purified	 by	 the	 optimized	 SPE	








is	 shown	 in	 Table	 VI.4.,	 in	 terms	 of	 SPE	 arsenic	 recovery,	 expressed	 as	 percentage	 (%),	
calculated	as	the	ratio	of	total	arsenic	in	the	10‐14	SPE	fractions	to	total	arsenic	present	in	
the	washed	chloroform	extract	(Fo3/2,	because	the	SPE	process	was	applied	to	half	of	the	













Arame	 Japan	 2.3	±	0.4	 85	±	14	 93	±	6 
Sea	spaghetti	 Spain	 0.77	±	0.08	 103	±	7	 98	±	5 
Kombu	 Japan	 0.53	±	0.09	 118	±	2 94	±	6 
Spain	 1.22	±	0.09	 98	±	10 98	±	3 
Wakame	 Spain	 1.1	±	0.2	 95	±	8 90	±	5 
Nori	 Japan	 0.33	±	0.03	 74	±	11 97	±	2 




	 From	 the	 results	 obtained,	 the	 SPE	 clean‐up	 method	 developed	 allowed	 us	 to	
remove	at	least	90%	of	the	sample	mass,	which	is	essential	to	obtain	satisfactory	ESI‐MS	
data,	with	little	loss	of	arsenic,	since	more	than	74%	of	the	lipid	arsenic	applied	on	the	SPE	
columns	were	 recovered	 in	 five	 of	 the	methanol/ammonia	 fractions	 (from	10th	 to	 14th).	
These	results	are	in	agreement	with	those	found	for	the	Japanese	Hijiki	and	Wakame	used	
in	the	optimization	studies	(SPE	As	recoveries	were	around	85%).	
Alga	extracts	 (both	pre‐	and	post‐SPE	extracts)	were	 then	analyzed	by	 reversed‐
phase	HPLC	with	simultaneous	detection	by	ICP‐MS	and	ESI‐MS	(procedure	described	in	
Chapter	 III,	 section	 III.4.7.4),	 showing	 no	 substantial	 variations	 in	 the	 chromatographic	
profiles,	 which	 was	 also	 observed	 for	 the	 Japanese	 Hijiki	 and	 Wakame	 algae	
(see	Figures	IV.23.	 and	 IV.24.).	 Figure	 VI.16.	 shows,	 as	 examples,	 the	 chromatograms	

























































































































































HPLC‐ICP‐MS	 chromatograms	 (Figure	 VI.16.)	 revealed	 the	 presence	 of	 between	
seven	 and	 ten	 arsenic‐containing	 peaks	 or	 bands,	 depending	 on	 the	 alga	 sample.	
As	previously	commented	for	Japanese	Hijiki	and	Wakame	in	the	method	development,	a	
small	 peak	 (not	 shown	 in	 the	 chromatograms),	 corresponding	 to	 polar	 arsenic	
compounds,	 was	 always	 present	 at	 the	 column	 dead	 volume	 (approximately	 2	 min),	
probably	 resulting	 from	partial	 degradation	of	 the	 arsenolipids	during	 sample	handling.	
On	 the	 other	 hand,	 the	 identification	 of	 the	 chromatographic	 peaks	 eluting	 before	 than	
20	min	was	not	possible,	so	they	remained	as	unknown	lipid‐soluble	arsenic	compounds.	
From	 the	 on	 line	 HPLC‐ICP‐MS/ESI‐MS	 analysis	 of	 alga	 extracts,	 the	 two	 peaks	
eluted	 at	 approximately	 23	 to	 25	 min	 (peaks	 C	 and	 D)	 were	 assigned	 to	 two	 known	
arsenic‐hydrocarbons	with	molecular	masses	of	332	and	360	(As‐HC332	and	As‐HC360),	
whose	 accurate	 masses	 were	 previously	 confirmed	 in	 Japanese	 Hijiki	 and	 Wakame	
extracts	 by	 GC‐MS	 (Figure	 IV.26.)	 and	 HR‐MS	 (Figure	 IV.27.)	 analysis.	 These	 arsenic	
compounds	were	identified	in	all	alga	samples	studied.	According	to	ESI‐MS	data,	the	new	
arsenic‐hydrocarbon	 identified	 in	 Japanese	 Wakame,	 which	 was	 As‐HC388	 (eluting	 in	
peak	E),	seemed	be	present	 in	the	rest	of	 the	alga,	although	this	should	be	confirmed	by	
GC‐MS	 analysis	 because	 it	 was	 not	 found	 in	 Hijiki.	 On	 the	 other	 hand,	 different	
arsenosugar‐phospholipids	(As‐PL),	with	molecular	masses	between	930	and	1070,	were	
identified	 in	 alga	 extracts	 (the	 molecular	 structures	 are	 shown	 in	 Figure	 IV.25.	 and	
Table	IV.29.).	 The	 major	 peak	 in	 the	 HPLC	 chromatograms,	 eluting	 at	 approximately	
27.5	min	 (peak	 F),	 for	 all	 the	 alga	 samples	 studied	 had	 a	 protonated	molecular	mass	 of	
959,	 which	matched	 that	 for	 the	 arsenosugar‐phospholipid	 previously	 characterized	 by	
Morita and Shibata (1988).	 Furthermore,	 there	was	 a	 series	 of	 peaks	 before	 and	 after	 the	
peak	with	m/z	959	separated	by	28,	26	or	24	mass	units,	which	indicated	the	presence	of	a	
homologous	 series	 of	 saturated	 and	 unsaturated	 arsenosugar‐phospholipids	
(Figure	IV.25.).	 These	 assignments	 were	 strongly	 supported	 by	 accurate	 mass	
measurements	 performed	 on	 eleven	 of	 the	 compounds	 (HR‐MS	 spectra	 of	 arsenosugar‐
phospholipids	 found	 in	Hijiki	are	shown	 in	Figure	 IV.28.),	which	agreed	 in	every	case	 to	
within	2	ppm	of	the	calculated	molecular	masses	(Table	IV.31.).	The	possible	presence	in	
algae	of	a	range	of	arsenosugar‐phospholipids	differing	only	in	their	fatty	acid	content	had	
been	 predicted	 in	 1988	 by	 Morita	 and	 Shibata (Morita and Shibata, 1988);	 these	 data	
confirm	their	astute	early	prediction.	
Quantification	of	the	major	arsenic	compounds	in	the	algal	species	was	achieved	by	








Arame Sea	spaghetti Kombu	 Wakame Nori	
Japan	 Spain	 Spain	 Japan	 Spain
C	 As‐HC332	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	
D	 As‐HC360	 <	20	 <	20	 26	±	4	 74	±	5	 <	20	 <	20	 <	20	
E	 As‐HC388	 221	±	3 <	20	 21	±	7	 38	±	3	 89	±	3	 28	±	2	 22	±	2
As‐PL930	
F	 As‐PL958	 241	±	3 117	±	2	 46	±	2	 185	±	7 145	±	6	 29	±	4	 20	±	1
As‐PL984	 56	±	5	 30	±	2	 20	±	3	 51	±	2	 56	±	3	 <	20	 <	20	
G	 As‐PL986	 52	±	2	 29	±	3	 27	±	8	 50	±	2	 81	±	3	 22	±	2	 <	20	
As‐PL1012	
H	 As‐PL1014	 87	±	9	 29	±	5	 21	±	1	 60	±	2	 98	±	4	 25	±	3	 <	20	
I	 As‐PL1042	 <	20	 21	±	1	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	
J	 As‐PL1070	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	 <	20	
Column	recovery	(%)a 93	±	5	 79	±	9	 95	±	4	 74	±	1	 89	±	8	 100	±	6 99	±	4






The	 quantification	 of	 the	 arsenosugar‐phospholipids	 As‐PL944,	 956	 and	 982	
(peak	E)	was	not	possible	because	 they	were	present	at	 concentration	 levels	 lower	 than	
LOD	of	the	method,	so	they	are	not	included	in	this	table.	
From	the	results	obtained	(considering	also	those	shown	in	Table	IV.30.	for	Hijiki	
and	Japanese	Wakame	algae	used	 in	 the	method	development	studies),	 the	arsenosugar‐
phospholipid	 As‐PL958	 were	 found	 in	 all	 alga	 samples	 analyzed	 (20‐400	 µg	 kg‐1),	
representing	 between	 4	 and	 27%	 of	 the	 total	 arsenic	 injected	 on	 the	 analytical	 column	
(SPE	 fractions).	 This	 species	 was	 generally	 the	 major	 lipid‐soluble	 arsenic	 compound	
found	 in	 all	 algal	 species	 studied,	with	 the	 exception	 of	 the	 alga	Hijiki,	which	 showed	 a	






other	 lipid‐soluble	 arsenic	 compounds.	 This	 is	 the	 case	 of	 the	 chromatographic	 peak	 E,	
which	 includes	 the	 arsenic‐hydrocarbon	 AsHC‐388	 and	 the	 arsenosugar‐phospholipid	
As‐PL930,	representing	the	10	and	27%	of	the	total	arsenic	applied	to	the	HPLC	column,	
for	Arame	and	Wakame	algae,	respectively.	
On	 the	 other	 hand,	 only	 a	 few	 of	 the	 identified	 lipid‐soluble	 arsenic	 compounds	
were	 found	 at	 quantifiable	 concentrations	 levels	 in	 the	 red	 algae	 Nori	 analyzed,	
corresponding	 to	 the	 species	 eluted	 in	 four	 (E,	 F,	 G	 and	H)	 or	 two	 (E	 and	 F)	 peaks,	 for	
Japanese	 and	 Spanish	 samples,	 respectively.	 Furthermore,	 these	 arsenolipids	 presented	
similar	 concentration	 levels	 (about	 20‐25	 g	 kg‐1).	 This	 fact	 contrast	 with	 the	 higher	




the	 same	alga	 species	 from	different	origins	 (Japan	and	Spain),	 similar	 chromatographic	
profiles	 were	 observed.	 Therefore,	 the	 same	 arsenolipids	 were	 detected	 in	 every	 alga	
species,	 although	 some	 differences	 related	 to	 the	 concentration	 levels	 were	 found,	
especially	in	the	brown	algae	from	both	origins	(Kombu	and	Wakame),	which	is	coincident	
with	 the	 different	 total	 arsenic	 concentrations	 found	 in	 the	 corresponding	 chloroform	
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extract.	 However,	 higher	 arsenic	 concentrations	 for	 these	 species	 were	 found	 in	 the	
Spanish	 Kombu	 and	 Japanese	Wakame.	 Therefore,	 a	 relation	 with	 the	 origin	 cannot	 be	
established.	
The	 values	 obtained	 for	 column	 recoveries	 are	 also	 shown	 in	 Table	 VI.5.	 (and	
Table	IV.30.	 for	 Hijiki	 and	 Japanese	 Wakame),	 and	 ranged	 between	 74	 and	 100%,	
depending	 on	 the	 alga	 species	 and	 their	 origin,	 showing	 the	 adequacy	 of	 the	 proposed	
method	 to	 carry	 out	 the	 determination	 of	 lipid‐soluble	 arsenic	 compounds	 in	 marine	
samples,	since	the	most	part	of	the	lipid	arsenic	extracted	was	identified	as	species.	
In	conclusion,	 two	known	arsenic‐hydrocarbons	 (As‐HC332	and	As‐HC360)	were	
found	 in	 all	 alga	 samples	 studied,	 together	with	 a	 new	 one	 (As‐HC388),	which	was	 not	






abundance	 of	 As‐PL958	 was	 found	 for	 the	 Japanese	Wakame	 alga,	 accounting	 for	 only	
about	 1%	 of	 the	 total	 arsenic	 in	 alga.	 Regarding	 the	 same	 alga	 species	 from	 different	
origins,	 the	 same	 arsenolipids	 were	 detected	 in	 every	 alga	 species,	 although	 higher	
concentrations	of	 identified	 lipid‐soluble	arsenic	compounds	were	 found	for	brown	than	
red	 algae.	 However,	 higher	 arsenic	 concentrations	 for	 these	 species	 were	 found	 in	 the	
Spanish	 Kombu	 than	 in	 the	 Japanese	 sample,	 whereas	 the	 opposite	 was	 observed	 for	
Wakame	algae,	so	a	relation	between	the	arsenolipid	concentration	levels	and	alga	origins	
cannot	be	established.	
VI.1.3	Occurrence	 of	 arsenic	 species	 in	 edible	marine	 algae	 and	
toxicity	considerations	
The	 nine	 edible	 marine	 alga	 species	 analyzed	 for	 both	 water‐	 and	 lipid‐soluble	
arsenic	species,	presented	a	wide	total	arsenic	concentration	range	(about	20‐100	g	g‐1).	
Water‐soluble	 arsenic	 compounds	were	 predominant	 (about	 50‐90%	 depending	 on	 the	
alga	 sample),	 whereas	 lipid‐soluble	 forms	 accounted	 for	 a	 percentage	 lower	 than	 7%,	
to	the	total	arsenic	concentration	in	algae.	However,	 it	was	not	possible	to	extract	all	the	




to	 identify	 all	 the	 arsenic	present	 in	 extracts.	These	 facts	highlight	 the	need	 to	 continue	
investigating	on	arsenic	speciation	in	this	kind	of	samples.	
	 Six	water‐soluble	 arsenic	 species,	 comprising	DMA,	As(V)	 and	 four	 arsenosugars	
(Gly‐,	PO4‐,	SO3‐	and	SO4‐sug),	as	well	as	fourteen	lipid‐soluble	arsenic	species,	comprising	
three	 arsenic‐hydrocarbons	 and	 eleven	 arsenosugar‐phospholipids	 (eight	 of	 them	 at	
quantifiable	concentration	levels),	have	been	found	in	the	sample	extracts	by	the	proposed	
speciation	 methods.	 Table	 VI.6.	 shows	 the	 abundance	 of	 arsenic	 species	 found	 in	 alga	
samples,	expressed	as	percentage	 to	 total	arsenic	 in	algae.	The	arsenic	compounds	have	












Arame	 Japan	 29	±	1	 13.5	±	0.6 1.9	±	0.5 19	±	8	
Sea	spaghetti	 Spain	 8.3	±	0.8	 38	±	5 0.98	±	0.05 22	±	9	
Hijiki	 Japan	 52	±	3	 4.9	±	0.5 0.76	±	0.06 25	±	4	
Kombu	 Japan	 33	±	4	 28	±	2 0.19	±	0.02 26	±	5	
Spain	 24	±	5	 28	±	7 1.00	±	0.05 10	±	9	
Wakame	 Japan	 12	±	1	 34	±	2 3.8	±	0.5 44	±	8	
Spain	 6.0	±	0.3	 43	±	1 1.4	±	0.2 23	±	8	
Nori	 Japan	 0.28	±	0.04	 61	±	9 0.35	±	0.08 37	±	9	
Spain	 ‐	 64	±	6 0.10	±	0.01 24	±	9	
a	Lipid	arsenic	compounds	detected	but	not	identified	have	not	been	considered	in	this	sum.	
	 The	abundance	of	the	toxic	arsenic	species	(As(V)	+	DMA)	to	total	arsenic	in	algae	
ranged	 between	 0.28	 and	 52%	 (found	 in	 Japanese	 Nori	 and	 Hijiki,	 respectively).	
These	abundances	are	mainly	due	to	As(V)	concentrations,	because	DMA	accounted	for	a	
maximum	 of	 1.8%	 to	 total	 arsenic	 present	 in	 algae.	 In	 the	 case	 of	 Japanese	 Nori,	
this	abundance	is	only	due	to	DMA,	since	As(V)	was	not	found	in	red	algae.	Regarding	the	
sum	 of	 arsenosugars,	 their	 abundances	 ranged	 from	4.9	 to	 64%	 (for	Hijiki	 and	 Spanish	





	 The	 abundance	 of	 lipid‐soluble	 arsenic	 species	 was	 much	 lower	 than	 the	
corresponding	to	water‐soluble	arsenicals,	between	0.10	and	3.8%	(found	in	Spanish	Nori	
and	Japanese	Wakame,	respectively).	However,	the	presence	of	both	arsenic‐hydrocarbons	
and	 arsenosugar‐phospholipids	 in	 algae	 raises	 questions	 as	 to	 how	 these	 unusual	
compounds	are	 synthesized,	 and	what	 their	possible	 roles	 in	 algae	might	be,	which	was	
first	 studied	 by	 Benson	 and	 co‐workers,	 who	 reported	 that	 the	 lipid‐soluble	 arsenic	 in	
unicellular	algae	comprised	three	types	of	lipids:	phospholipids,	lysophospholipids	and	an	
unknown	lipid	class	(Cooney et al., 1978).	The	results	of	the	present	work	on	the	structures	
of	 the	 major	 arsenolipids	 in	 algae	 are	 consistent	 with	 these	 earlier	 observations.	
Collectively,	 the	 data	 suggest	 that	 the	 arsenosugar‐phospholipids	 might	 be	 the	 target	
arsenic	 species	 synthesized	by	 algae,	 and	 that	 the	 arsenosugars	 are	merely	 degradation	
products	of	compounds	excess	to	the	algae’s	requirements.	




from	 that	 of	 the	 arsenosugar‐phospholipids,	 although	 their	 properties	might	 be	 similar	
since	they	both	contain	polar	head	groups	and	long	non‐polar	tails.	Here	 it	 is	speculated	
that	both	these	types	of	arsenolipids	could	be	used	by	algae	in	membrane	chemistry.	
Possibly,	 arsenolipids	 impart	 a	 particular	 useful	 property	 to	 cell	membranes	not	
attainable	from	normal	membrane	lipids.	Considering	the	work	by	Van Mooy et al. (2009),	
who	 reported	 that	 algae	 can	 utilize	 sulfur	 and	 nitrogen	 in	 place	 of	 phosphorus	 to	 form	
membrane	 lipids,	 the	driving	 force	was	 considered	 to	be	 the	need	 for	 algae	 to	 conserve	
phosphate	 for	 use	 in	 other	 essential	 cell	 biochemistry.	 Thus,	 the	 relative	 quantities	 of	
arsenosugar‐phospholipids	and	arsenic‐hydrocarbons	in	the	algae	might	reflect	phosphate	
levels	 in	 water	 or	 the	 relative	 phosphate	 requirements	 of	 algal	 species;	 i.e.	 when	
phosphate	 levels	 are	 limiting,	 arsenic‐hydrocarbons	 are	 preferentially	 synthesized	 by	
algae	for	membrane	chemistry.	
On	the	other	hand,	the	possible	significance	of	the	differences	found	between	the	
algal	 species	 analyzed	 awaits	 studies	 with	 more	 samples	 and	 other	 algal	 species	 from	
various	locations.	Such	studies	would	be	best	carried	out	with	samples	collected	directly	







the	 inorganic	 arsenic	 species	 concentration	 levels.	 Thus,	 regulations	 in	 France	 and	 the	
United	States	has	maximum	permissible	limits	of	3	µg	g‐1	dw	inorganic	arsenic	(Mabeau and 
Fleurence, 1993),	 whereas	 in	 Australia	 and	 New	 Zealand	 the	 limit	 is	 lower	 (1	 µg	 g‐1	 dw)	
(Australian New Zealand Food Authority, 1997).	Taking	into	account	the	results	obtained	for	
the	 water‐soluble	 arsenic	 species	 analysis	 performed	 on	 the	 edible	 algae	 studied	
(Table	VI.2.),	Nori	 samples	 (red	 algae)	did	not	 exceed	 these	 values.	However,	 they	were	
exceeded	 by	 all	 the	 brown	 alga	 samples	 analyzed,	 although	 Sea	 spaghetti	 and	 Spanish	
Wakame	did	not	exceed	the	maximum	limit	of	3	µg	g‐1	dw	admitted	by	the	regulations	in	
France	 and	 the	USA.	 Therefore,	most	 of	 the	 alga	 samples	 analyzed	 could	 not	 be	 sold	 in	
these	 countries.	 It	was	 reported	 that	 some	algae	 from	different	origins	were	withdrawn	
from	 the	 French	market	 because	 their	 inorganic	 arsenic	 concentration	was	 higher	 than	
3	µg	g‐1	dw	 (McSheehy and Szpunar, 2000).	The	absence	of	 legislation	on	this	point	 in	other	
countries	 means	 that	 they	 are	 likely	 to	 receive	 products	 that	 are	 denied	 entrance	 into	
other	markets	owing	to	legislation.		
From	the	point	of	view	of	health	considerations,	the	absence	of	data	concerning	the	
consumption	of	 algae	 in	Western	 countries	 to	 calculate	 intake	 levels	was	 commented	 in	
Chapter	 V,	 and	 most	 estimates	 are	 based	 on	 the	 average	 consumption	 of	 the	 Japanese	
population,	 which	 is	 about	 3	 g	 day‐1	 dw	 (Sakurai et al., 1997).	 For	 Hijiki	 and	 Laminaria,	
taking	into	account	the	As(V)	concentration	reported	in	Table	VI.2.,	the	intake	of	inorganic	
arsenic	would	be	151	and	231	µg	day‐1,	respectively,	values	close	to	or	slightly	higher	than	
the	 tolerable	daily	 intake	 (TDI)	of	150	µg	 inorganic	 arsenic	 for	 an	adult	weighing	70	kg	
established	by	the	WHO	(WHO, 1989).	Therefore,	these	algae	could	be	considered	a	health	






Arsenic	 is	 considered	 a	 toxic	 element	 for	 most	 plant	 species.	 However,	 the	
discovery	of	arsenic	resistant	and	hyperaccumulating	plants	has	increased	the	interest	in	
knowing	the	distribution	of	arsenic	species	in	these	environmental	samples.	
Arsenic	 occurs	 in	 soils	 mainly	 as	 inorganic	 arsenic	 species	 (Koch et al., 2000; 
Mattusch et al., 2000; Leermakers et al., 2006),	although	small	quantities	of	methylated	species	
have	also	been	identified,	most	likely	due	to	either	microbial	activity	or	the	application	of	
arsenic‐based	 organic	 pesticides	 and	 insecticides	 (Geiszinger et al., 2002; Quaghebeur and 
Rengel, 2005; Ruiz-Chancho et al., 2011).	Therefore,	plant	species	uptake	toxic	arsenic	species	
from	soils,	being	of	interest	to	assess	the	arsenic	fraction	biotransformed	to	survive	(Zhao 
et al., 2009).	
VI.2.1	 Arsenic	 extraction	 efficiencies	 in	 plant	 samples	 using	
deionized	water	or	acetic	acid	as	extracting	agents	
Extraction	 of	 water‐soluble	 arsenic	 species	 was	 performed	 by	 the	 MAE	method	
described	in	Chapter	III,	section	III.4.5.1,	using	deionized	water	or	0.5	mol	L‐1	acetic	acid	as	
extracting	 agents.	 Studies	 were	 performed	 on	 roots	 and	 aboveground	 parts	 of	 plant	
species	separately,	in	order	to	assess	possible	transformations	from	translocation	process.	
Samples	 analyzed	 were	 ten	 native	 plant	 species	 from	 the	 vicinity	 of	 the	 Mónica	 mine	
(polluted	 areas),	which	have	been	previously	 characterized	 for	 arsenic	 and	heavy	metal	
total	contents	 (results	shown	 in	Table	V.2.).	The	plant	species	Thymus	zygis	was	used	 in	
the	 optimization	 studies,	 although	 the	 results	 obtained	 (shown	 in	 Chapter	 IV,	
section	IV.2.2.2)	 will	 be	 referred	 to	 throughout	 the	 present	 section,	 for	 comparison	
purposes	between	plant	samples.		
Table	 VI.7.	 shows	 the	 results	 obtained,	 in	 terms	 of	 total	 arsenic	 extracted,	
expressed	 as	 µg	 g‐1	 and	 percentage	 (%),	 calculated	 as	 the	 ratio	 of	 total	 arsenic	 in	 the	


















A.	album	 R	 12.2	±	0.6	 203	±	3	 16.6	±	0.9	 (55	±	3)·10	 45	±	3	
AP	 0.204	±	0.006	 7.9	±	0.8	 39	±	4	 14	±	2	 69	±	10	
C.	telephiifolia R	 13.5	±	0.6	 254	±	6	 18.8	±	0.9	 (52	±	8)·10	 39	±	6	
AP	 21.1	±	0.4	 283	±	8	 13.4	±	0.5	 (96	±	5)·10	 45	±	2	
C.	echinatus	 R	 8.1	±	0.2	 196	±	9	 24	±	1	 (64	±	7)·10	 79	±	9	
AP	 0.60	±	0.02	 16	±	3	 27	±	5	 52	±	9	 87	±	15	
D.	thapsi	 R	 0.94	±	0.05	 24	±	4	 26	±	4	 81	±	6	 86	±	8	
AP	 3.56	±	0.02	 64	±	4	 18	±	1	 193	±	7	 54	±	2	
H.	mollis	 R	 3.97	±	0.04	 70	±	6	 18	±	2	 (13	±	1)·10	 33	±	2	
AP	 0.28	±	0.01	 11	±	1	 39	±	4	 20	±	3	 71	±	11	
J.	montana	 R	 1.50	±	0.04	 32	±	5	 21	±	3	 110	±	5	 73	±	4	
AP	 0.83	±	0.03	 11	±	2	 13	±	2	 64	±	6	 77	±	8	
P.	lanceolata	 R	 3.99	±	0.04	 85	±	1	 21.3	±	0.3	 290	±	1	 72.7	±	0.8	
AP	 1.87	±	0.03	 17	±	2	 9	±	1	 94	±	5	 50	±	3	
R.	acetosella	 R	 11.2	±	0.3	 189	±	9	 16.9	±	0.9	 431	±	3	 38	±	1	
AP	 2.83	±	0.07	 82	±	2	 29	±	1	 112	±	4	 40	±	2	
T.	ovatum	 R	 2.15	±	0.03	 71.4	±	0.4	 33.0	±	0.5	 149	±	9	 69	±	4	
AP	 0.109	±	0.005	 3.8	±	0.7	 35	±	6	 5.6	±	0.5	 51	±	5	






Arsenic	 extraction	 efficiencies	 with	 deionized	 water	 for	 roots	 and	 aboveground	
parts	 ranged	 from	 9	 (for	 the	 aboveground	 part	 of	 P.	 lanceolata)	 to	 39%	 (for	 the	
aboveground	parts	of	A.	album	and	H.	mollis).	This	range	includes	the	values	obtained	for	
the	 species	 T.	 zygis	 used	 in	 the	 optimization	 study	 (Table	 IV.25.).	 On	 the	 other	 hand,	
extraction	 yields	 ranged	 between	 16	 and	 33%	 for	 C.	telephiifolia	 and	 T.	ovatum,	
respectively,	 when	 the	 sum	 of	 root	 and	 aboveground	 part	 concentrations	 in	 plants	 is	
considered.	 The	 results	 obtained	 concur	 with	 previous	 works	 that	 have	 reported	 that	
extraction	efficiencies	obtained	by	a	particular	extraction	method	can	depend	greatly	on	
the	 sample	matrix,	 such	 as	different	plant	 species	 or	plant	parts,	 as	well	 as	 on	 the	 total	
arsenic	concentration	in	the	samples.	For	example,	Geiszinger et al. (2002)	and	Ruiz-Chancho 
et al. (2011)	 reported	arsenic	extraction	efficiencies	 in	 the	range	2.5‐12%	and	5.5‐50.5%,	
respectively,	for	different	plant	species	with	total	arsenic	concentrations	of	0.36‐5.97	and	
0.91‐1717	 µg	 g‐1,	 respectively,	 both	 using	 mixtures	 of	 water/methanol	 and	 mechanical	
shaking.	
Water	extraction	efficiencies	were	significantly	higher	 in	aboveground	parts	than	
roots	 for	 three	 plant	 species	 (A.	 album,	H.	mollis	 and	 R.	 acetosella),	 whereas	 total	 and	
extracted	 arsenic	 concentrations	 were	 significantly	 higher	 in	 roots	 of	 all	 the	 species	
studied	except	for	two	plants	(C.	telephiifolia	and	D.	thapsi).	Therefore,	a	relation	between	
arsenic	 extraction	 efficiencies	 and	 total	 concentrations	 in	 plants	 cannot	 be	 directly	
detected.	 For	 this	 reason,	 linear	 regression	 analysis	 between	 water	 extracted	 and	 total	
arsenic	concentrations	 in	plants	was	performed,	 in	order	 to	assess	 the	 influence	of	 total	
arsenic	concentrations	in	plants	on	extraction	efficiencies.	Pearson's	coefficients	obtained	
were	 0.974,	 0.986,	 and	 0.988	 for	 roots,	 aboveground	 parts	 and	 the	 sum	 of	 both	 parts,	
respectively.	 Therefore,	 a	 highly	 significant	 correlation	 was	 observed	 in	 all	 cases	
(P	<	0.001),	 indicating	 that	 total	 concentration	 is	 the	 most	 relevant	 factor	 for	 arsenic	













Acetic	acid	extraction	efficiencies	were	 significantly	higher	 in	 aboveground	parts	






again	 the	most	 relevant	 factor	 for	 arsenic	 extractability,	 independently	 of	 plant	 species	
and	plant	parts.	The	lineal	models	adjusted	explained	78.1,	99.7	and	93.4%	of	variability	in	
total	 arsenic	 extracted	 in	 acetic	 acid	 for	 roots,	 aboveground	 parts	 and	 the	 sum	 of	 both	
parts,	respectively.	
From	 the	 results	obtained,	 it	 can	be	derived	 that	arsenic	 is	present	 in	 terrestrial	
plants	as	easily	soluble,	water‐extractable	forms,	in	a	wide	range	of	percentages,	but	lower	
than	 30‐40%,	 depending	 on	 total	 arsenic	 concentration	 levels	 present	 in	 plants.	
These	percentages	represent	considerable	concentration	levels	for	most	plant	species,	due	
to	 the	high	total	concentration	present	 in	 them.	Therefore,	 the	 low	percentages	of	easily	
soluble	 arsenic	 forms	 seem	 to	 indicate	 that	 a	 considerable	 fraction	 of	 arsenic	 must	 be	
present	 as	 non‐easily	 soluble	 arsenic	 compounds,	 probably	 due	 to	 a	 biotransformation	
mechanism	by	plants	in	order	to	reduce	its	toxicity	(Maher et al., 2012).	On	the	other	hand,	
the	higher	arsenic	percentages	released	by	acetic	acid	(up	to	80‐90%)	could	be	due	to	the	
extraction	 of	 these	 arsenic	 compounds	more	 strongly	 bound	 to	 the	 plant	matrix.	 These	
compounds	 could	 be	 arsenic‐phytochelatin	 complexes	 (As‐PC),	 which	 have	 been	
previously	reported	to	be	extractable	in	acid	medium,	such	as	formic	acid	(Raab et al., 2004; 
Bluemlein et al., 2009),	and	are	considered	to	be	 involved	 in	 the	mechanism	of	detoxifying	
toxic	elements,	such	as	cadmium	and	arsenic,	in	higher	plants	(Grill et al., 1985; Zhao et al., 
2010).	 Therefore,	 arsenic	 speciation	 analysis	 will	 be	 useful	 to	 compare	 arsenic	 species	
found	 by	 both	 extracting	 agents.	 On	 the	 other	 hand,	 the	 arsenic	 remaining	 in	 the	 pellet	
after	 the	 acetic	 acid	 extraction	 procedure	might	 be	 lipid	 arsenic	 (Dembitsky and Levitsky, 
2004)	 or,	most	 likely,	 arsenic	bound	 to	 cell	wall	 constituents	 (such	as	 cellulose,	 calcium‐	
and	magnesium	pectates	 and	 lignin)	 or	non‐aqueous	 soluble	biopolymers	 (e.g.	 prolamin	






The	 aqueous	 extracts	 of	 plant	 samples	 were	 analyzed	 for	 the	 determination	 of	
aqueous	 ‐soluble	 arsenic	 species	 by	 both	 anion	 and	 cation	 exchange	 HPLC	 coupled	 to	
(UV)‐HG‐AFS	(procedures	described	in	Chapter	III,	section	III.4.5.4).	Figures	VI.17.	shows,	
as	 examples,	 the	 chromatograms	 obtained	 by	 the	 anion	 exchange	method	 for	 the	water	
extract	of	 the	 root	of	 J.	montana,	 as	well	 as	 for	 the	0.5	mol	 L‐1	 acetic	 acid	 extract	of	 the	
aboveground	part	 of	C.	 telephiifolia.	On	 the	other	hand,	 the	 chromatograms	obtained	by	










































































Arsenic	 compounds	 identified	 in	 plant	 samples	 studied	 comprised	 mainly	
inorganic	species,	together	with	two	methylated	arsenic	forms	(MMA	and	TMAO)	but	only	
in	 three	 plant	 species.	 No	 differences	 regarding	 chromatographic	 profiles	 obtained	 for	
deionized	 water	 and	 acetic	 acid	 extracts	 of	 the	 same	 plant	 species	 were	 observed.	
Chromatographic	peaks	detected	for	deionized	water	extracts	were	generally	smaller,	due	
to	 the	 lower	extraction	efficiencies	obtained	with	 this	extracting	agent.	Therefore,	acetic	
acid	extraction	did	not	lead	to	new	arsenic	species	identification.	


































Species	 quantification	 by	 HPLC‐(UV)‐HG‐AFS	 was	 carried	 out	 by	 external	
calibration	 and	 the	 standard	 additions	 method.	 No	 matrix	 effect	 was	 found	 due	 to	 the	









(%)	As(III)	 As(V)	 MMA	 TMAO	
A.	album	 R 3.08	±	0.07 138.1	±	0.2 n.d. n.d.	 70	± 1
AP 0.85	±	0.01 5.18	±	0.05 n.d. n.d.	 76	±	7
C.	telephiifolia	 R 9.3	±	0.1	 166	±	2 0.14	±	0.01 n.d.	 69	±	2
AP 6.3	±	0.3	 184	±	3 0.56	±	0.01 n.d.	 67	±	4
C.	echinatus	 R 1.6	±	0.3	 138	±	2 n.d. 0.17	±	0.01	 71	± 3
AP 0.16	±	0.04 11.1	±	0.2 n.d. n.d.	 71	± 8
D.	thapsi	 R 0.66	±	0.05 22	±	2 n.d. n.d.	 94	±	7
AP 2.4	±	0.2	 54.8	±	0.6 n.d. n.d.	 89	±	6
H.	mollis	 R 2.6	±	0.1	 47	±	2 n.d. 0.14	±	0.01	 71	±	7
AP 0.48	±	0.07 7.7	±	0.2 n.d. n.d.	 74	±	9
J.	montana	 R 1.8	±	0.1	 19.6	±	0.5 n.d. n.d.	 67	± 9
AP 0.70	±	0.01 7.1	±	0.1 n.d. n.d.	 71	± 9
P.	lanceolata	 R 9.2	±	0.4	 47	±	1 n.d. n.d.	 66	± 2
AP 0.45	±	0.02 11.4	±	0.3 n.d. n.d.	 70	± 8
R.	acetosella	 R 5.9	±	0.3	 128	±	2 n.d. n.d.	 71	±	4
AP 3.8	±	0.4	 59	±	1 n.d. n.d.	 77	±	2
T.	ovatum	 R 4.7	±	0.3	 59.3	±	0.9 n.d. n.d.	 90	±	1














(%)	As(III)	 As(V)	 MMA	 TMAO	
A.	album	 R	 4.6	±	0.3	 (35	±	2)·10 n.d. n.d.	 64	±	5
AP 0.48	±	0.03 10.5	±	0.8 n.d. n.d.	 78	±	9
C.	telephiifolia	 R	 7.5	±	0.6	 (19	±	1)·10 0.64	±	0.01 n.d.	 38	±	6
AP 5.5	±	0.4	 (61	±	2)·10 0.74	±	0.01 n.d.	 65	±	4
C.	echinatus	 R	 1.9	±	0.2	 (35	±	1)·10 n.d. 0.13	±	0.01	 55	±	6
AP 0.14	±	0.02 27	±	2 n.d. n.d.	 52	±	9
D.	thapsi	 R	 0.4	±	0.1	 31	±	3 n.d. n.d.	 39	±	5
AP 2.4	±	0.2	 142	±	8 n.d. n.d.	 75	±	5
H.	mollis	 R	 2.2	±	0.1	 74.1	±	0.9 n.d. 0.16	±	0.01	 59	±	6
AP 0.50	±	0.02 10.0	±	0.6 n.d. n.d.	 52	±	8
J.	montana	 R	 1.74	±	0.03 54	±	2 n.d. n.d.	 51	±	3
AP 0.55	±	0.04 33.3	±	0.7 n.d. n.d.	 53	±	5
P.	lanceolata	 R	 9.5	±	0.6	 141	±	5 n.d. n.d.	 52	±	2
AP 0.71	±	0.03 52.2	±	0.6 n.d. n.d.	 56	±	3
R.	acetosella	 R	 5.7	±	0.4	 174	±	0.7 n.d. n.d.	 42	±	1
AP 2.8	±	0.1	 48	±	2 n.d. n.d.	 45	±	2
T.	ovatum	 R	 0.81	±	0.04 72	±	4 n.d. n.d.	 49	±	4






parts	 of	 all	 plant	 species	 studied.	 When	 water	 was	 used	 as	 extracting	 agent,	 As(V)	
concentration	 levels	were	 19.6‐166	 µg	 g‐1	 in	 roots	 and	 3.52‐184	 µg	 g‐1	 in	 aboveground	
parts	 (about	30‐350	µg	 g‐1	 for	 the	 sum	of	 both	parts).	Regarding	As(III),	 concentrations	
were	0.66‐9.3	µg	g‐1	in	roots	and	0.16‐6.3	µg	g‐1	in	aboveground	parts	(about	1.8‐16	µg	g‐1	





In	 the	 case	 of	 acetic	 acid,	 As(V)	 concentration	 levels	 were	 between	 31	 and	
350	µg	g‐1	in	roots,	and	from	4.1	to	610	µg	g‐1	in	aboveground	parts	(about	76‐800	µg	g‐1	
for	 the	 sum	 of	 both	 parts),	 whereas	 As(III)	 concentration	 levels	 were	 between	
0.4‐9.5	µg	g‐1	in	roots	and	from	0.14	to	5.5	µg	g‐1	in	aboveground	parts	(about	1‐13	µg	g‐1	




Regarding	 other	 arsenic	 species,	 MMA	 was	 only	 identified	 in	 roots	 and	
aboveground	 parts	 of	 C.	telephiifolia	 at	 arsenic	 concentrations	 below	 1	 g	 g‐1,	 for	 both	





Column	 recoveries	 obtained	when	deionized	water	was	used	 as	 extracting	 agent	
(Table	VI.8.)	were	between	67	and	97%,	depending	on	plant	species.	These	values	are	in	
the	 range	 of	 those	 reported	 by	Larios et al. (2012) for	 plants	 with	 similar	 total	 arsenic	
concentrations.	 However,	 when	 acetic	 acid	 was	 used	 as	 extracting	 agent	 (Table	 VI.9.),	
column	 recovery	 values	 were	 lower,	 and	 ranged	 from	 38	 to	 78%.	 Therefore,	 although	
extraction	efficiencies	obtained	were	higher	with	acetic	acid	than	water,	not	all	the	arsenic	
extracted	with	 acetic	 acid	was	 identified	 as	 arsenic	 compounds	by	 the	 chromatographic	
separations	 used,	maybe	 due	 to	 the	 presence	 of	 arsenic	 species	 at	 concentration	 levels	
lower	 than	 LOD	 of	 the	 developed	methods	 or	 arsenic	 species	 that	 are	 not	 able	 to	 elute	
from	 the	 analytical	 column.	 This	 could	 be	 the	 case	 of	 macromolecules	 such	 as	 arsenic	
bound	 to	water‐soluble	 proteins	 or	 phytochelatins,	 since	 several	 authors	 have	 reported	
that	As(III)	is	strongly	bound	to	–SH	groups	of	cytosolic	proteins	(Rahman, F. et al., 2009).	
The	 differences	 observed	 between	 arsenic	 species	 concentrations	 found	 by	 both	
extracting	agents	are	remarkable.	Arsenate	concentrations	were	higher	in	acetic	acid	than	
in	water,	by	a	factor	of	up	to	5,	 in	both	plant	parts	for	all	plant	species	studied,	with	the	
exception	 of	 the	 aboveground	 part	 of	 R.	 acetosella.	 This	 fact	 could	 be	 related	 to	 the	
stronger	 extraction	 conditions	 of	 acid	 medium,	 since	 it	 has	 been	 reported	 that	 harsh	
extractants	 like	 acid	 solutions	 could	 break	 some	 of	 the	 As‐S	 bonds	 (Bohari et al., 2002).	
Therefore,	 the	 decomposition	 of	 non‐easily	 soluble	 As(V)	 compounds	 could	 be	 induced.	
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However,	As(III)	concentrations	 found	 in	water	and	acetic	acid	extracts	were	similar	 for	
most	plant	species,	despite	the	higher	extraction	efficiencies	obtained	in	acid	medium.	As	
it	was	previously	postulated,	it	is	possible	that	this	higher	extraction	efficiencies	were	due	
to	 the	 extraction	 of	 As(III)‐PC	 complexes,	 which	 were	 reported	 to	 be	 stable	 at	 low	 pH	
values	(Raab et al., 2004; Bluemlein et al., 2009; Zhao et al., 2009),	so	As(III)	was	not	released	
from	 them,	 and	 therefore,	 As(III)	 concentration	 levels	 in	 acetic	 acid	 extracts	 were	 not	
higher	 than	 in	water	extracts.	On	 the	other	hand,	 the	higher	As(V)	 concentrations	 could	
come	 from	 the	 oxidation	 of	 As(III)	 released	 by	 acetic	 acid	 during	 extraction	 process,	
although	 the	 As(III)	 stability	 was	 confirmed	 by	 spiking	 studies	 showed	 in	 Chapter	 IV	
(Table	IV.26.).	
From	 the	 comparison	between	 inorganic	arsenic	 species	 concentrations	 found	 in	
both	 plant	 parts	 of	 the	 same	 plant	 species,	 higher	 As(V)	 concentration	 levels	 were	




(as	well	as	 the	plant	 species	T.	zygis	 used	 in	optimization	studies,	 see	Table	 IV.25.).	The	
lower	 As(III)	 concentrations	 found	 in	 the	 aboveground	 part	 of	 C.	telephiifolia	 could	 be	
associated	to	complexation	mechanisms	to	reduce	arsenic	toxicity	(Quaghebeur et al., 2003; 
Raab et al., 2004; Rahman, F. et al., 2009; Zhao et al., 2009),	since	this	plant	species	presented	








well	 as	with	 total	 concentration	 in	 plants,	were	 evaluated,	 for	 roots,	 aboveground	parts	
and	the	sum	of	both	plant	parts.	Table	VI.10.	shows	Pearson’s	coefficients	obtained	from	









As(III)	 As(V)	 As(III)	 As(V)	
Root	
AsT	 0.350	 0.959	 0.589	 0.761	
Asext	 0.363	 0.994	 0.490	 0.943	
As(III)	 ‐	 0.304	 ‐	 0.335	
Aboveground	
Part	
AsT	 0.889	 0.976	 0.918	 0.995	
Asext	 0.946	 0.997	 0.912	 0.998	
As(III)	 ‐	 0.955	 ‐	 0.906	
Sum	
AsT	 0.784	 0.977	 0.796	 0.949	
Asext	 0.750	 0.996	 0.745	 0.996	
As(III)	 ‐	 0.725	 ‐	 0.694	
The	color	code	used	is	the	following:	P	<	0.001;	P<	0.01;	P	<	0.02;	P	<	0.05;	P	<	0.1	
From	 the	 results	 obtained,	 a	 highly	 significant	 correlation	 (P	<	0.001)	 was	
observed	between	As(V)	and	total	and	extracted	arsenic	concentrations	in	plants,	for	both	
extracting	agents	used.	Only	 in	 the	 case	of	As(V)	 extracted	with	acetic	 acid	 in	 roots,	 the	
correlation	 with	 total	 arsenic	 was	 significant	 for	 a	 lower	 confidence	 level	 (P	 <	 0.02).	
The	lineal	 models	 adjusted	 explained	 more	 than	 92%	 and	 89%	 of	 variability	 for	 As(V)	








system	 in	 roots	 (Husted et al., 2011),	 whereas	 As(III)	 uptake	 is	 controlled	 by	 a	 type	 of	
membrane	proteins	 called	 aquaporins	 (Ali et al., 2009). In	 addition,	 similar	 results	were	
found	 between	 inorganic	 arsenic	 species	 concentrations,	 which	 showed	 a	 highly	
significant	 correlation	 for	aboveground	parts	 (P	<	0.001)	 for	both	extracting	agents,	but	







concentration	influences	arsenic	uptake,	but	also	arsenic	speciation	(Quaghebeur and Rengel, 




known	 that	 As(V)	 competes	 with	 phosphate	 as	 a	 substrate	 for	 the	 phosphate	 uptake	
system	in	a	wide	variety	of	species	(Zhang et al., 2002)	and	both	elements	may	be	taken	up	
by	 the	 same	plasma	membrane	 transport	 system	 (Quaghebeur and Rengel, 2005).	Once	 it	 is	
absorbed,	 it	 is	 postulated	 that	 As(V)	 is	 readily	 reduced	 to	 As(III)	 under	 the	 reducing	
environment	 of	 plant	 cells,	 and	 the	 formed	As(III)	 is	 likely	 to	 be	 complexed	 by	 organic	
ligands	 such	as	 thiols,	 to	avoid	 the	damage	of	 the	plant	 cells	by	 free	As(III)	 (Zhang et al., 
2002).	However,	this	reduction	mechanism	can	depend	on	plant	species,	specific	collecting	
time	and	soil	characteristics.	Furthermore,	other	authors	have	reported	that	both	As(III)	
oxidation	and	As(V)	reduction	can	occur	in	plants	(Wang, X. et al., 2010).	Anyway,	if	As(III)	
has	been	complexed,	probably	as	As(III)‐PCs,	these	arsenic	compounds	cannot	be	detected	
with	 the	 method	 used,	 and	 these	 not‐detected	 species	 can	 be	 contributing	 to	 the	 low	
column	 recovery	 found	 for	 several	 plant	 species,	 especially	 for	 the	most	 efficient	 acetic	
acid	extraction.	
Regarding	 arsenic	methylated	 species	 found	 in	 plants,	most	 terrestrial	 plants	 do	
not	have	a	recognized	biochemical	process	 to	convert	 inorganic	arsenic	species	 into	 less	
toxic	organic	forms,	like	aquatic	organisms	such	as	marine	algae	have,	or	at	least,	there	is	
no	clear	evidence	of	this	process	being	significant	for	terrestrial	plants	(Nissen and Benson, 
1982).	The	low	amounts	of	organic	arsenic	species	generally	found	in	terrestrial	plants	do	
not	 strongly	 support	 this	 detoxification	 strategy.	Hence,	 the	 presence	 of	 organic	 arsenic	
species	in	terrestrial	plants	is	uncommon	and	their	existence	always	attracts	attention	due	
to	its	rarity,	because	it	could	suggest	the	peculiarity	of	arsenic	uptake,	transformation	and	
metabolism	in	the	plant	(Zhao et al., 2006).	Nevertheless,	the	small	amounts	of	methylated	
arsenicals	 that	 are	 present	 in	 plants	 may	 have	 been	 assimilated	 directly	 from	 the	
soil/interstitial	 water	 or	 rhizosphere,	 rather	 than	 being	 formed	 in	 the	 plant	 from	
assimilated	 inorganic	 arsenic	 (Ruiz-Chancho et al., 2008; Ye et al., 2012),	 especially	 in	 the	
case	of	TMAO,	which	was	only	found	in	the	roots	of	two	plant	species.	On	the	other	hand,	
MMA	was	found	both	in	roots	and	aboveground	parts	of	the	probable	hyperaccumulator	
plant	 species	 C.	telephiifolia,	 and	 the	 corresponding	 translocation	 factor	 for	 this	 arsenic	
species	was	 slightly	 higher	 than	1.	 Therefore,	 the	 presence	 of	MMA	 in	 the	 aboveground	
Chapter	VI:	Arsenic	Speciation	Studies	in	Marine	Algae	and	Terrestrial	Plants	
 300	
part	 of	 this	 plant	 species	 is	 more	 likely	 to	 be	 associated	 to	 its	 arsenic	 translocation	
capacity	than	to	a	possible	detoxification	mechanism	carried	out	in	the	aboveground	part.	
The	results	obtained	in	this	study	confirm	the	predominance	of	 inorganic	arsenic	
species	 in	 terrestrial	 plants,	 As(V)	 being	 the	 predominant	 species	 in	 all	 plant	 species	
analyzed,	 probably	 because	 this	 is	 the	 arsenic	 form	predominantly	 absorbed	 from	 soils.	
According	 to	 results	 obtained	with	 deionized	water,	 As(III)	 was	 found	 to	 be	 present	 at	
levels	below	2.7%	 to	 total	 arsenic	 in	plant,	 if	 the	 sum	of	 concentrations	present	 in	both	
plant	parts	 is	 considered,	whereas	As(V)	 showed	a	higher	 abundance	 to	 total	 arsenic	 in	
plants	 (10‐28%).	 Regarding	 results	 obtained	 with	 acetic	 acid,	 As(III)	 were	 found	 in	 an	
abundance	lower	to	1.7%,	and	As(V)	abundance	was	between	16	and	43%.	On	the	other	
hand,	 organic	 arsenic	 compounds	 can	 be	 present	 due	 to	 the	 methylation	 of	 inorganic	
arsenicals	by	microorganisms,	as	well	as	from	agricultural	activities	(Quaghebeur and Rengel, 





amounts	 of	 organoarsenic	 species,	 especially	 MMA,	 DMA	 and	 TMAO	 (Koch et al., 2000; 
Mattusch et al., 2000; Schmidt et al., 2000; Bohari et al., 2002; He et al., 2002;	Quaghebeur and 
Rengel, 2003; Zhao et al., 2006; Mir et al., 2007; Rahman, F. et al., 2009; Zheng and Hintelmann, 
2009; Šlejkovec et al., 2010; Ruiz-Chancho et al., 2011; Larios et al., 2012).	Only	a	 few	studies	
reported	the	presence	of	organoarsenic	species	to	a	greater	extent	than	the	inorganic	ones	
in	 terrestrial	 plants	 from	mining	 soils,	which	presented	MMA	and	DMA	as	predominant	
species	(Geiszinger et al., 2002; Ruiz-Chancho et al., 2008).	Geiszinger et al. (2002)	also	reported	
small	amounts	of	other	organoarsenicals	such	as	AsB,	TMAO	and	TETRA	in	some	plants,	
including	P.	lanceolata,	where	AsC	was	also	detected.	This	arsenic	species	was	previously	
reported	to	be	present	in	Holcus	lanatus	grown	on	contaminated	soils	(Schmidt et al., 2000).	
Furthermore,	Kuehnelt et al. (2000) reported the	 presence	 of	 the	 arsenosugar	 Gly‐sug	 in	




bound	to	–SH	groups	of	this	kind	of	compounds	would	be	released	(Rahman, F. et al., 2009),	
although	 this	procedure	would	 change	 the	original	distribution	of	 arsenic	 species	 in	 the	
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sample.	 The	 analysis	 of	 these	 As(III)‐PC	 complexes	 in	 plant	 extracts	 would	 require	 the	
application	 of	 other	 analytical	 methods,	 like	 those	 based	 on	mass	 spectrometry,	 which	
were	not	 available	 in	 our	 laboratory.	Nevertheless,	 this	 is	 part	 of	 the	 future	work	 to	 be	
performed	as	continuation	of	this	research.		
In	 conclusion,	 from	 the	 easily	 soluble,	 water‐extractable	 arsenic	 species	
concentration	 levels,	 it	 can	 be	 drawn	 that	 between	 70	 and	 89%	 of	 the	 total	 arsenic	 in	
plants	must	have	been	biotransformed,	so	it	is	present	under	the	form	of	different	arsenic	








































Las	 conclusiones	 más	 relevantes	 del	 trabajo	 recogido	 en	 esta	 memoria	 se	 resumen	 a	
continuación:	
1. Se	ha	propuesto	un	método	para	la	determinación	de	contenidos	totales	de	arsénico	y	
metales	 pesados,	 específicamente	 cadmio,	 cromo,	 cobre,	 níquel,	 plomo	 y	 cinc,	
en	muestras	 de	 algas	 marinas	 y	 plantas	 terrestres.	 El	 método	 implica	 la	
mineralización	de	las	muestras	en	horno	de	microondas,	con	ácido	nítrico	y	peróxido	
de	 hidrógeno,	 y	 determinación	mediante	 ICP‐AES.	 Asimismo,	 se	 ha	 desarrollado	 un	
método	 para	 la	 determinación	 de	 bajos	 contenidos	 de	 arsénico	 por	HG‐AFS,	 previa	
evaporación	 de	 la	 mezcla	 de	 digestión	 y	 reducción	 del	 As(V)	 formado	 a	 As(III).	
Los	métodos	 fueron	 validados	 mediante	 el	 análisis	 de	 los	 materiales	 de	 referencia	
certificados	de	alga	NIES	No.	9	Sargazo	y	de	planta	CTA‐VTL‐2.	
2. Los	 resultados	 obtenidos	 en	 la	 determinación	 de	 contenidos	 totales	 de	 arsénico	 y	
metales	pesados	en	algas	marinas	comestibles,	han	confirmado	que	constituyen	una	
fuente	de	elementos	esenciales	 (cromo,	 cobre,	níquel	y	 cinc),	 y	que	presentan	bajos	
niveles	de	elementos	tóxicos	como	cadmio	y	plomo.	Sin	embargo,	las	concentraciones	
de	 arsénico	 alcanzaron	 valores	 de	 hasta	 126	 g	 g‐1.	 La	 diferente	 toxicidad	 que	
presentan	 los	 distintos	 compuestos	 de	 arsénico	 hace	 necesario	 realizar	 análisis	 de	
especiación	en	este	tipo	de	muestras.	
3. Los	estudios	 realizados	en	plantas	autóctonas	recogidas	en	el	entorno	de	 la	antigua	
mina	Mónica	de	Bustarviejo	(Madrid),	mostraron	elevados	niveles	de	cadmio,	cobre,	
plomo	 y	 cinc,	 así	 como	 muy	 altas	 concentraciones	 de	 arsénico,	 principalmente	 en	
raíces,	debido	a	los	procesos	de	transferencia	suelo‐planta.	Los	resultados	obtenidos	
permitieron	 identificar	 a	 la	 especie	 C.	 telephiifolia	 como	 posible	 acumuladora	 de	
plomo	 e	 hiperacumuladora	 de	 arsénico,	 alcanzando	 concentraciones	 superiores	 a	
200	g	 g‐1	 de	 plomo	 y	 2000	 g	 g‐1	 de	 arsénico	 en	 su	 parte	 aérea.	 Estos	 estudios	
muestran	 la	posibilidad	de	emplear	plantas	autóctonas,	adaptadas	a	 las	condiciones	
edáficas	y	climáticas	específicas	de	 la	zona	objeto	de	estudio,	en	 futuros	 trabajos	de	
fitorremediación	de	suelos	contaminados.	







5. La	 extracción	 asistida	 por	 microondas	 se	 ha	 mostrado	 altamente	 eficaz	 para	 la	
extracción	 de	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 en	muestras	 de	 algas,	 empleando	
agua	 desionizada	 como	 extractante	 (eficiencias	 del	 73‐98%,	 en	 función	 del	 tipo	 de	
alga).	 El	 empleo	 del	 mismo	 medio	 extractante	 en	 plantas	 terrestres	 condujo	 a	 la	
extracción	 del	 arsénico	 presente	 bajo	 la	 forma	 de	 especies	 fácilmente	 solubles,	 con	
eficiencias	 del	 9‐39%,	 en	 función	 de	 la	 especie	 de	 planta,	 las	 cuales	 aumentaron	
notablemente	 en	 medio	 ácido	 acético	 0,5	 mol	 L‐1	 (eficiencias	 del	 33‐87%).	
Los	métodos	 de	 extracción	 desarrollados,	 además	 de	 ser	 rápidos	 y	 reproducibles,	
permitieron	asegurar	 la	conservación	de	las	especies	originalmente	presentes	en	las	






las	 muestras	 analizadas,	 a	 niveles	 de	 concentración	 inferiores	 a	 22	 µg	 g−1.	
Los	porcentajes	 de	 arsénico	 identificado	bajo	 la	 forma	de	 especies	 hidrosolubles	 en	
los	extractos	de	algas	(recuperación	de	columna)	oscilaron	entre	55	y	101%,	 lo	que	
pone	 de	 manifiesto	 el	 importante	 papel	 que	 juega	 la	 matriz	 de	 la	 muestra	 en	 los	
estudios	de	especiación.	Sin	embargo,	las	recuperaciones	cuantitativas	obtenidas	para	
algunas	algas	muestran	 la	 idoneidad	del	método	desarrollado	para	 la	determinación	
de	las	especies	de	arsénico	objeto	de	estudio.	
7. Los	 estudios	 de	 estabilidad	 realizados	 en	 el	 alga	 Hijiki	 mostraron	 que	 tanto	 el	
arsénico	 total	 como	 las	 especies	 presentes	 (As(V),	 DMA	 y	 los	 arsenoazúcares	 Gly‐,	
PO4‐,	 SO3‐	 y	 SO4‐sug)	 eran	 estables,	 durante	 al	menos	un	 año,	 en	 la	muestra	 sólida,	
almacenada	 en	 recipientes	 de	 poliestireno	 a	 +20	 °C.	 Con	 respecto	 a	 los	 extractos	
acuosos	 del	 mismo	 alga,	 y	 para	 evitar	 su	 análisis	 inmediato,	 se	 recomienda	 su	
conservación	 en	 recipientes	 de	 poliestireno	 y	 temperaturas	 de	 +4	°C,	 durante	 un	






especies	 de	 arsénico	 liposolubles	 en	 algas.	 Estos	 estudios,	 novedosos	 en	 su	 campo,	
fueron	 realizados	 en	 el	 Grupo	 de	 Investigación	 del	 profesor	 Dr.	 K.A.	 Francesconi	
(Trace	 Element	 Metabolomics,	 TEM),	 de	 la	 Universidad	 Karl‐Franzens	 de	 Graz	
(Austria).	El	método	desarrollado	permitió	 la	 identificación	de	catorce	arsenolípidos	
mediante	análisis	on	line	por	HPLC‐ICP‐MS/ESI‐MS.	Tres	de	estos	compuestos	fueron	
identificados	 como	 hidrocarburos	 que	 contienen	 arsénico	 (As‐HC),	 con	 masas	
moleculares	de	332,	360	y	388	uma,	siendo	este	último	identificado	por	primera	vez	
en	 este	 trabajo.	 Los	 once	 arsenolípidos	 restantes	 correspondieron	 a	
arsenofosfolípidos	 (As‐PL),	 identificando	 el	 compuesto	 con	 masa	 molecular	 de	
958	uma,	así	como	diez	compuestos	de	la	misma	familia,	que	se	diferencian	en	28,	26	
o	24	unidades	de	masa,	 lo	que	 indica	 la	presencia	de	una	 serie	homologa	de	As‐PL,	
tanto	 saturados	 como	 insaturados.	 Las	 masas	 moleculares	 de	 estos	 compuestos	
fueron	confirmadas	mediante	análisis	por	GC‐MS	y/o	HR‐MS.		
9. El	arsenolípido	As‐PL958	fue	mayoritario	en	todas	las	algas	(20‐400	µg	kg‐1),	excepto	
en	 el	 alga	 Hijiki,	 donde	 la	 especie	 As‐HC332	 fue	 predominante	 (310	µg	kg‐1).	
El	porcentaje	de	arsénico	identificado	en	los	extractos	orgánicos	de	algas,	purificados	
mediante	 SPE,	 varió	 entre	 el	 79	 y	 el	 100%,	 consiguiendo	 además	 la	 eliminación	 de	
entre	el	90	y	el	99%	del	resto	de	componentes	de	la	matriz,	lo	que	pone	de	manifiesto	
la	 idoneidad	 del	 método	 propuesto	 para	 la	 purificación	 y	 determinación	 de	 estos	
compuestos	en	algas	marinas.	
10. De	 forma	 global,	 las	 especies	 de	 arsénico	 hidrosolubles	 fueron	 predominantes	 en	




predominantes	 en	 algas	 rojas	 (hasta	 el	 64%	 del	 arsénico	 total).	 Los	 resultados	
obtenidos	 ponen	 de	 manifiesto	 la	 necesidad	 de	 introducir	 regulaciones	 adecuadas	
para	 limitar	 el	 contenido	 de	 arsénico	 inorgánico	 en	 este	 tipo	 de	 productos	
alimenticios.	
11. Las	 especies	 de	 arsénico	 identificadas	 en	 plantas	 terrestres	 mediante	







de	 especies	metiladas,	 encontradas	mayoritariamente	 en	 raíces,	 fueron	 inferiores	 a	




12. El	 porcentaje	 de	 arsénico	 identificado	 en	 los	 extractos	 de	 agua	 de	 plantas	 fue	 del	
67‐97%,	mientras	que	en	ácido	acético	varió	entre	el	38	y	el	78%.	Por	lo	tanto,	gran	
parte	 del	 arsénico	 extraído	 en	medio	 ácido	no	pudo	 ser	 identificado	 con	 el	método	
cromatográfico	empleado.	Este	hecho	puede	atribuirse	a	que	el	ácido	acético	es	capaz	
de	disolver	péptidos	enlazados	a	arsénico,	probablemente	As(III)‐fitoquetalinas,	que	















translocación	 de	 esta	 especie,	 o	 a	 una	 mayor	 eficiencia	 en	 la	 formación	 de	 los	
complejos	As(III)‐fitoquelatinas,	o	bien	a	las	diferentes	vías	de	absorción	de	As(III)	y	








1. A	 method	 for	 the	 determination	 of	 total	 arsenic	 and	 heavy	 metal	 (specifically	
cadmium,	 chromium,	 copper,	 nickel,	 lead	 and	 zinc)	 contents	 in	 marine	 algae	 and	
terrestrial	plants	has	been	developed.	This	method	consists	of	the	sample	digestion	in	
a	microwave	oven,	using	nitric	acid	and	hydrogen	peroxide,	and	analysis	by	ICP‐AES.	
Also,	 a	method	 for	 the	 determination	 of	 low	 arsenic	 contents	 by	 HG‐AFS	 has	 been	
developed,	 after	 evaporation	 of	 the	 digestion	 mixture	 and	 reduction	 of	 As(V)	 to	
As(III).	 The	 certified	 reference	materials	 NIES	No.	 9	 Sargasso	 and	CTA‐VTL‐2	were	
used	for	validation	of	the	methods	developed.	
2. Results	obtained	 for	 the	determination	of	 total	 arsenic	and	heavy	metal	 contents	 in	
edible	 marine	 algae	 confirmed	 that	 they	 are	 a	 source	 of	 essential	 elements	
(chromium,	 copper,	 nickel	 and	 zinc),	 and	 they	 present	 low	 levels	 of	 toxic	 elements	
such	as	cadmium	and	lead.	However,	arsenic	concentration	levels	reached	values	up	
to	 126	 g	 g‐1.	 Due	 to	 the	 different	 toxicity	 of	 arsenic	 compounds,	 the	 speciation	
analyses	are	needed	in	these	samples. 
3. Studies	 performed	 on	 native	 plants	 from	 the	 surroundings	 of	 Mónica	 mine	
(Bustarviejo,	Madrid)	showed	high	concentration	levels	of	cadmium,	copper,	lead	and	
zinc	 levels,	 as	 well	 as	 very	 high	 arsenic	 levels,	 mainly	 in	 roots,	 due	 to	 soil‐plant	
transference	processes.	Results	obtained	permitted	the	identification	of	C.	telephiifolia	
as	 a	 possible	 lead	 accumulator	 and	 arsenic	 hyperaccumulator,	 presenting	 lead	 and	
arsenic	 concentrations	 higher	 than	 200	 and	 2,000	 g	 g‐1,	 respectively,	 in	 its	
aboveground	 part.	 These	 studies	 have	 shown	 the	 possibility	 to	 use	 native	 plant	
species	 for	 phytoremediation	 purposes	 on	 polluted	 soils,	 because	 they	 are	 often	
better	 suited	 for	 survival,	 growth	 and	 reproduction	 under	 environmental	 extremes	
than	plants	introduced	from	other	environments. 
4. Arsenic	 speciation	 methods	 developed,	 based	 on	 anion	 and	 cation	 exchange	 HPLC,	







extraction	 of	 water‐soluble	 arsenic	 compounds	 from	 alga	 samples,	 using	 deionized	
water	 as	 extracting	 agent	 (efficiencies	 of	 73‐98%,	 depending	 on	 alga	 sample).	
The	application	of	 this	same	method	to	terrestrial	plants	 led	to	the	extraction	of	 the	
arsenic	percentage	present	under	the	form	of	easily	soluble	species,	with	efficiencies	
of	 9‐39%,	 depending	 on	 plant	 species,	 which	 notably	 increased	 when	 0.5	mol	 L‐1	
acetic	 acid	 was	 used	 as	 extracting	 agent	 (efficiencies	 of	 33‐87%).	 The	 extraction	





whereas	 the	 arsenosugars	 Gly‐	 sug	 and	 PO4‐sug	 were	 found	 in	 all	 algae	 analyzed,	
at	concentration	 levels	 up	 to	 22	 µg	g−1.	 The	 arsenic	 percentage	 identified	 as	water‐
soluble	 arsenic	 compounds	 in	 alga	 extracts	 (column	 recovery)	 ranged	 from	 55	 to	
101%,	 which	 highlights	 the	 important	 role	 of	 sample	 matrix	 in	 speciation	 studies.	





stable,	 for	 one	 year	 at	 least,	 in	 the	 solid	 sample	 stored	 at	 +20	 °C	 in	 polystyrene	
containers.	 Regarding	 water	 extracts	 of	 the	 same	 alga,	 and	 in	 order	 to	 avoid	 their	
immediate	 analysis,	 their	 conservation	 in	 polystyrene	 containers	 at	 +4	 °C,	 for	 a	
maximum	 of	 seven	 days,	 is	 recommended,	 since	 the	 stability	 of	 the	 species	 DMA,	
PO4‐sug	and	SO3‐sug	can	only	be	assured	during	the	first	week	of	storage.	
8. A	 method	 for	 extraction,	 purification	 and	 determination	 of	 lipid‐soluble	 arsenic	
compounds	in	alga	samples	has	been	developed.	These	novel	studies	were	performed	
in	 the	 Research	 Group	 Trace	 Element	 Metabolomics	 (TEM),	 headed	 by	 Professor	
Dr.	K.A.	 Francesconi,	 from	 Karl‐Franzens	 University	 Graz	 (Austria).	 The	 method	







identified,	 together	with	 ten	 compounds	of	 the	 same	 family,	 separated	by	28,	26	or	
24	mass	units,	which	indicated	the	presence	of	a	homologous	series	of	saturated	and	
unsaturated	 As‐PL.	 These	 assignments	 were	 strongly	 supported	 by	 accurate	 mass	
measurements	carried	out	by	GC‐MS	and/or	HR‐MS.	
9. The	 arsenolipid	 As‐PL958	 was	 the	 major	 compound	 in	 all	 algae	 analyzed	
(20‐400	µg	kg‐1),	 except	 for	 Hijiki,	 which	 contained	 a	 higher	 proportion	 of	 the	
compound	 As‐HC332	 (310	µg	kg‐1).	 Between	 90	 and	 99%	 of	 sample	 mass	 was	
removed	 by	 SPE	 method,	 so	 the	 clean‐up	 step	 was	 highly	 efficient.	 The	 arsenic	
percentage	identified	as	lipid‐soluble	arsenic	compounds	in	alga	extracts	ranged	from	
79	 to	 100%,	which	 reveals	 the	 suitability	 of	 the	 proposed	method	 to	 carry	 out	 the	
determination	of	this	kind	of	arsenic	compounds	in	alga	samples.	
10. Overall,	 water‐soluble	 arsenic	 species	 were	 predominant	 in	 marine	 alga	 samples,	
accounting	 for	 50‐90%	 of	 total	 arsenic,	 compared	 to	 lipid‐soluble	 compounds	
(less	than	7%).	The	most	abundant	species	for	most	brown	algae	analyzed	was	As(V),	
accounting	 for	 up	 to	 51%	 of	 total	 arsenic,	 whereas	 the	 arsenosugars	 Gly‐sug	 and	










higher	 As(V)	 concentration	 levels	 were	 found	 (up	 to	 350	 and	 610	 in	 roots	 and	
aboveground	parts,	respectively),	whereas	no	changes	were	observed	in	As(III),	MMA	
and	TMAO	concentration	levels.	
12. The	 arsenic	 percentage	 identified	 as	 arsenic	 compounds	 in	 plants	was	 between	 67	
and	 97%	 for	 water	 extracts,	 and	 between	 38	 and	 78%	 for	 acetic	 acid	 extracts.	








total	 arsenic	 in	 plant	 samples	 has	 been	 biotransformed,	 a	 part	 as	 acetic	 acid‐
extractable	species,	and	the	other	part	as	compounds	more	strongly	bound	to	matrix	
structural	components,	which	cannot	be	extracted	in	aqueous	medium	and	contribute	
to	 the	 ability	 of	 plants	 to	 survive	 despite	 of	 the	 high	 arsenic	 concentration	 levels	
present	 in	 their	 tissues.	 Still,	 toxic	 arsenic	 species	 contents,	 reaching	 up	 to	




both	 total	 arsenic	 extracted	 and	 inorganic	 species	 concentrations,	 due	 to	 highly	
significant	correlations	(P	<	0.001	in	most	cases)	found,	with	the	exception	of	As(III)	
contents	in	roots.	This	fact	could	be	attributed	either	to	a	higher	ease	of	translocation	
of	 this	 species,	 or	 to	 a	 higher	 efficiency	 in	 the	 formation	 of	 As(III)‐phytochelatins	
complexes,	or	it	could	derive	from	the	different	absorption	paths	of	As(III)	and	As(V).	
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